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I. Qu’est-ce qu’un ribosome? 
 
Dans toute cellule vivante, l’information génétique est contenue dans l’acide 
désoxyribonucléique (ADN). Pour pouvoir exploiter cette information génétique, l’ADN 
est transcrit en acide ribonucléique (ARN). Il existe deux grandes classes d’ARNs : les 
ARN non codants (ARNnc) et les ARN messagers (ARNm). Si les ARNnc participent 
directement sous leur forme ARN à la régulation de nombreuses étapes de l’expression 
génique, les ARNm passent par le mécanisme universellement conservé de traduction. 
C'est-à-dire que l’information génétique contenue dans la séquence d’ARNm est décodée, 
induisant ainsi la biosynthèse d’une protéine particulière. C’est dans ce mécanisme de 
traduction qu’intervient le ribosome en assumant une double fonction de décodage de 
l’ARNm et de synthèse de polypeptides.    
 
A. Place du ribosome et de la traduction dans la vie cellulaire 
 
La biosynthèse des protéines est un processus central de toute cellule vivante et 
requiert une machinerie biologique conséquente : ARNs de transfert (ARNt), aminoacyl-
ARNt synthétases, facteurs de traductions, ribosomes et facteurs permettant leur mise en 
place. Les estimations indiquent que, dans un génome minimal théorique nécessaire à la 
survie, 35 à 45% des gènes sont consacrés à la traduction (Mathews et al., 2000). Il n’est 
donc pas étonnant que la plus forte consommation d’énergie cellulaire soit dédiée à la 
traduction. Par exemple, la synthèse de protéines mobilise 5% de l’apport calorique chez 
l’Homme et 30 à 50% de l’énergie des bactéries Escherichia coli en division. Une part de 
cette énergie est impliquée dans le mécanisme de traduction lui-même, l’autre part, dans la 
synthèse des acteurs moléculaires de ce processus. De plus, les ribosomes constituent les 
particules ribonucléoprotéiques (RNP) les plus abondantes dans une cellule. Ainsi, on 
estime que 200 000 ribosomes sont contenus dans une cellule de levure Saccharomyces. 
cerevisiae en prolifération, occupant 30 à 40% du volume cytoplasmique (Warner, 1999). 
La traduction est parfois couplée à d’autres mécanismes cellulaires comme l’export co-
traductionnel de protéines (Simon and Blobel, 1991) ou le repliement co-traductionnel de 
protéines (Ferbitz et al., 2004). Enfin, l’expression de nombreux gènes peut être régulée au 
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niveau de la traduction. Durant ces dernières années, le nombre de gènes soumis à ce type 
de régulation n’a cessé d’augmenter (Mathews et al., 2000). 
Devant l’ampleur d’un tel mécanisme, la biosynthèse des protéines se doit donc 
d’être finement régulée et contrôlée, que cela soit au niveau du processus de traduction lui-
même qu’à celui de la biogenèse de la machinerie traductionnelle. 
  
B. Composition des ribosomes 
 
 Les ribosomes sont des RNP issues de l’association d’ARNnc nommés ARN 
ribosomiques (ARNr) avec des protéines ribosomiques. L’ARNr est le composant 
majoritaire du ribosome car il représente 60% de sa masse. Cette composition reste 
inchangée au cours de l’évolution malgré quelques différences dans les tailles d’ARNr et le 
nombre de protéines ribosomiques associées. Ces différences sont indiquées à titre 
d’exemple pour l’eubactérie E. coli et  l’eucaryote S. cerevisiae dans le Tableau 1. Il est 
cependant important de noter que l’ARNr 5.8S des eucaryotes ne constitue pas un nouvel 
ARNr car il correspond à une portion de l’ARNr 23S procaryote. 
 Les ribosomes sont constitués de deux sous-unités. Ces sous-unités sont 
couramment désignées par leur coefficient de sédimentation S (unité de Svedberg) comme 
particules en suspension. On parle ainsi de la petite sous-unité 40S et de la grande sous-
unité 60S chez les eucaryotes (30S et 50S pour les archées et eubactéries). Le ribosome 
assemblé présente, quant à lui, un coefficient de 80S chez les eucaryotes (70S pour les 
archées et eubactéries).  
 La petite sous-unité ribosomique permet l’activité de décodage de l’information 
génétique en contrôlant une interaction correcte entre les codons de l’ARNm et les 
anticodons des ARNt. Ceci prend place au niveau  de ce qui est appelé centre de décodage 
de la petite sous-unité. Elle est donc directement impliquée dans la fidélité de la traduction.  
 La grande sous-unité ribosomique renferme, entre autres, le centre peptidyl-
transférase (PTC) qui catalyse la formation des liaisons peptidiques entre la chaine 











Ribosome procaryote : 
Escherichia coli 
Grande sous-unité 50S 1,5 MDa 23S (2904nt) 5S (122nt) 34 
Petite sous-unité 30S 0,8 MDa 16S (1542nt) 21 
Ribosome eucaryote : 
Saccharomyces cerevisiae 





Petite sous-unité 40S 1,4 MDa 18S (1798nt) 32 
Tableau 1 : Comparaison de la composition des sous-unités ribosomiques entre le 
ribosome procaryote dEscherichia coli et le ribosome eucaryote de Saccharomyces 
cerevisiae 
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C. Fonctionnement du ribosome en traduction 
 
 La Figure 1 représente un schéma simplifié du ribosome en cours de traduction. Il 
est associé à l’ARNm traversant un tunnel contenu dans la petite sous-unité ribosomique 
mais également à des ARNt. Ces derniers peuvent être positionnés au sein de 3 sites du 
ribosome : 
 - le site Aminoacyl (A) dans lequel se positionne l’ARNt aminoacylé (c'est-à-dire 
un ARNt associé l’acide aminé lui correspondant) entrant dans le ribosome. 
 - le site Peptidyl (P) renfermant l’ARNt portant le polypeptide en cours de synthèse. 
 - le site Exit (E) dans lequel se retrouve l’ARNt déacylé avant sa dissociation de 
l’ARNm et du ribosome 
 La traduction est un processus qui se déroule en 4 temps : l’initiation, l’élongation, 
la terminaison et le recyclage du ribosome (Kapp and Lorsch, 2004; Marshall et al., 2008; 
Petry et al., 2008; Ramakrishnan, 2002). L’ensemble des ces 4 étapes est représenté dans la 
Figure 2. 
 
1. L’initiation de la traduction 
L’initiation de la traduction est l’étape au cours de laquelle la petite sous-unité 
ribosomique s’associe avec l’ARNm et l’ARNt initiateur portant le 1er acide aminé de la 
chaine polypeptidique, la méthionine (l’ensemble étant abrégé en ARNt-met). Cette étape 
requiert la présence de facteurs d’initiation de la traduction IF pour les procaryotes et eIF 
pour les eucaryotes. L’association de la petite sous-unité à l’ARNm se fait selon deux 
mécanismes différents chez les procaryotes et chez les eucaryotes : 
- chez les procaryotes, l’association entre petite sous-unité ribosomique et ARNm 
se fait directement via un appariement de nucléotides entre l’ARNr 16S et l’ARNm.  Ainsi, 
l’ARNr  de 16S contient en son 3’ une séquence complémentaire à la séquence nommée 
Shine-Dalgarno contenue dans l’ARNm environ 10 nucléotides en amont du codon 
d’initiation. Ainsi, la petite sous-unité est directement positionnée sur le codon AUG et 
l’assemblage du ribosome se fait via le recrutement de la grande sous-unité ribosomique. 
- chez les eucaryotes, l’étape d’initiation est plus complexe. En effet, la petite sous-
unité ribosomique est préalablement associée au complexe ternaire eIF2 /GTP /ARNt-met. 



















Figure 2 : Le cycle de traduction procaryote 
Ce modèle est une synthèse de lensemble des résultats des études biochimiques et biophysiques sur la 
traduction procaryote. 
Adapté de Marshall et al., 2008 
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entre eIF3 et eIF4F, un complexe interagissant avec la coiffe en 5’ de l’ARNm., va 
permettre le recrutement de la petite sous-unité ribosomique sur l’ARNm. Celle-ci va alors 
« scanner » l’ARNm  à la recherche du codon d’initiation de la traduction (AUG) situé 
dans un bon contexte de séquence nommé séquence « Kozak ». Une fois le codon 
d’initiation atteint,  eIF5 induit l’hydrolyse du GTP contenu dans le complexe ternaire 
permettant le positionnement de l’ARNt-met dans le site P de la petite sous-unité 
ribosomique. Enfin, la grande sous-unité ribosomique s’associe à la petite sous-unité 
formant ainsi un ribosome capable de passer à l’étape suivante, l’élongation de la 
traduction. 
En addition à ce mécanisme canonique d’initiation de la traduction, un autre 
processus existe chez les eucaryotes : l’initiation interne. Ce mécanisme a été mis en 
évidence pour la première fois chez les ARNm des picornavirus (Jang et al., 1988) mais 
existe chez les eucaryotes également (Hellen and Sarnow, 2001). L’initiation interne est un 
processus d’initiation indépendant de la coiffe d’ARNm. En effet, c’est un élément 
structuré de la partie 5’ non codante d’un ARNm qui est reconnu par le complexe de pré-
initiation. Cet élément est appelé IRES (Internal ribosomal entry site). En fonction de la 
nature de l’IRES, l’initiation interne requiert seulement quelques facteurs d’initiation de la 
traduction. Cependant, des facteurs spécifiques peuvent interagir avec des IRES 
particuliers et stimuler leurs efficacités, entrainant ainsi différentes efficacités d’initiation 
de la traduction.  
 
2.  L’élongation de la traduction 
Contrairement à l’initiation de la traduction, l’étape d’élongation de la traduction 
est un processus qui a été relativement conservé au sein de l’évolution.  
L’élongation débute par le positionnement d’un ARNt aminoacylé correspondant 
au second codon de l’ARNm dans le site A du ribosome. Cet ARNt aminoacylé est 
préalablement en complexe avec un facteur d’élongation de la traduction, EF-Tu pour les 
procaryotes (eEF1A pour les eucaryotes) associé à du GTP. Le bon appariement de la 
boucle anticodon de l’ARNt avec le codon de l’ARNm est alors contrôlé par la petite sous-
unité ribosomique via un changement de conformation du centre de décodage (Ogle et al., 
2001) induisant l’hydrolyse du GTP lié à EF-Tu. Ce dernier change alors de conformation, 
ce qui induit sa dissociation de l’ARNt aminoacylé.  
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Dans un second temps, le PTC de la grande sous-unité ribosomique catalyse la 
formation d’une liaison peptidique entre la chaine peptidique naissante associé à l’ARNt 
du P et l’acide aminé porté par l’ARNt du site A. Après la formation d’une liaison 
covalente, l’ARNt contenu dans le site P est déacylé et l’ARNt du site A contient la chaine 
peptidique. 
Enfin, pour préparer le ribosome à un nouveau tour d’élongation, l’ARNt déacylé 
doit se décaler du site P au site E et éventuellement être éjecté du ribosome, alors que 
l’ARNt associé à la chaine peptidique doit passer du site A au site P. Cette étape appelée 
translocation est catalysée par l’activité GTPase du facteur d’élongation EF-G chez les 
procaryotes (eEF2 pour les eucaryotes). Ce mouvement doit être précis afin de conserver le 
cadre ouvert de lecture, c'est-à-dire un décalage d’un codon (3 nt). EF-G est dissociée du 
ribosome suite à l’hydrolyse de sa molécule de GTP, et, un nouveau cycle d’élongation 
peut commencer. 
 
3. La terminaison de la traduction 
Le processus de terminaison de la traduction commence quand un codon STOP 
(UAA, UAG ou UGA) contenu dans l’ARNm se positionne dans le site A. Aucune boucle 
anticodon contenue dans un ARNt ne correspond à un codon stop. Chez les procaryotes, 
les facteurs RF1 ou  RF2 (eRF1 chez les eucaryotes) entrent alors dans le site A et 
induisent l’hydrolyse de la liaison ester entre chaine peptidique et ARNt contenus dans le 
site P entrainant le relargage du polypeptide. Si RF1/2 participent directement au clivage 
chimique ou s’ils induisent la catalyse par le ribosome n’est pas encore clair. Enfin, la 
GTPase RF3 chez les procaryotes (eRF3 chez les eucaryotes) conduit à la dissociation de 
RF1 /2 du ribosome, et à sa propre dissociation suite à l’hydrolyse d’une molécule de GTP. 
 
4. Recyclage des sous-unités ribosomiques 
Chez les procaryotes, le recyclage des sous-unités ribosomiques requiert EF-G, le 
facteur RRF ainsi que le facteur d’initiation IF3. RRF et EF-G dissocient le ribosome post-
terminaison en sous-unités libre 50S et 30S interagissant à l’ARNm et à l’ARNt déacylé 
contenu dans le site P alors qu’IF3 induit le relargage de l’ARNt de la petite sous-unité, ce 
après quoi l’ARNm est dissocié spontanément (Peske et al., 2005; Zavialov et al., 2005).  
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Le mécanisme semble plus complexe chez les eucaryotes. Les facteurs d’initiation 
eIF1, eIF1A and eIF3 dissocient le ribosome post-terminaison  en sous-unités libres 60S et 
40S liée à l’ARNm et à l’ARNt déacylé. eIF1 induit ensuite la dissociation de l’ARNt 
déacylé, ce après quoi eIF3j provoque le relargage de l’ARNm (Pisarev et al., 2007). 
L’implication de facteurs d’initiation dans le recyclage des sous-unités ribosomiques chez 
les eucaryotes prend son sens quand l’on sait que, selon le modèle proposé, un ribosome en 
terminaison réinitie majoritairement en 5’ du même ARNm (Uchida et al., 2002). En effet, 
chez les eucaryotes, les ARNm en cours de traduction observés en microscopie 
électronique présentent souvent une forme circulaire. Cette forme met en jeu des 
interactions directes entre 3 protéines : la protéine de liaison à la queue poly-A des ARNm 
d’une part, et, d’autre part, les protéines eIF4G et eIF4E appartenant au complexe de 
liaison à la coiffe eIF4F (Wells et al., 1998). Ainsi, eIF3, qui reste associé à la petite sous-
unité ribosomique lors du recyclage et qui interagit avec eIF4G, semble être le lien pour le 
mécanisme d’une participation préférentielle des sous-unités 40S à de nouveaux rounds de 
traduction du même ARNm. 
 
D. Structure des ribosomes 
 
  La première description des ribosomes à l’échelle cellulaire est attribuée à Georges 
Palade (Palade, 1955). En 1955, grâce à la microscopie électronique à transmission, il 
décrivit des particules quasi sphériques de haute densité d’un diamètre approximatif de 
15nm et contenues dans le cytoplasme des 40 types cellulaires de vertébrés pris en compte 
durant cette étude (Figure 3). De manière intéressante, ces structures semblaient plus 
nombreuses dans les tissus se divisant activement contrairement aux tissus moins sujets à 
la prolifération où ces corpuscules étaient retrouvés majoritairement à proximité de la 
membrane externe du réticulum endoplasmique.  
 Au travers des cinq décades suivant sa description initiale, la caractérisation de la 
structure du ribosome n’a cessé de s’affiner. Deux techniques majeures ont permis de 
nettes avancées dans la description moléculaire de la structure des ribosomes : la cryo-
microscopie électronique et la diffraction de rayons X sur cristaux. Ainsi, en 2000, les 
structures de la petite sous-unité 30S de l’archée Thermus thermophilus (Schluenzen et al., 
2000; Wimberly et al., 2000) et de la grande sous-unité 50S de l’archée Haloarcula 
marismortui (Ban et al., 2000) et de l’eubactérie Deinococcus radiodurans (Harms et al., 
Figure 3 : Première observation des ribosomes dans des cellules pancréatiques de rat 
Cliché de microscopie électronique à transmission du cytoplasme dune cellule pancréatique de rat. Le 
réticulum endoplasmique est clairement défini (noté e ou o dans la légende, en fonction de sa forme). Les 
ribosomes apparaissent comme de très nombreuses particules denses et de petite taille et sont majoritairement 
associés à la membrane du réticulum endoplasmique (notés g). 
Adapté de Palade, 1955 
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2001) furent résolues par cristallographie aux rayons X à haute résolution. A l’aide des ces 
structures, un modèle atomique du ribosome de l’archée T. thermophilus à 5.5 Ǻ de 
résolution fut obtenu par l’équipe de Noller en 2001 (Yusupov et al., 2001). 
 
1. Considérations structurales sur la sous unité ribosomique 30S procaryote 
Le modèle atomique  de la petite sous-unité ribosomique de T. thermophilus 
(Schluenzen et al., 2000; Wimberly et al., 2000) confirme  une organisation en quatre 
domaines morphologiquement distincts préalablement définis par cryo-miscroscopie 
électronique (Frank et al., 1995; Lata et al., 1996) et nommés la tête, le corps, l’épaule et la 
plateforme (Figure 4). Ces 4 domaines correspondent à la modélisation de la structure 
tridimensionnelle de l’ARNr 16S. Ainsi, c’est l’ARNr 16S qui donne sa forme globale à la 
petite sous-unité ribosomique 30S. L’épaule et la plateforme de la petite sous-unité 
forment des contacts non-covalents avec la tête, créant ainsi un canal à travers lequel 
l’ARNm peut passer. A l’entrée de ce canal, les 3 protéines ribosomiques S3, S4 et S5 sont 
responsables du débobinage de l’ARNm afin de le présenter sous forme simple brin au 
niveau du centre de décodage. 
Les protéines ribosomiques sont globalement situées à des positions périphériques, 
cependant, leurs boucles non structurées peuvent pénétrer à l’intérieur de la structure ARN 
et interagir étroitement avec elle. Les différents points d’ancrage de chacune de ces boucles 
sur plusieurs portions d’ARNr suggèrent une importance des protéines ribosomiques dans 
la rigidification de la structure tertiaire de l’ARNr. De plus, certaines protéines 
ribosomiques interagissent entre-elles, consolidant certainement ainsi la structure globale 
de la petite sous-unité.  L’interface entre les 2 sous-unités ribosomiques est cependant 
globalement dépourvue de protéines.   
Le centre de décodage est constitué majoritairement par l’hélice 44 mais aussi 18, 27 et 
34 de l’ARNr 16S (Figure 5).  En effet, cette région de la petite sous-unité en interaction 
avec l’ARNm et la boucle anticodon des ARNt présents dans les sites A et P est dépourvue 
de protéines. Cette portion de l’ARNr 16S est particulièrement conservée au cours de 




Figure 4 : Structure de la sous-unité ribosomique 30S de Thermus thermophilus  
A- Schéma de la structure secondaire de lARNr 16S 
B- Structure de lARNr 16S. Les différentes couleurs correspondent aux domaines de la figure A 
C- Structure de la sous-unité ribosomique  30S. Les protéines ribosomiques sont représentées en violet et 
lARNr en gris. La structure globale est superposable à celle de lARNr. 







Figure 5 :Centre de décodage de linformation génétique de la petite-sous unité 30S 
de T. thermophilus 
A- Position du site de décodage dans la sous-unité 30S. Le centre de décodage est entouré de rouge. Le canal 
dans lequel passe lARNm est entouré en bleu. Les flèches rouges représentent le mouvement de 
basculement de la tête par rapport à la plateforme lors de lentrée de lARNm. 
B- Vue agrandie du centre de décodage représentant la position de 2 codons de lARNm (en bleu) et la 
position des ARNt aux site A (vert), P (violet) et E (gris).  
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2. Considérations structurales sur la sous-unité ribosomique 50S procaryote 
Les modèles atomiques obtenus chez  l’archée H. marismortui (Ban et al., 2000) et 
chez l’eubactérie D. radiodurans (Harms et al., 2001) présentent un grand nombre de 
similarités. La structure cristallographique de cette sous-unité ribosomique révèle une 
organisation monolithique avec 3 protubérances (Figure 6). La 1ère est formée par les 
protéines L7/L12 et L10 et est très mobile. La protubérance centrale est formée de l’ARNr 
5S et des protéines L27 et L5. Ce domaine possède des liaisons avec la tête de la petite-
sous unité ribosomique, définissant ainsi sa position. Enfin, la 3ème protubérance est 
constituée d’un élément d’ARNr globulaire et de la protéine L1. Cette partie est impliquée 
dans la translocation des ARNt (Valle et al., 2003). Une autre signature définissant la 
grande sous-unité ribosomique est le « tunnel de sortie » des polypeptides (Figure 7). Ce 
tunnel d’environ 100 Ǻ de long parcourt l’intérieur de la sous-unité, du PTC jusqu’au site 
de sortie du polypeptide.   
La structure de la grande sous-unité composée d’un unique bloc suggère qu’elle est 
moins flexible que la petite sous-unité. Les ARNr 16S et 5S n’interagissent pas 
extensivement ensemble. Leur maintien au sein d’un même complexe semble ainsi 
dépendant des protéines ribosomiques. De même manière que pour la petite sous-unité, ce 
sont les ARNr qui constituent la forme générale de la sous-unité 50S.  
Les protéines ribosomiques sont également, le plus souvent, situées à la périphérie 
de la particule à l’exception de quelques boucles ou queues non structurées directement 
imbriquées avec les ARNr et consolidant ainsi certainement la structure. Elles sont 
cependant quasiment absentes du PTC et de la région s’associant à la petite sous-unité 
ribosomique.  
 
3. Considérations structurales sur le ribosome 70S procaryote 
Suite à la publication de la structure déduite du ribosome en complexe avec un 
ARNm et des molécules d’ARNt chez l’archée T. thermophilus à 5.5 Ǻ de résolution 
(Figure 8), quelques études ont affiné les résultats, comme, par exemple, une structure du 
ribosome de E. coli  à 3.5 Ǻ de résolution (Schuwirth et al., 2005), des structures des 
ribosomes de T. thermophilus et E. coli à 3.7 Ǻ et 2.8 Ǻ respectivement (Korostelev et al., 
2006; Selmer et al., 2006). Ces différentes études ont permis de décrire les sites 
Figure 6 : Structure de la sous-unité ribosomique 50S dHaloarcula marismortui  
A- Schéma de la structure secondaire de lARNr 23S découpée par éléments structuraux 
B- Structure des ARNr 16S et 5S de la grande sous-unité ribosomique 
C- Structure de  la sous-unité ribosomique 30S. Les protéines ribosomiques sont représentées en violet et les 
ARNr en gris. La structure globale de la sous-unité 50S est superposable à la structure des ARNr 16S et 5S. 
Les 3 protubérances sont indiquées par des flèches. 
Adapté de Ban et al., 2000 
A) B) 
C) 
Figure 7 : Position du tunnel de sortie de la chaine polypeptidique au sein de la 
grande sous-unité de H. marismortui 
La trajectoire de la chaine peptidique en cours délongation est représentée en blanc.  
PT: centre peptidyl transférase 
Adapté de Nissen et al., 2000 
Sortie 
Figure 8 : Structure du ribosome 70S de T. thermophilus 
Les vues 1) à 4) sont des rotations successives de 90° autour dun axe vertical. Sont repésentés: en cyan, 
lARNr 16S, gris, lARNr 23S, bleu clair, lARNr 5S, bleu foncé, les protéines ribosomique de la sous-unité 
30S, magenta, les protéines ribosomiques de la sous-unité 50S. Les ARNt situés dans les sites A, P ou E sont 
colorés en doré, orange ou rouge respectivement. 




d’interaction entre les deux sous-unités ribosomiques ainsi que les zones d’association de 
l’ARNm et des ARNt avec le ribosome (Liljas, 2006; Ramakrishnan, 2002). 
Tout d’abord, les trois ARNt contenus dans le ribosome lors de la traduction 
constituent un pont important entre les deux sous-unités ribosomiques, en particulier celui 
contenu dans la région la plus centrale, le site P. Il existe néanmoins une douzaine de 
points de liaison entre les deux sous-unités impliquant des liaisons protéines-protéines, des 
liaisons ARNr-protéines et majoritairement des liaisons ARNr-ARNr. Les zones de liaison 
des ARNr se trouvent majoritairement dans la région centrale, proches des sites 
fonctionnels alors que celles impliquant les protéines ribosomiques sont  situées en 
périphérie. 
L’ARNm associé au ribosome est courbé entre les codons des sites A et P et définit 
clairement la barrière entre ces deux sites. Cette structure particulière est proposée comme 
étant la définition du cadre ouvert de lecture, empêchant ainsi un éventuel décalage de 
l’ARNm. Enfin, les ARNt se situent dans une zone contenant majoritairement de l’ARNr 
et très peu de protéines ribosomiques. Dans la structure de 2.8 Ǻ (Selmer et al., 2006), 
seule la tige boucle de l’anticodon de l’ARNt contenu dans le site A est visible. Cependant, 
la conformation globale semble permettre à la portion contenant l’acide aminé de se situer 
dans le PTC. Ainsi, le fait de n’observer que la tige boucle anticodon suggère que l’ARNt 
situé dans le site A conserve une flexibilité certaine. Au contraire, l’ARNt contenu dans le 
site P est entouré d’ARNr et des protéines ribosomiques des deux sous-unités. Ceci doit 
empêcher la perte de l’ARNt portant la chaine polypeptidique naissante et également aider 
à conserver le cadre ouvert de lecture. Sa portion aminoacylée se situe également au niveau 
du PTC. 
 
4. Considérations structurales sur le ribosome 80S eucaryote 
En raison de la présence d’expansions dans l’ARNr (Gerbi, 1996) et 20 à 30 
protéines ribosomiques additionnelles (Planta and Mager, 1998), les ribosomes eucaryotes 
sont significativement plus gros que les ribosomes procaryotes. Ainsi, le ribosome de la 
levure S. cerevisiae a une masse moléculaire d’environ 3.3 x 10^6 D (Dalton) (2.3 x 10^6 
D chez E. coli). Cependant, les ribosomes eucaryotes sont semblables aux ribosomes 
procaryotes à la fois sur le plan de l’architecture et sur le mode de fonctionnement. 
Récemment, une structure du ribosome de chien a été résolue par cryomicroscopie 
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électronique (Chandramouli et al., 2008) à 8.7 Ǻ (Figure 9). Ainsi, les expansions et les 
protéines additionnelles se retrouvent plutôt à l’extérieur de la structure. De plus, de 
nombreuses protéines conservées interagissent avec les expansions et stabilisent leur 
interaction avec les ribosomes, suggérant ainsi une coévolution de l’ensemble enveloppant 
le cœur de la structure du ribosome sans perturber sa fonction. Très peu de choses sont 
connues sur les fonctions de ces protéines additionnelles. Elles pourraient faciliter la 
biogenèse des ribosomes, par exemple, l’export du noyau spécifique aux eucaryotes, 
faciliter certains aspects de la traduction ou adresser les ribosomes à certains sites 
spécifiques. 
 
E. Bases moléculaires du fonctionnement du ribosome 
 
1. Le mécanisme de décodage de l’information génétique 
Ce mécanisme consiste au recrutement d’un ARNt aminoacylé présentant un 
anticodon complémentaire au codon de l’ARNm au niveau du site A du ribosome. C’est 
notamment lors de cette étape que des erreurs de traduction peuvent se produire, 
provoquant ainsi l’insertion d’un mauvais acide aminé dans la chaine peptidique et pouvant 
perturber ainsi la fonction cellulaire de la protéine produite. Ainsi, la reconnaissance 
correcte entre codon et anticodon doit être contrôlée. Dans un premier temps, le complexe 
ARNt  aminoacylé/EF-Tu GTP est recruté au sein du site A. Un appariement correct entre 
le codon et l’anticodon entraine le changement de conformation de 3 bases de l’ARNr 16S 
(A1492, A1493 et G530) afin qu’elles interagissent avec l’anticodon (Figure 10). Ceci 
entraine une modification globale de la structure de la petite-sous unité qui est 
communiquée au centre GTPase de la grande sous-unité. Ce centre stimule l’activité 
GTPase de EF-Tu qui se dissocie alors du ribosome permettant l’étape d’accommodation 
consistant au basculement la partie aminoacylée de l’ARNt dans le PTC. Ainsi, la synthèse 
peptidique peut avoir lieu. 
 
2. Mécanisme de synthèse de la liaison peptidique 
La formation de la liaison peptidique permet d’établir une liaison covalente entre 
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dans le site E 
Figure 9 : Structure du ribosome 80S eucaryote 
Structure proposée par cryo-microscopie électronique à 8.7 Ǻ de la petite sous-unité (A) et de la grande sous-
unité ribosomiques (B) du chien. La comparaison avec les structures de la petite sous-unité de T.thermophilus 
(Figure 4-C) et la grande sous-unité de H. marismortui (Figure 6-C) indique que larchitecture globale du 
ribosome est conservée au cours de lévolution. 
Adapté de Chandramouli et al., 2008 
B) A) 
Figure 11 : Formation de la liaison peptidique 
Réaction chimique: le groupe α-amino de lARNt positionné dans le site A (jaune) attaque le carbone du 
groupement carbonyl de lARNt portant la chaine peptidique naissante et situé dans le site P (orange) afin de 
produire un nouvel ARNt lié à une chaine peptidique plus longue dun acide aminé dans le site A. Le PTC 
est contenu dans la grande sous-unité ribosomique (vert).  
Adapté de Rodnina et al., 2006 
Figure 10 : Réarrangements des nucléotides dans le centre de décodage de la sous-
unité ribosomique 30S 
A- Site A vide de la sous-unité 30S. Les bases A1492 et A1493 sont empilées à lintérieur de lhélice 44 de 
lARNr 16S. 
B- ARNt (jaune) lié au codon correspondant de lARNm (vert) dans le site A du ribosome en présence de 
paranomycine. Pendant la sélection de lARNt, A1492 et A1493 sont exclus de lhélice 44 et contactent 
lhélice codon-anticodon. G530 passe dun conformation syn à anti formant ainsi une paire de base A-G 
avec A1492. 
Adapté de Korostelev et al., 2008 
B) A) 
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peptidique portée par l’ARNt positionné dans le site P sur l’ARNt situé dans le site A 
(Figure 11). L’originalité de la synthèse de la liaison peptidique est qu’il est catalysé par 
l’ARNr 23S contenu dans la grande sous-unité ribosomique et non pas par les protéines 
ribosomiques, faisant ainsi du ribosome un ribozyme. Plusieurs évidences expérimentales 
ont permis d’aboutir à cette conclusion. Tout d’abord, suite à la découverte d’ARN 
catalytiques (Kruger et al., 1982; Zaug et al., 1983), des preuves biochimiques de 
l’implication de l’ARNr 16S dans la synthèse de la liaison peptidique n’ont cessé de 
s’accumuler. Dans une des plus notables, les sous-unités 50S de T. aquaticus furent 
purifiées par extraction phénol après traitement par la protéinase K en présence de SDS 
(Noller et al., 1992). Ces sous-unités purifiées conservaient la quasi-totalité de leur activité 
peptidyl transférase malgré le fait d’avoir perdu plus de 80% des protéines ribosomiques. 
Ainsi, l’ARNr 16S était le meilleur candidat comme catalyseur de la liaison peptidique. La 
structure cristallographique de la grande sous-unité ribosomique de H. marismortui publiée 
en 2000 par l’équipe de Thomas A. Steitz a confirmé cette idée (Ban et al., 2000):  
- les analogues d’ARNt sont positionnés dans la grande sous-unité au niveau d’une 
région constituée uniquement par le domaine V de l’ARNr 23S. 
- les protéines les plus proches sont L2, L3, L4 et L10 et se situent pour la plus 
proche à 18.4  Ǻ de l’analogue d’ARNt, ce qui est incompatible avec la réaction chimique 
de synthèse de la liaison peptidique. 
- les résidus de l’ARNr 23S entourant les analogues d’ARNt sont conservés à plus 
de 95% au cours de l’évolution. 
L’ensemble de ces données tend à confirmer l’hypothèse du PTC de la grande sous-unité 
ribosomique comme ribozyme. 
 
 
En dépit de larges progrès sur la compréhension du fonctionnement du ribosome en 
élongation, l’ordre et la cinétique des différents événements structuraux restent largement 
inconnus. Le problème de la plupart des études biophysiques jusqu’alors était de travailler 
avec une population de ribosomes asynchrone et donc de ne dégager que des données 
moyennes pouvant masquer l’information mécanistique. Depuis peu, les études de la 
dynamique du ribosome à l’échelle de la molécule unique permettent d’éviter ces 
problèmes (Marshall et al., 2008). Des conformations encore inconnues du ribosome ont 
ainsi pu être détectées.  Ces études se limitent pour l’instant à l’étude de l’élongation de la 
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traduction procaryote, mais s’appliqueront bientôt à l’étude de l’initiation ou de la 
terminaison ou bien même à la traduction eucaryote.  
Récemment, Jin-Der Wen et ses collaborateurs (Wen et al., 2008) ont fixé un 
ARNm entre deux pinces magnétiques et suivi la traduction de cet ARNm par un 
ribosome. La donnée principale à extraire de ce travail est que l’élongation de la traduction 
in vitro ne s’effectue pas par de manière continue mais plutôt par des cycles successifs de 
translocation-pauses avec chaque translocation correspondant à un codon comme attendu. 
Cependant, in vitro le temps de pause moyen est d’environ 2.8 secondes entre chaque 
codon. Ceci est donc très loin des environ dix liaisons peptidiques réalisées par un 
ribosome procaryote in vivo. Ainsi, le fonctionnement du ribosome dans son contexte 
cellulaire est encore loin d’avoir délivré tous ses secrets. 
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II. La biogenèse des ribosomes chez les eucaryotes 
 
A. Place de la biogenèse des ribosomes à l’échelle cellulaire 
 
La biogenèse des ribosomes est un des processus dont le budget énergétique est des 
plus conséquents pour une cellule. Chez une levure S. cerevisiae, on estime que 30 
ribosomes sont produits par seconde et que la transcription des composants ribosomiques 
constitue plus de 90% de l’activité transcriptionnelle d’une cellule en phase exponentielle 
de croissance (Warner, 1999, 2001). En effet, la production des ribosomes nécessite 
l’action coordonnée des trois ARN polymérase. L’ARN polymérase I (pol I) transcrit le 
précurseur commun aux ARNs matures 18S, 5.8S et 25S/28S. L’ARN polymérase III 
(polIII) transcrit, quant à elle, le précurseur de l’ARNr 5S. Chez tous les êtres vivants, la 
production des ARNr matures requiert une série d’étapes co- et post-transcriptionnelles. 
Ainsi, les précurseurs d’ARNr nommés pré-ARNr subissent de nombreuses étapes de 
modifications chimiques, et des coupures endo- et exonucléolytiques. L’ensemble de ces 
étapes chez la levure S. cerevisiae nécessite un ensemble d’environ 200 facteurs protéiques 
nommés facteurs non-ribosomiques et interagissant de manière transitoire avec les 
particules formées. Cette maturation a lieu de concert avec l’assemblage des 79 protéines 
ribosomiques, les composants protéiques du ribosome et dont le nombre est finement 
ajusté au nombre de molécules d’ARNr. La maturation de l’ARNr s’effectue depuis le site 
de transcription des ARNr situé dans un compartiment spécifique, le nucléole, se poursuit 
lors du transit des particules pré-ribosomiques dans le nucléoplasme puis lors de leur 
export via les pores nucléaires, avant de prendre fin dans le cytoplasme (Henras et al., 
2008; Zemp and Kutay, 2007).  
La majorité des études se rapportant à la biogenèse des ribosomes chez les 
eucaryotes ont été réalisées chez S. cerevisiae. En effet, cet organisme modèle permet 
l’utilisation relativement aisée de nombreux outils génétiques, biochimiques, cellulaires et 
moléculaires. Depuis une dizaine d’années, les purifications biochimiques à grande échelle 
ont permis de déterminer les compositions protéiques du nucléole ou des complexes pré-
ribosomiques, pointant ainsi les facteurs importants pour la synthèse et/ou la maturation 
des composants ribosomiques. Bien que la présence de ces facteurs soit pour la très grande 
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majorité essentielle, peu de fonctions et modèles d’action moléculaire sont assignés à ces 
protéines, notamment en ce qui concerne la maturation de l’ARNr.  
La biogenèse des ribosomes semble être un processus bien conservé. Ainsi, les 
études réalisées chez la levure sont souvent transposables chez les mammifères. En 
concomitance avec la description de la biogenèse des ribosomes chez S. cerevisiae, les 
différences majeures entre la levure et les mammifères seront soulignées dans ce chapitre.  
 
B. Organisation de l’ADN ribosomique et maintien de cette 
organisation  
 
Les gènes transcrits en ARNr chez S. cerevisiae sont contenus dans une portion 
génomique d’une longueur de 9.1 kb (Figure 12-A). Cette structure contient les ARNr 5S, 
18S, 5.8S et 25S ainsi qu’une origine de réplication. Cette portion génomique contient 
deux unités de transcription de gènes impliqués dans la fonction du ribosome qui sont 
indépendantes et inverses. La première dont le produit de transcription par la l’ARN 
polymerase III est le 5S. La deuxième dont le produit de transcription par l’ARN 
polymerase I est le 35S contenant les futurs ARNr matures 18S, 5.8S et 25S. Ces deux 
unités transcriptionnelles sont séparées par des séquences intergéniques nommées IGS1 et 
IGS2 (Kobayashi, 2006) (Figure 12-B). L’IGS2 contient une origine de réplication rARS 
et une séquence CAR (Cohesin-Associated Region) permettant aux chromatides sœurs de 
s’associer par l’intermédiaire de la cohésine. L’IGS1, quant à lui, renferme une séquence 
nommée EXP (EXPansion of rDNA repeats). Cette séquence est fonctionnellement 
importante pour le maintien du nombre de copies des gènes ribosomiques et contient 
notamment une « barrière à la fourche de réplication » nommée séquence RFB. La protéine 
Fob1p s’associe à cette séquence et impose une direction unique à la réplication. La 
protéine Sir2p s’associe également à cette région.  
Le locus ribosomique est répété sur le bras droit du chromosome XII de 100 à 200 
fois selon l’âge et le fond génétique de la souche (Petes, 1979). Dans les cellules humaines, 
les clusters d’ADN ribosomique répétés en tandem sont répartis sur les bras courts des 
chromosomes 13, 14, 15, 21 et 22 et sont appelés « régions organisatrices du nucléole » 
(NOR) (Sirri et al., 2008). On dénombre environ 350 copies de loci ribosomiques 
(Kobayashi, 2006). 
IGS1 IGS1 IGS2 IGS2 
Promoteur Terminateur 
Répétition dADN ribosomique (9.1 kb) 
Pré-ARNr de 35S 
Pré-ARNr de 5S 
A) 
B) 
Figure 12 : Organisation génomique de lADN ribosomique chez S. cerevisiae 
A- Locus dADN ribosomique répété environ 150 fois sur le chromosome XII 
Adapté de Venema et Tollervey, 1999 
B- Représentation de la région intergénique. 
           IGS1 et IGS2: espaceurs ribosomiques intergéniques, rARS: origine de réplication ribosomique, 
CAR:Région dassociation de la cohésine, EXP: EXPansion of rDNA repeats, RFB: Barrière à la 
fourche de réplication 
Adapté de Kobayashi, 2006 
 19 
L’ADN ribosomique des eucaryotes, ainsi organisé en répétitions en tandem, 
constitue un point chaud de recombinaison conduisant ainsi à une instabilité génétique. Par 
exemple, des copies d’ADNr peuvent être perdues en générant des ADNr circulaires extra-
chromosomiques (ERC) toxiques pour les cellules et qui pourraient être une cause du 
vieillissement réplicatif chez la levure (Sinclair and Guarente, 1997) (Figure 13-B). 
Cependant, chaque organisme maintient un nombre spécifique de répétitions suggérant un 
mécanisme de régulation du nombre de copies de l’ ADN ribosomique. Ainsi, si des 
répétitions sont perdues, le nombre de copies de l’ADNr revient rapidement au nombre 
initial (Rodland and Russell, 1982 ; Kobayashi et al., 1998). Une telle régulation s’est 
certainement mise en place afin d’assurer une production suffisante d’ARNr. Deux 
mécanismes permettent le maintien du nombre de copies d’ADN ribosomique : la 
recombinaison couplée à la réplication et la répression par mise en silence empêchant une 
recombinaison inégale entre chromatides sœurs. 
La mise en évidence de l’implication des protéines Rad52p et Mre11p, toutes deux 
impliquées dans la réparation des cassures double-brin, et de la protéine Fob1p lors du 
mécanisme d’amplification du nombre de loci ribosomiques a permis l’ébauche d’un 
modèle (Kobayashi et al, 1998 ; Kobayashi et al., 2004). Lors de la réplication,  l’arrêt au 
site RFB/Fob1p stimulerait une cassure de l’ADN. Cette cassure est alors réparée par 
recombinaison. Si l’extrémité cassée recombine avec une autre copie que celle de sa 
chromatide sœur, certaines copies sont répliquées deux fois et le nombre de copies 
augmente ainsi. Ceci constitue le modèle de la recombinaison couplée à la réplication 
(Figure 13-A).  
La découverte d’un promoteur PolII bidirectionnel nommé E-pro dans la séquence 
EXP a permis de mettre en évidence l’implication du mécanisme de mise en silence dans le 
maintien du nombre de copies des loci ribosomiques. En effet, la transcription dépendante 
de la région E-pro induit une amplification du nombre de copies. Cette transcription est 
corrélée avec la dissociation de la cohésine (Kobayashi and Ganley, 2005). La protéine 
Sir2p est impliquée dans la répression de la transcription d’E-pro. Ceci a permis l’ébauche 
d’un modèle. Dans des conditions normales, Sir2p réprime la transcription d’E-pro, ce qui 
permet à la cohésine de s’associer avec l’IGS2. Les cassures double-brin sont réparées par 
recombinaison égale entre chromatides sœur, ainsi le nombre de copies d’ADN 
ribosomique n’est pas modifié. Quand la répression par Sir2p est abolie, la transcription 
d’E-pro entraine la dissociation de la cohésine permettant ainsi une recombinaison inégale 
A) 
B) 
Figure 13 : Modèles des mécanismes de maintien du nombre des copies dADNr 
chez S. cerevisiae 
 
A-   Recombinaison couplée à la réplication de lADN ribosomique 
B- Variation du nombre de copies dADNr par transcription non-codante et dissociation de la cohésine 
      Ces deux modèles sont décrits page 19. 
Adapté de Kobayashi, 2006 
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Cassure dADN double-brin 
Copie dupliquée 
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entre chromatides sœur. Ainsi, le nombre des copies d’ADN ribosomique peut augmenter 
ou diminuer (Figure 13-B).  
Enfin, il a été démontré plus récemment que la protéine Trf4p, protéine du 
complexe TRAMP stimulant la dégradation d’ARNs nucléaires par l’exosome, est 
impliquée dans la régulation du nombre de répétition d’ADNr (Houseley et al., 2007).  
 
C. Le nucléole 
 
La majeure partie de la biogenèse des ribosomes eucaryotes a lieu au sein d’un 
sous-compartiment nucléaire non-membranaire, le nucléole. Ce sous-compartiment 
concentre localement une partie des machineries de transcription et de maturation 
impliquées dans la biogenèse des sous-unités ribosomiques. Sa taille et sa densité 
particulière ont permis son observation très tôt sur les cellules d’eucaryotes supérieurs par 
microscopie (Fontana, 1781) (Figure 14). Environ 150 ans plus tard, Barbara McClintock 
montre que le nucléole s’organise autour de loci chromosomiques nommés Nucleolar 
Organizing Region (NOR) (McClintock, 1934). Quelques décennies après, des expériences 
d’hybridation in situ démontrent que ces NOR contiennent l’ADNr (Perry, 1962; Ritossa 
and Spiegelman, 1965). Ces résultats ont permis de proposer un modèle selon lequel la 
biogenèse des ribosomes aurait lieu dans le nucléole. Si ce modèle de nucléole comme 
« usine à ribosomes » s’est avéré exact, des études récentes ont permis de démontrer que le 
nucléole est aussi connecté à d’autres processus cellulaires, faisant de lui un compartiment 
plurifonctionnel. 
 
1. Structure du nucléole 
Dans une cellule, le nombre de nucléoles est toujours inférieur ou égal au nombre 
de régions d’ADNr. Chez S. cerevisiae, l’ADNr est contenu intégralement sur le 
chromosome XII, on observe ainsi un seul nucléole. Chez l’Homme, les NOR sont présents 
sur les chromosomes 13, 14, 15, 21 et 22. Ainsi, dans une cellule diploïde, jusqu’à 10 
nucléoles pourraient être observés. Cependant, les nucléoles pouvant fusionner, on observe 
plus généralement de 1 à 6 nucléoles 
Figure 14 : Première représentation du nucléole 
« La vésicule a de la Fig. 10., représente lune des vésicules de la Fig. 9. dans laquelle on observe un corps 
oviforme ayant une tache en son milieu. A coté est un globule c du sang, à fin quon puisse confronter leurs 
grosseurs relatives ». La Fig. 9. représente des cellules animales au sein desquelles « le corps oviforme » est 
le noyau. A lintérieur du noyau, il décrit une tache, représentée Fig. 10. a.. C et qui nest autre que le 
nucléole. 
Adapté de Fontana, 1781 
Figure 15 : Observation par cryofixation et microscopie électronique du nucléole de S. 
cerevisiae 
Le nucléole est ici entouré de jaune. Lenveloppe nucléaire est surlignée en vert. 
Nu: Nucléole; FC: Centre Fibrillaire; DFC: Centre Fibrillaire Dense; GC: Composant Granulaire; Np: 
Nucléoplasme; Cy: Cytoplasme 





La structure du nucléole a été définie par microscopie électronique à transmission 
(Figure 15). Le nucléole humain est composé de 3 sous-compartiments :  
- le Centre fibrillaire (FC), une structure  composée de fines fibrilles d’environ 5nm 
de diamètre.  
- le Centre Fibrillaire Dense (DFC) composé d’une couche compacte de forte 
densité composée de fibres entourant le FC 
- le Composant Granulaire (GC), région riche en granules de 15 à 20 nm et 
entourant les 2 précédentes régions décrites. 
Des expériences d’immunocytochimie et d’hybridation in situ en microscopie 
électronique ont permis de démontrer que certaines protéines sont présentes dans 
seulement 1 ou 2 de ces sous-compartiments, suggérant ainsi une composition et une 
fonction différentes de chacun de ces sous-compartiments. Ainsi, par example, le FC 
contient l’ADNr et RPA39, une sous-unité de l’ARN polymérase I. Le DFC contient, quant 
à lui, la fibrillarine, une protéine impliquée dans la modification de l’ARNr et la 
phosphoprotéine B23. Cependant, quelques données indiquent que certains facteurs 
nucléolaires sont localisés dans des régions sous-nucléolaires ne corrélant pas avec ces 3 
sous-compartiments (Politz et al., 2002). Ainsi, le nucléole est certainement plus complexe 
qu’une stricte division en 3 sous-domaines. Un « pulse-chase » permet de révéler un 
mouvement d’ARNr des domaines FC-DFC vers le GC. Ce mouvement corrélé avec la 
composition des sous-domaines permet l’ébauche d’un modèle : l’initiation de la 
transcription a lieu probablement dans le FC ou à la frontière FC-DFC. Le pré-ARNr 
naissant est alors clivé, modifié chimiquement et entre en interaction avec les protéines 
ribosomiques précoces dans le DFC. La maturation continue au sein de pré-particules bien 
définies dans le GC avant l’export vers le cytoplasme. 
Chez S. cerevisiae, la structure du nucléole en 3 domaines est plus soumise à 
controverse (Thiry and Lafontaine, 2005). Malgré une description initiale en 3 sous-
domaines (Leger-Silvestre et al., 1999), une structure du nucléole en 2 sous-domaines est 
également proposée dans laquelle le FC ne correspondrait pas au FC des eucaryotes 
supérieurs. Ainsi, le sous-domaine FC serait spécifique des amniotes et la différence de 





2. Composition protéique du nucléole 
Les techniques de purification de nucléoles à grande échelle couplées à l’analyse 
par spectrométrie de masse ont permis d’améliorer grandement la connaissance des 
facteurs composant le nucléole. Grace à ces méthodes dont la sensibilité n’a cessé 
d’augmenter, une liste certainement quasi exhaustive des protéines contenues dans le 
nucléole des plantes et humain est désormais disponible (Andersen et al., 2005; Andersen 
et al., 2002; Pendle et al., 2005; Scherl et al., 2002). Ainsi, plus de 700 protéines sont co-
purifiées avec le nucléole humain. Si l’on compare ces facteurs avec les protéines 
localisées dans le nucléole chez la levure S. cerevisiae (Huh et al., 2003), parmi les 142 
facteurs nucléolaires de levure ayant au moins un homologue humain, 124, soit près de 
90%, sont retrouvées dans le nucléole humain. Ainsi, la composition du nucléole semble 
hautement conservée au cours de l’évolution. Près de 30% des protéines du nucléole 
humain ont une fonction dans la production des sous-unités ribosomiques (Figure 16). 
Ceci signifie toutefois que la majorité des facteurs contenus dans le nucléole n’ont pas 
encore de liens directs avec la biogenèse des ribosomes. On trouve ainsi, par exemple, des 
facteurs de maturation des pré-ARNm, des protéines impliquées dans la régulation du 
cycle cellulaire, des facteurs de réplication et de réparation de l’ADN…Ceci a renforcé 
l’idée que le nucléole n’est pas seulement dévolu à la biogenèse des ribosomes mais que 
d’autres processus cellulaires ont lieu dans le nucléole. Récemment, une méthode 
quantitative d’analyse par spectrométrie de masse, le SILAC (Stable-Isotope Labelling by 
Amino acids in Cell culture), a permis de mettre en évidence des changements dans le 
protéome nucléolaire des cellules HeLa lors du traitement avec différentes drogues 
reflétant ainsi une véritable dynamique de composition protéique au sein du nucléole 
(Andersen et al., 2005). 
 
3. Maintien de la structure nucléolaire 
 Le nucléole est une structure nucléaire ne possédant pas de membrane. La 
transcription des gènes ribosomiques semble être un des déterminants de la structure du 
nucléole. En effet, l’inhibition de la transcription des gènes ribosomiques via l’addition de 
drogues ou l’utilisation de mutants entraine la dissociation du nucléole (Granick, 1975; 
Hirano et al., 1989; Oakes et al., 1998; Oakes et al., 1993; Trumtel et al., 2000). De plus, si 
des copies supplémentaires de gènes ribosomiques sont introduites dans les cellules de 
Protéines dont la fonction 
nest pas caractérisée (126) 
Facteurs reliés à lépissage (38) 
Facteurs de traduction (23) Protéines liant lARN (31) 
Hélicase à ARN (33) 
Autres (84) 
Chaperones (19) 
Contaminants potentiels (32) 
Protéines du cycle 
cellulaire (25) 
Protéines associées à 
lubquitine (10) 
Kinases/Phosphatases (15) 
Facteurs de chromatine (16) 
Facteurs de réparation de lADN (8) 
Protéines liant lADN (39) 
Protéines de réplication de lADN (18) 
ARN polymérases (9) 
Protéines de modification de lARN (64) 
Figure 16 : Fonctions moléculaires définies ou prédites des protéines nucléolaires de 
cellules HeLa 
Pour près de 40%, les protéines retrouvées dans le nucléole sont impliquées dans la biogenèse des ribosomes 
ou le fonctionnement du ribosome. Cependant, on ignore totalement la fonction moléculaire pour près de 
20% des protéines.  
Adapté dAndersen et al., 2005 
RNP diverses (19) 
Facteurs de transcription (30) 
Facteurs de biogenèse des ribosomes 
Protéines ribosomiques (76) 
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Drosophile, un mini-nucléole est généré autour des gènes actifs (Karpen et al., 1988). Ceci 
est également vrai chez S. cerevisiae, que la transcription des gènes ribosomiques soit mise 
sous la dépendance de l’ARN polymérase I ou II (Oakes et al., 1998; Oakes et al., 1999). 
Cependant, il est à noter que la forme et la position du nucléole varient selon l’ARN 
polymérase réalisant la transcription des gènes ribosomiques. Cela indique que l’ARN 
polymérase I n’est pas essentielle à la formation du nucléole. En revanche, les transcrits 
ribosomiques semblent, eux, requis à l’organisation d’un domaine nucléolaire (Léger-
Sylvestre et Gas, 2004). Gonda et ses collaborateurs ont démontré chez le Xénope que le 
maintien de la structure nucléolaire peut être découplé de la transcription par l’ARN 
polymérase I (Gonda et al., 2003). En effet, les protéines FRGY2a et FRGY2b peuvent 
dissocier le nucléole in vivo et in vitro dans des conditions où la transcription par l’ARN 
polymérase I est toujours active. Ceci démontre que le maintien de la structure nucléolaire 
dépend également des interactions intermoléculaires entre les composants du nucléole.  
Le nucléole est une structure hautement dynamique. Les techniques de FRAP 
(Fluorescence Recovery After Photobleaching) ont permis de démontrer que la plupart des 
constituants nucléolaires se déplacent dans le noyau via diffusion (Phair et Mistelli, 2000). 
Le nucléole existe car des protéines interagissent avec l’ADNr, formant ainsi un cœur plus 
ou moins stable. Les composants nucléoplasmiques sont en échange permanent avec ce 
cœur et la composition à l’équilibre du nucléole est la conséquence du fait que le temps de 
résidence moyen des composants non-nucléolaires, qui ne trouvent pas de partenaires 
d’interaction, est largement plus faible que celui des protéines nucléolaires. De plus, le 
temps de résidence moyen des composants nucléolaires diminue lorsque la transcription est 
inhibée (Chen and Huang, 2001). Ainsi, le nucléole est en fait une structure dont les 
constituants sont en équilibre dynamique avec le nucléoplasme.  
 
4. Le nucléole, un compartiment plurifonctionnel 
Dégradation des ARNs nucléolaires : Récemment, un rôle d’une sous-région 
nucléolaire dans la dégradation des ARNr a été mis en évidence chez S. cerevisiae (Dez et 
al., 2006). Ce travail montre qu’un pré-ARNr rendu instable par la mutation d’un facteur 
non ribosomique impliqué dans la biogenèse de la sous-unité 60S s’accumule dans une 
région nommée No-body (Nucleolar Body). Cette instabilité provient de sa dégradation 
rapide via le complexe de polyadénylation Trf4p/Air/Mtr4p (TRAMP) et l’exosome. De 
même, quand la protéine Rrp6p appartenant à l’exosome, est absente, les ARNr 
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polyadénylés et U14 polyadénylé co-localisent avec Nop1p, une protéine nucléolaire 
(Carneiro et al., 2007). Ainsi, le nucléole pourrait être un compartiment dans lequel 
auraient lieu polyadénylation et dégradation des ARN nucléolaires.   
 
Réponse au stress : Un rôle important du nucléole dans la réponse au stress 
concerne le mécanisme d’action de la protéine suppresseur de tumeur p53 chez les 
eucaryotes supérieurs. L’exposition d’une cellule à différentes sources exogènes de stress 
entraine la stabilisation de p53, ce qui induit un arrêt du cycle cellulaire ou l’apoptose. La 
régulation de la stabilité de p53 passe particulièrement par son interaction avec HDM2, une 
ubiquitine ligase spécifique de p53 entrainant sa dégradation via le protéasome. Lors d’un 
stress, la protéine nucléolaire p14ARF séquestre HDM2 dans le nucléole, permettant ainsi 
de stabiliser p53 (Wsierska-Gadek and Horky, 2003). Ainsi, certains facteurs nucléolaires 
semblent agir comme senseur du stress cellulaire. 
  
Régulation du cycle cellulaire : Il a été observé chez la levure que la protéine 
Cdc14p est retenue dans le nucléole pendant l’interphase par la protéine Net1p. Cdc14p est 
une protéine phosphatase essentielle au bon déroulement de la sortie de mitose. A l’entrée 
de l’anaphase, une voie de signalisation induit la libération de Cdc14p du nucléole via la 
phosphorylation de Net1p (Shou et al., 1999). Cdc14p peut alors jouer son rôle lors de la 
ségrégation des chromosomes.  
 Un autre exemple est celui de la télomérase humaine, la RNP ajoutant des 
séquences répétées aux extrémités chromosomiques. En effet, la télomérase reste 
séquestrée dans le nucléole jusqu’à la réplication des télomères à la fin de la phase S 
(Wong et al., 2002). Cette séquestration passerait par l’interaction avec la nucléoline, une 
des protéines les plus abondantes du nucléole (Khurts et al., 2004). 
 Ainsi, la séquestration temporelle de facteurs dans le nucléole est un élément  
important de la régulation du cycle cellulaire.  
 
 Présence et fonctionnalité de RNP non ribosomiques : D’autres RNP aux 
fonctions extra-ribosomiques sont générées, localisées à l’équilibre ou exercent leur 
fonction dans le nucléole.  
Par exemple, les protéines ADAR1 et ADAR2 sont des facteurs d’édition de pré-
ARNm spécifiques. Ces protéines sont en mouvement continu à l’intérieur du nucléole 
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(Desterro et al., 2003). De plus, l’édition réalisée par ADAR2 a lieu dans le nucléole, 
suggérant ainsi un rôle du nucléole dans le processus d’édition (Vitali et al., 2005). 
Certains micro-ARN (miARN) de cellules mammifères ou composants impliqués 
dans le mécanisme de silencing ARN (siARN) chez les plantes sont localisés dans le 
nucléole (Politz et al., 2006; Pontes et al., 2006). 
Le composant ARN de l’ARNase P, une RNP maturant les pré-ARNt, est localisé à 
la fois dans le nucléole et le nucléoplasme (Jacobson et al., 1997). Ainsi, deux hypothèses 
sont possibles : l’ARNase P est assemblée dans le nucléole et/ou la maturation des pré-
ARNt a lieu dans le nucléole. De même, certaines modifications post-transcriptionnelles 
des snARN (Small Nuclar ARN), composants du spliceosome, sont effectuées par des 
facteurs contenus dans le nucléole (Ganot et al., 1999). De manière intéressante, les pré-
ARNt, l’ARN de l’ARNase P et le snARN U6 sont transcrits en dehors du nucléole par 
l’ARN polymérase III. Il est ainsi tentant de proposer le modèle d’un mécanisme commun 
de couplage entre transcription par l’ARN polymérase III et importation dans le nucléole 
des ARN néo-synthétisés.  
 
 
Nous venons de voir que le nucléole, un sous-compartiment nucléolaire conservé 
chez les eucaryotes, a un rôle clé dans la biogenèse des sous-unités ribosomiques. En effet, 
sa composition protéique recèle une majorité de facteurs impliqués dans la synthèse des 
ribosomes. De plus, sa morphologie semble intimement liée à son activité de transcription 
de l’ADNr. Ainsi, cette structure procure très certainement un avantage provenant d’une 
forte concentration locale de facteurs de biogenèse des ribosomes et excluant ainsi des 
facteurs pouvant interférer avec ce processus. Cependant, de par son caractère dynamique, 
le nucléole semble aussi avoir le rôle de « réservoir » pour différents facteurs impliqués 
dans des processus cellulaires autres que la synthèse des ribosomes. En effet, il contient 
des facteurs impliqués dans le cycle cellulaire, dans la réponse au stress cellulaire, etc, qui 
peuvent être dissociés du nucléole en fonction du contexte cellulaire. Le nucléole est ainsi 






D. Transcription du pré-ARNr 35S par l’ARN polymérase I 
 
La transcription de l’unité transcriptionnelle contenant les ADN ribosomiques dont 
les produits sont les ARNr 18S, 5.8S et 25S est assurée par l’ARN polymérase I. Malgré 
quelques exceptions (Zomerdijk et al., 1991), la transcription de ce pré-ARNr de 35S 
constitue la seule fonction de l’ARN polymérase I mais représente à elle seule la moitié de 
la transcription totale ayant lieu au sein d’une cellule (Russell and Zomerdijk, 2005).  
 
1. Composition de l’ARN polymérase I 
L’ARN polymérase I est un complexe enzymatique constitué de 14 sous-unités. De 
manière intéressante, les ARN polymérase I, II et III sont toutes constituées d’un cœur 
protéique de 12 sous-unités. Parmi celles-ci, cinq protéines sont communes aux trois ARN 
polymérase (Rpb5, Rpb6, Rpb8, Rpb10 et Rpb12), les sept autres étant des protéines 
paralogues (Tableau 2) (Kwapisz et al., 2008). Les protéines non-essentielles Rpa34 et 
Rpa49 constituent les deux protéines spécifiques de l’ARN polymérase I. 
 
2. Initiation de la transcription par l’ARN polymérase I 
Chez la levure et les vertébrés, le promoteur de l’unité trancriptionnelle contenant 
une partie de l’ADNr est une séquence de 150pb environ (Moss et al., 2002). Les 
séquences promotrices sont très peu conservées au cours de l’évolution, ce qui peut être 
mis en relation avec une spécificité d’espèce de l’ARN polymérase I et à l’évolution rapide 
des séquences intergéniques des ADN ribosomiques (Moss et al., 2007). En dépit d’une 
faible conservation de séquence, des études fonctionnelles ont permis de démontrer que la 
plupart des promoteurs de l’ARN polymérase I contiennent deux éléments distincts : 
- une région d’une quarantaine de paires de bases essentielle à l’initiation de la 
transcription et nommée « Cœur du Promoteur » (CP). 
- une séquence activatrice d’une centaine de paires de bases requise pour un fort 
niveau de transcription (Upstream Element ou UE) 
Il existe également une séquence d’environ 200pb située 2.2kpb en amont de ce 
promoteur stimulant de 15 à 30 fois le taux de transcription de l’ARN polymérase I 
(Kulkens et al., 1991; Musters et al., 1989).  






































Rpb5, Rpb6, Rpb8, Rpb10, Rpb12 
Tableau 2 : Composition protéique des 3 ARN polymérase chez S. cerevisiae 
Les protéines paralogues entre-elles sont indiquées par des doubles flèches. 
Adapté de Kwapisz et al., 2008 
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Chez S. cerevisiae, deux facteurs permettent l’établissement du complexe 
d’initiation de la transcription : le facteur UAF (Upstream Activating Factor) et le facteur 
CF (Core Factor). Les deux complexes multimériques UAF et CF se lient tous deux au 
promoteur de l’ADN ribosomique en synergie avec une protéine capable de reconnaître les 
boites TATA, la TBP. Le complexe de préinitiation de classe I est alors formé (Lalo et al., 
1996; Moss et al., 2007; Steffan et al., 1996). L’établissement d’un complexe compétent 
pour l’initiation de la transcription requiert l’interaction de Rrn3p avec l’ARN polymerase 
I et les facteurs liés au promoteur (Milkereit and Tschochner, 1998; Yamamoto et al., 
1996) (Figure 17). L’interaction entre  l’ARN polymerase I et Rrn3p a été démontrée 
comme étant une cible de choix dans la régulation de l’activité d’initiation de l’ARN 
polymérase I. Par exemple, la baisse de synthèse d’ARNr durant la phase de croissance 
stationnaire est corrélée avec une diminution des complexes Rrn3p-ARN polymerase I 
(Milkereit and Tschochner, 1998). De plus, in vivo, l’association entre Rrn3p et l’ARN 
polymérase I dépend de l’état de phosphorylation de l’enzyme (Fath et al., 2004).  
 
3. Elongation de la transcription par l’ARN polymérase I 
Contrairement à l’initiation de la transcription, peu de choses sont connues en ce 
qui concerne l’élongation de la transcription par l’ARN polymérase I. Les « arbres de 
Miller » indiquent qu’une très forte densité d’ARN polymérase I est présente sur les gènes 
d’ADN ribosomique en phase exponentielle de croissance (Figure 18). Alors que la 
plupart des gènes transcrits par l’ARN polymérase II sont associés seulement avec une 
seule ARN polymérase (Jackson et al., 1998), une ARN polymérase I est présente toutes 
les 100pb chez la levure (French et al., 2003).  
Deux facteurs non essentiels impliqués dans l’élongation de la transcription par 
l’ARN polymérase II, Spt4p et Spt5p, interagissent avec l’ARN polymérase I. De plus, la 
délétion de SPT4 a pour conséquence une baisse de l’efficacité d’élongation de l’enzyme 
(Schneider et al., 2006). De manière intéressante, des mutants des facteurs Fcp1p et Ctk1p, 
tous deux requis pour la transcription par l’ARN polymérase II, présentent des défauts de 
transcription par l’ARN polymérase I (Bouchoux et al., 2004; Fath et al., 2004). Ainsi, 
l’ensemble de ces résultats tendent à démontrer un degré croissant de similarité entre 








Figure 17 : Structure de la région promotrice du pré-ARNr 35 et modèle dinitiation 
de la transcription par lARN polymérase I chez S. cerevisiae 
La description moléculaire du mécanisme dinitiation se trouve page 27. 
Adapté de Moss et al., 2007 
Figure 18 : « Les arbres de Miller » ou visualisation de la transcription par lARN 
polymérase I chez S. cerevisiae 
A- Arbre de Miller du locus dADNr dune souche sauvage de S. cerevisiae. La flèche longue indique le 
sens de transcription du pré-ARNr 35S. La flèche courte pointe la zone de transcription du précurseur de 
lARNr 5S.  
B- Représentation schématique de ce qui est observé sur un arbre de Miller.  





Répétition de 9.1 kb 
A) 
B) 
Pré-ARNr 35S en cours de 
transcription 
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4. Terminaison de la transcription par l’ARN polymérase I 
La transcription par l’ARN polymérase I du locus d’ADN ribosomique conduit à la 
synthèse d’un ARNr de 35S dont l’extrémité 3’ est variable. Deux sites majeurs de 
terminaison ont été caractérisés. Le site majeur est situé à 93nt en aval de l’extrémité 3’ de 
la séquence 25S. Il est appelé T1 ou « site de terminaison dépendant de Reb1p » en raison 
d’un site de fixation pour cette protéine. La présence de Reb1p stimulerait  la dissociation 
du complexe de transcription (Jansa and Grummt, 1999). Le second site de terminaison est 
situé à près de 250nt de l’extrémité 3’ de la séquence 25S (Reeder et al., 1999). Cependant, 
cette séquence ne sert de terminaison que dans 10% des cas chez une levure en phase 
exponentielle de croissance (Reeder et al., 1999).  
Les transcrits terminant aux sites T1 et T2 sont très difficilement détectables en 
Northern-blot. En effet, l’ARN en cours de transcription subit une première étape de 
clivage au sein du 3’ETS aux positions 14 et 49 de l’extremité 3’ de la séquence 25S 
(Kufel et al., 1999). Cette coupure fait intervenir l’endonucléase RNase III-like Rnt1p. Une 
délétion de RNT1 entraine une augmentation du pourcentage d’ARN polymerase I 
terminant la transcription au site T2 (Reeder et al., 1999). Il a récemment été montré que 
les fragments 3’ générées par Rnt1p sont éliminées par Rat1p, une exonucléase 5’-3’ (El 
Hage et al., 2008). De manière intéressante, dans une souche n’exprimant pas la protéine 
Rat1p catalytiquement active, la transcription ne se termine plus en majorité au site T1, 
mais au site T2. Il a alors été proposé que la coupure co-transcriptionnelle du pre-ARNr de 
35S par Rnt1p pourrait générer un site de chargement pour la protéine Rat1p qui dégrade 
alors l’extrémité 5’-3’ restante. Quand Rat1p arrive à l’ARN polymérase I stoppée au site 
T1, la transcription est terminée (Figure 19). La protéine Rat1p est également requise pour 
une terminaison efficace des gènes transcrits par l’ARN polymérase II (Luo et al., 2006). 
Ainsi, à l’instar de l’élongation de la transcription, une partie de la machinerie de 
terminaison semble être commune entre ARN polymérase I et ARN polymérase II.  
 
E. Transcription de l’ARNr 5S 
 
La transcription du précurseur du 5S est assurée par l’ARN polymérase III. L’ARN 
polymérase III est souvent associée conceptuellement à l’ARN polymérase I car ses plus 
abondants produits de transcription sont l’ARNr 5S et les différents ARNt, des éléments 
Pré-ARNr 35S Pré-ARNr 35S 
ADNr 
Promoteur 
Pause au site T1 
Terminaison au site T1 
Condition sauvage : 
Absence de Rat1p : 
Pause au site T1 
Passage à travers le site T1 
Terminaison au site T2 
Figure 19 : Mécanisme de terminaison de la transcription du pré-ARNr 35S par 
lARN polymérase I chez S. cerevsiae 
Ce modèle moléculaire est explicité page 28. 
Adapté de El-Hage et al., 2008 
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fondamentaux de la machinerie de synthèse protéique. Cependant, l’ARN polymérase III 
transcrit également d’autres ARNnc comme, par exemple, le sn(uclear)ARN U6 impliqué 
dans l’épissage, le composant ARN de la RNAse P, une endonucléase maturant l’extremité 
5’ des pre-ARNt , etc…(Dieci et al., 2007).  
Chez les mammifères, la transcription du précurseur de l’ARNr 5S a lieu dans une 
région péri-nucléolaire (Thompson et al., 2003). Cette transcription est supposée avoir lieu 
dans le nucléole chez la levure, toutefois, aucune évidence expérimentale ne confirme cette 
hypothèse.  
Chez les eucaryotes, la transcription du précurseur de l’ARNr 5S par l’ARN 
polymérase III requiert trois facteurs : TFIIIA se liant spécifiquement avec le promoteur 
interne de l’ARNr 5S, TFIIIB et TFIIIC requis tous deux pour l’ensemble des 
transcriptions effectuées par l’ARN polymérase III (Geiduscheck  et al., 2001 ; Schramm 
et al., 2002)(Schramm and Hernandez, 2002). TFIIIA se lie spécifiquement à la région ICR 
(Internal Control Region), le promoteur interne de l’ARNr 5S (Figure 20). Cette étape 
permet le recrutement du complexe TFIIIC qui se lie à TFIIIA ainsi qu’à des régions du 
gène. TFIIIC recrute alors le complexe TFIIIB qui se lie également à une région régulatrice 
en amont du gène via une TBP (Tata Binding Protein) se trouvant dans le complexe. Enfin, 
TFIIIB recrute l’ARN polymérase III au site d’initiation de la transcription, permettant 
ainsi le démarrage de la synthèse du précurseur de l’ARNr 5S.  
Une séquence contenant plus de 5 T d’affilée constitue le signal de terminaison de 
la transcription. L’efficacité de la terminaison dépend également des séquences entourant 
le stretch de T (Braglia et al., 2005). L’extrémité du précurseur de l’ARNr 5S est étendue 
de 10 à 15 nucléotides par rapport à l’ARNr 5S. L’élimination de cette extrémité requiert 
l’exonucléase Rex1p (van Hoof et al., 2000). 
Chez le Xénope, il a été démontré que la structure de la chromatine constitue le 
médiateur principal de la différence d’expression de l’ARNr 5S au cours du 
développement (Douet and Tourmente, 2007). De la même façon, chez le végétal 
Arabidopsis Thaliana, la régulation  de la synthèse de l’ARNr 5S implique une 
modification épigénétique de la structure chromatinienne (Douet and Tourmente, 2007). 
Récemment, la transcription de l’ARNr 5S a pu être observée sur les « arbres de Miller » 
chez S. cerevisiae (French et al., 2008). La régulation semble dépendre essentiellement de 
deux paramètres : le nombre de gènes actifs et le nombre de polymérases chargées par 
gène. En effet, dans des conditions défavorables de croissance (phase stationnaire, ajout de 








Figure 20 : Mécanisme dinitiation de la transcription du précurseur de lARNr 5S 
par lARN polymérase III chez S. cerevisiae 
Le mécanisme moléculaire de linitiation de la transcription du précurseur de lARNr 5S est décrit page 29. 
Adapté de French et al., 2008 
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Une fois transcrit et maturé, l’ARNr 5S est incorporé aux particules pré-60S. Cette 
étape est décrite dans la revue terminant ce chapitre.  
 
F. Production des protéines ribosomiques et micro-régulation 
de leur abondance 
 
1. Mécanismes moléculaires de la transcription des gènes codant les protéines 
ribosomiques 
Chez S. cerevisiae, 138 gènes (dont 59 dupliqués) codent les 79 protéines présentes 
dans le ribosome fonctionnel. Pour la majorité, leurs séquences ont une architecture 
similaire comprenant en général deux sites de liaison pour la protéine Rap1p. Ces sites sont 
essentiels pour un fort niveau de transcription des gènes codant les protéines ribosomiques 
(gènes RP) (Rotenberg and Woolford, 1986; Schwindinger and Warner, 1987). Dans 
quelques exceptions, les sites de liaison de Rap1p sont remplacés par des sites de liaison 
pour la protéine Abf1p (Herruer et al., 1989) ou pour Reb1p (Lascaris et al., 1999). Le rôle 
de Rap1p dans la transcription des gènes RP pourrait être de faciliter l’accès à des facteurs 
de transcription sur l’ADN en interférant avec les nucléosomes (Yu and Morse, 1999). Les 
facteurs Fhl1p et Ifh1p sont également retrouvés sur les promoteurs des gènes RP actifs en 
transcription (Martin et al., 2004, Rudra et al., 2005 ; Schawalder et al., 2004 ; Wade et al., 
2004). Des interactions physiques existent entre ces trois protéines (Rudra et al., 2007). La 
répression de la transcription entraine la perte de localisation d’Ifh1p aux promoteurs des 
gènes RP. Cette perte de localisation pourrait correspondre à la compétition avec le 
répresseur Crf1p entrant dans le noyau suite à des signaux extracellulaires entrainant la 
répression de la transcription des gènes RP. Cependant, ce modèle semble être fond 
génétique dépendant (Martin et al., 2004; Zhao et al., 2006). Toutefois, ces modèles 
n’expliquent  pas comment sont régulés les gènes RP possédant des sites pour Abf1p et 
Reb1p.  
 
2. Micro-régulation de l’abondance des protéines ribosomiques 
Afin de produire les protéines ribosomiques en fonction du nombre de molécules 
d’ARNr disponibles, leur synthèse est sujette à des régulations. L’introduction d’une 
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duplication d’un des gènes codant une protéine ribosomique n’entraine que très peu 
l’accumulation de la protéine correspondante (Warner et al., 1985). Ceci suggère une 
modulation de la synthèse des protéines ribosomiques. Par exemple, il a été mis en 
évidence que les protéines rpL30p et rpS14p produites en excès et non incorporées dans un 
ribosome peuvent se lier à leur propre pré-ARNm, inhibant ainsi leur épissage et donc à 
terme la production de la protéine rpL30 (Fewell and Woolford, 1999; Vilardell et al., 
2000). De même, un excès de la protéine rpS28p entraine sa liaison au 3’UTR de son 
propre ARNm afin de stimuler sa déadénylation et sa dégradation (Badis et al., 2004).  
De plus, la quantité de protéines ribosomiques peut être régulée post-
traductionnellement. L’ajout d’une copie exogène de RPS51 étiqueté avec lacZ dans un 
fond génétique où RPS51 endogène est délété résulte en l’association de la protéine rpS51-
LacZ avec les ribosomes (Abovich et al., 1985). En présence de la copie endogène, la 
protéine rpS51-LacZ est exprimée dix fois moins et localisée préférentiellement dans le 
noyau. Cependant, la quantité à l’équilibre de l’ARNm RPS51-LacZ est la même dans les 
deux situtations. Ainsi, les protéines en excès sembleraient être dégradées dans le noyau. 
Récemment, dans les cellules HeLa, des données d’analyse dynamique de la protéine 
rpL27 étiquetée GFP indiquent que 75% ( !) de cette protéine serait dégradée dans le noyau 
par le protéasome (Lam et al., 2007). Ceci suggère que, chez l’Homme, la transcription des 
gènes RP est bien moins finement ajustée que chez S. Cerevisiae. Ceci peut sembler 
étonnant d’un point de vue économique si l’on considère l’énergie considérable qui est 
utilisée par le protéasome pour dégrader cette large portion de protéines ribosomiques.  
 
G. Coordination de la synthèse des molécules impliquées dans la 
biogenèse des ribosomes 
 
La synthèse des composants ribosomiques (ARNr, protéines ribosomiques et 
facteurs non ribosomiques) est étroitement régulée en réponse à une variété de signaux 
extracellulaires ou intracellulaires : choc thermique (Herruer et al., 1988), limitations en 
nutriments (Rohde et al., 2001), présence de drogues comme la rapamycine (un inhibiteur 
de la voie TOR qui régule la croissance cellulaire en fonction de la disponibilité en 
nutriments) (Powers and Walter, 1999; Rohde et al., 2001), ou bien encore lorsqu’on 
affecte l’intégrité des voies sécrétoires (Mizuta and Warner, 1994; Nierras and Warner, 
1999). Ceci permet d’adapter la quantité de ribosomes produits aux besoins cellulaires en 
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matière de traduction par des modes de contrôle efficaces et rapides de cette voie 
métabolique afin d’éviter un gaspillage d’énergie lorsque les conditions de croissance sont 
défavorables. 
Une des voies de coordination les mieux décrites est la voie TOR, un régulateur 
central de la croissance cellulaire et du métabolisme chez les eucaryotes. La voie TOR 
existe à travers l’action de deux complexes : TORC1 et TORC2. Chez la levure, seul 
TORC1 contrôle la biogenèse des ribosomes. L’inactivation de TORC1 par ajout de 
rapamycine, mimant ainsi une carence en nutriments, entraine la baisse de la quantité des 
transcrits impliqués dans la biogenèse des ribosomes. Cette baisse est le reflet d’une 
inhibition générale de la transcription par la PolI et la PolIII ainsi qu’une activité réduite de 
la PolII au niveau des gènes RP (Powers and Walter, 1999). Le traitement à la rapamycine 
entraine aussi la répression  des gènes codant les protéines non ribosomiques appelé  
régulon Ribi (Ribosome BIogenesis) (Jorgensen et al., 2004).  
A l’échelle moléculaire, TORC1 régule l’association entre Rrn3p et la polI d’une 
part, et entre Rrn3p et le promoteur du 35S pré-ARNr (Claypool et al., 2004; Mayer et al., 
2004). De plus, Tor1p, une protéine du complexe TORC1, est associée au promoteur du 
pré-ARNr 35S en conditions favorables, la carence en nutriments ou l’ajout de rapamycine 
entrainant sa dissociation (Li et al., 2006). De manière intéressante, l’association de Tor1p 
avec l’ADNr 5S est régulée en fonction de la disponibilité en nutriments et de l’ajout de 
rapamycine (Wei et al., 2009). Comme les synthèses du pré-ARNr de 35S et du précurseur 
de l’ARNr 5S sont co-régulées, l’association de Tor1p pourrait servir de mécanisme 
coordonnant leur expression. En ce qui concerne la transcription polII des gènes RP, 
TORC1 intervient également mais de manière moins directe. Il semblerait que TORC1 
régulerait la localisation et/ou l’association aux promoteurs polII des gènes RP de facteurs 
nécessaires à l’initiation de la transcription. De manière intéressante, la protéine Hmo1p 
interagit avec les promoteurs des gènes RP et le promoteur du pré-ARNr de 35S (Hall et 
al., 2006). De plus, Hmo1p est nécessaire à la régulation de la transcription des gènes RP 
par TORC1 (Berger et al., 2007). Hmo1p pourrait constituer un lien entre transcription de 
l’ARNr de 35S et transcription des ARNm codant les protéines ribosomiques. En revanche, 
aucun mécanisme moléculaire n’est encore proposé pour la relation entre voie TOR et 
expression du régulon Ribi. La Figure 21 rassemble l’ensemble des facteurs décrits et les 
connections entre les différentes voies de synthèse des acteurs de la biogenèse de 
ribosomes. 
TORC1  
Nutriments  Rapamycine  


















Figure 21 : Représentation schématique de la régulation de la transcription des 
facteurs intervenant dans la biogenèse des ribosomes par la voie TOR 
La voie TOR est sensible à la carence en nutriments et/ou à la présence de rapamycine. Lactivation de la 
voie TOR en conditions favorables entraine la relocalisation de TORC1 dans le noyau qui peut alors se fixer 
sur le promoteur du pré-ARNr 35S et lADNr 5S. TORC1 semble ainsi faire le lien entre transcription polI et 
polIII. En ce qui concerne la transcription des gènes RP, linhibition de la voie TOR entraine limport de la 
protéine Crf1p, rentrant alors en compétition avec Ifh1p et entrainant la  répression de la transcription. La 
protéine Hmo1p pourrait jouer le rôle de connecteur entre transcription polI et polII des gènes RP. Le lien 
moléculaire entre voie TOR et gènes Ribi reste à déterminer. 
Adapté de Tsang et Zheng, 2007 
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Récemment, il a été démontré que l’expression du mutant CARA rendant la 
transcription polI constitutive provoquait la perte de la régulation de la transcription des 
gènes RP et du précurseur de l’ARNr 5S par TORC1 (Laferte et al., 2006). Il semblerait 
donc que l’activité de la polI ait une incindence sur la transcription par les polII et polIII.  
Enfin, certaines régulations feraient intervenir la protéine kinase C (PKC). C’est le 
cas pour l’inhibition de la biogenèse des ribosomes observée lorsque les voies de sécrétion 
sont bloquées (Mizuta and Warner, 1994). 
 
H. Les événements post-transcriptionnels de la biogenèse des 
ribosomes 
 
Les étapes post-transcriptionnelles de maturation des précurseurs des ARNr sont 
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Abstract. One of the most important tasks of any cell
is to synthesize ribosomes. In eukaryotes, this process
occurs sequentially in the nucleolus, the nucleoplasm
and the cytoplasm. It involves the transcription and
processing of pre-ribosomal RNAs, their proper
folding and assembly with ribosomal proteins and
the transport of the resulting pre-ribosomal particles
to the cytoplasm where final maturation events occur.
In addition to the protein andRNAconstituents of the
mature cytoplasmic ribosomes, this intricate process
requires the intervention of numerous protein and
small RNA trans-acting factors. These transiently
interact with pre-ribosomal particles at various stages
of their maturation. Most of the constituents of pre-
ribosomal particles have probably nowbeen identified
and research in the field is starting to unravel the
timing of their intervention and their precise mode of
action. Moreover, quality control mechanisms are
being discovered that monitor ribosome synthesis and
degrade the RNA components of defective pre-
ribosomal particles.
Keywords. Pre-rRNA processing, pre-ribosomal particle, snoRNP, nuclear export, quality control.
Introduction
Ribosome biogenesis is one of the most crucial and
energy-consuming processes of any cell. In eukar-
yotes, it requires the activity of all three RNA
polymerases and accounts for the vast majority of
total cellular transcription [1, 2]. RNA polymerase II
synthesizes the pre-mRNAs of ribosomal proteins and
accessory factors involved in ribosome biogenesis,
RNA polymerase III produces the precursor to 5S
ribosomal RNA (rRNA), and RNA polymerase I
(RNA Pol I) the common precursor to mature 5.8S,
18S and 25S (yeast)/28S (mammals) rRNAs. These
rRNA precursors (called pre-rRNAs) undergo chem-
ical modification of specific nucleotides and nucleo-
lytic cleavages to remove so-called transcribed
spacers, thus releasing the mature-size rRNA species
(for complete schemes of the pre-rRNA processing
pathways in yeast and human cells, see Fig. 1).
Concomitantly with processing, pre-rRNAs assemble
not only with ribosomal proteins retained within
mature ribosomes, but also with so-called non-
ribosomal proteins and small nucleolar ribonucleo-
protein particles (snoRNPs), which participate in
various aspects of ribosome synthesis. Such assembly
steps generate pre-ribosomal particles. Assembly in
the nucleolus of the initial pre-rRNAprecursors to the
5.8S, 18S and 25S/28S rRNAs with a subset of
ribosomal and non-ribosomal proteins and snoRNPs
yields 90S pre-ribosomal particles. These are then split
into pre-60S and pre-40S pre-ribosomal particles.
These particles are exported from the nucleoplasm
to the cytoplasmwhere final assembly andmaturation
steps occur, yielding mature, functional ribosomes.
Work over the past 10 years has uncovered probably* Corresponding author.
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most of the non-ribosomal proteins, which may total
up to 200 different factors. Some of these non-
ribosomal proteins were initially characterized using
genetic screens in yeast [3]. Most of them, however,
were identified a few years ago when purification of
pre-ribosomal particles and identification of their
protein components became a fairly routine task
thanks to tandem affinity chromatography and novel
highly sensitive mass-spectrometry techniques [4–6].
The stages at which these non-ribosomal proteins
enter and leave the ribosome biogenesis pathway are
now being defined. However, for most of them, we
lack an understanding of their precise molecular
functions. Recent research has uncovered that, quite
unexpectedly in many instances, some of these factors
also play central roles in other fundamental cellular
processes such as pre-mRNA splicing, mRNA/tRNA
turnover and cell cycle progression. Such sharing of
factors may be a means to connect ribosome bio-
genesis with other central cellular pathways, although
formal proof of this hypothesis remains elusive. As
might be expected for such a crucial process, recent
work has also shown that ribosome biogenesis is
subjected to stringent quality control mechanisms. In
this review, we will try to give the reader a flavour of
these different aspects. For more specific reviews of
the field, we direct the reader to some excellent
previous essays [3, 7–14]. Since most information
concerning ribosome biogenesis has been obtained in
the yeast Saccharomyces cerevisiae, a large part of this
review is devoted to the description of processes
occurring in this organism. However, we will draw
parallels to data obtained in other models whenever
possible. As it turns out, trans-acting factors involved
in ribosome biogenesis are highly conserved in
eukaryotes [15] and pre-rRNA processing and assem-
bly pathways seem very related, although not identi-
cal, between yeast and human.
Formation and maturation of 90S pre-ribosomal
particles
The primary precursor to 18S, 5.8S and 25S/28S
rRNAs is generated by RNA Pol I in the nucleolus.
The nascent primary transcript is delivered in an
electron-dense fibrillar region of the nucleolus [for a
discussion of nucleolar structure, beyond the scope of
this review, the reader is referred to refs 16, 17]. The
primary pre-rRNAmost probably starts to fold and to
interact with small RNAs and proteins during ongoing
transcription. Indeed, proper transcription elongation
by RNA Pol I is required for efficient pre-rRNA
processing and pre-ribosome assembly [18]. The
initial co-transcriptional compaction of the Pol I tran-
scripts can be visualized by electron microscopy on
chromatin spreads (Miller spreads) as terminal balls,
hence the term Christmas trees to describe these
spreads [19].
In many instances, RNA Pol I transcription carries on
unabated until the 3’ external transcribed spacer is
synthesized. Co-transcriptional cleavage within this
spacer by RNase III [20, 21] releases the initial 90S
pre-ribosomal particle containing the 35S pre-rRNA.
In some cases in yeast, particularly when growth
conditions are very favourable, the RNA Pol I tran-
script is cleaved co-transcriptionally in the internal
transcribed spacer I (ITS1), thereby immediately
releasing pre-40S particles without prior 90S particle
formation [22].
Formation of yeast 90S particles: stepwise addition of
pre-formed modules?
The protein composition of yeast 90S particles was
investigated by tandem affinity purification (TAP)
and mass-spectrometry identification of the partners
of several nucleolar proteins required for pre-rRNA
processing and sedimenting as components of 90S
complexes on density gradients [23]. A second
approach aimed at purifying the proteins associated
with the box C/D U3 small nucleolar RNA, a crucial
component of 90S particles (see below for more
details), resulted in the identification of a large subset
of the same proteins [24]. Several of the factors
identified using these approaches were shown to
interact with the yeast 35S pre-rRNA, thus confirming
that they are bona fide components of early 90S pre-
ribosomal particles.
Recent data suggest that these factors and the U3
snoRNP (defined as the U3 RNA tightly associated
with Snu13p-15.5K, Nop56p, Nop58p, Nop1p-fribril-
larin and Rrp9p-h55K) form separate modules that
sequentially assemble on the nascent pre-rRNA to
build up the earliest 90S particle [25, 26] (Fig. 2). The
first protein complex to interact with the nascent pre-
rRNA is probably the so-called t-UTP complex (U
Three Protein complex required for transcription),
made up of seven proteins (Utp10p, Nan1p, Utp4p,
Utp8p, Utp5p, Utp9p, Utp15p), which can form
independently from pre-rRNA transcription [27].
The tUTP complex seems to play a central role in
the formation of the initial 90S particles for the
following reasons. Depletion of any one of the tUTP
factors inhibits both 40S and 60S ribosomal subunit
formation [27]. Association of the tUTP complex with
the 35S pre-rRNA is required for, but does not depend
upon, the association of the U3 snoRNP, the Pwp2p/
UTP-B or the UTP-C complexes with the 35S pre-
rRNA [26, 27]. The latter two complexes, composed of
the Pwp2p, Dip2p, Utp21p, Utp13p, Utp18p, Utp6p
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Figure 1. (A) Pre-rRNA processing scheme in Saccharomyces cerevisiae. (B) Pre-rRNA processing scheme in HeLa cells.
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proteins and the Utp22p, Rrp7p, Cka1p, Cka2p,
Ckb1p, Ckb2p proteins, respectively, can associate
with the 35S pre-rRNA independently of each other
[26]. Finally, the Rrp5p protein is required for the
incorporation in pre-ribosomal particles of theUTP-C
complex, but not the U3 snoRNP, the tUTP or the
UTP-B complexes [26, 28]. Hence it is proposed that
the tUTP complex binds nascent pre-rRNA first,
followed by the UTP-B and UTP-C complexes, in an
as yet unidentified order. There is also evidence
suggesting that the assembly of the Pwp2p/UTP-B
complex occurs concurrently with that of the U3
snoRNP and the Mpp10p complex (composed of
Mpp10p, Imp3p and Imp4p; see below) [29–32].
Assembly of Rrp5p may precede that of the UTP-C
complex since Rrp5p does not require components of
this complex to be incorporated into pre-ribosomes
[26].
Does 5S rRNA assemble into 90S pre-ribosomal
particles?
Recent data obtainedwith yeast suggest that 5S rRNA
is incorporated into 90S particles as part of a small
RNP complex. The timing of association of this 5S
rRNA-containing RNP with 90S particles relative to
the assembly of the small complexes described above
is unknown. Both in yeast and mammalian cells, 5S
rRNA is found associated with ribosomal protein
Rpl5p in a ribosome-independent small RNP [33, 34].
Moreover, two-hybrid and GST pull-down experi-
ments have revealed a network of protein-protein
interactions between non-ribosomal proteins Rpf2p
and Rrs1p and ribosomal proteins Rpl11p and Rpl5p
[35–37]. Rpl5p can directly interact with Rpf2p,
Rpl11p and Rrs1p [37]. In addition, a sub-complex
composed of Rpf2p, Rrs1p, Rpl11p, Rpl5p and 5S
rRNA can be purified from yeast cells defective for
60S ribosomal subunit assembly [37]. Hence these
data suggest that Rpf2p, Rrs1p, Rpl11p, Rpl5p and 5S
rRNA form a complex within pre-ribosomal particles.
Whether these components assemble into pre-riboso-
mal particles as a preformed complex or as smaller
entities is not known. It seems at least established that
5S rRNA is incorporated into pre-ribosomal particles
as a 5S rRNA-Rpl5p complex [34]. Rpf2p and Rrs1p
seem required for incorporation of Rpl11p, Rpl5p and
5S rRNA into pre-ribosomal particles [37]. Further-
more, Rpf2p, Rrs1p, Rpl11p and Rpl5p are found
associated with pre-rRNAs possessing the 5’ external
transcribed spacer (5’ ETS, the first part of the pre-
rRNAtranscript to be synthesized byRNAPol I) [37].
Hence, Woolford and collaborators propose that
Rpf2p and Rrs1p promote the recruitment of
Rpl11p and Rpl5p-5S rRNA into 90S pre-ribosomal
particles.
Assembly of ribosomal proteins
Analysis of the ribosomal protein composition of pre-
ribosomal particles has been hampered by the fact that
many ribosomal proteins are detected in a substantial
proportion of TAP purification experiments (includ-
ing control experiments using untagged strains);
hence it has been difficult to differentiate between
background and bona fide associations. Some recent
investigations have analysed directly the association
of tagged yeast ribosomal proteins of the small subunit
with various pre-rRNAs. These analyses demonstrate
that most ribosomal proteins of the small subunit
associate with 35S pre-rRNA, albeit weakly [38]. A
subset of these ribosomal proteins are required for the
early pre-rRNA processing events at sites termed A0
(within the 5’ETS), A1 (positioned at the 5’ end of the
18S rRNA sequence) and A2 (in the middle of ITS1)
[39]. Strikingly, the bacterial homologues of several
proteins of this subset are part of the so-called body
of the small ribosomal subunit, and three of them
(bacterial S17, S4, and S15, corresponding to yeast
Rps11p,Rps9p andRps13p, respectively) are primary
binders, i.e. proteins that assemble first during the in
vitro reconstitution of Escherichia coli small riboso-
mal subunits [40]. How assembly of eukaryotic
ribosomal proteins takes place relative to that of
non-ribosomal factors remains ill-defined, except in a
few cases, one of whichwill be discussed below.As 90S
particles evolve to produce pre-40S particles, the
integration of small subunit ribosomal proteins within
pre-ribosomal particles becomes more stable, as
judged from the greater co-precipitation with tagged
ribosomal proteins of nuclear restricted 20S pre-
rRNA compared to 35S pre-rRNA [38].
Figure 2. Model for the initial steps of 90S particle assembly in
Saccharomyces cerevisiae.
Cell.Mol. Life Sci. Vol. 65, 2008 Review Article 2337
Early steps of 90S pre-ribosome assembly and 35S
pre-rRNA processing: the crucial role of the U3
snoRNA
Work in yeast has demonstrated that formation of the
aforementioned terminal balls is lost upon depletion
of U3 snoRNA [24]. These balls likely correspond to
90S pre-ribosomal particle assembly intermediates
obtained following UTP complexes and U3 snoRNP
loading. In addition, depletion of U3 snoRNA in yeast
inhibits early endonucleolytic cleavages of the pre-
rRNA at sites A0, A1 and A2 [41]. The upstream 23S
pre-rRNA fragment released by direct cleavage of the
pre-rRNA at site A3 (see Fig. 1) is, under those
particular conditions, a dead-end intermediate that is
not matured into 18S rRNA but is degraded. By and
large, the role of U3 seems similar in higher eukar-
yotes. A cleavage in the 5’ETS of mammalian pre-
rRNAs can be reproduced in vitro and the cleavage
activity is abolished when U3 is depleted from the
extracts [42]. Moreover, U3 is required for cleavages
in the 5’ETS, at the 5’end of the 18S sequence and
within ITS1 of Xenopus pre-rRNAs [43–46].
How does the U3 snoRNP function ? There is no
evidence to suggest that the U3 snoRNA itself
possesses endonucleolytic activity(ies) that would be
directly responsible for the cleavages just enumerated.
As reviewed below, it is more probable that the U3
snoRNA acts as a chaperone orchestrating the correct
folding of the central core of 18S rRNA. Pre-rRNA
folding and pre-ribosomal particle assembly are
certainly intertwined and interdependent processes
which have to proceed properly for efficient pre-
rRNA processing. Ample evidence demonstrates that
the U3 snoRNA interacts by direct base-pairing with
the nascent pre-rRNA (Fig. 3). It has been proposed
that U3 snoRNA from yeast to humans can establish
two distinct base-pairing interactions via its so-called
hinge regions with 5’ETS sequences of the pre-rRNA
[47]. Compensatory mutation studies in yeast and
Xenopus have demonstrated that these interactions
are important for early pre-rRNAcleavage events and
18S rRNA production [45, 48, 49]. These interactions
(helices Vand VI) are probably involved in the initial
docking of the snoRNA onto the nascent pre-rRNA.
U3 has also been postulated to bind via its conserved
A and A’ boxes to several other more downstream
elements of the pre-rRNA, located within the 18S
rRNA sequence [50, 51]. Strikingly, these sequence
elements are involved in the formation of the univer-
sally conserved pseudo-knot that organizes the overall
fold of the 18S rRNA (Fig. 3). The two 18S rRNA
sequence elements that form the pseudo-knot are
separated by more than 1 kb in the primary sequence
and thus the more upstream part of the pseudo-knot
will be transcribed well before the more downstream
one. It is envisaged that binding of U3 to the more
upstream part may prevent it from establishing
illegitimate base-paring interactions prior to the tran-
scription of its correct base-pairing partner sequence.
Binding of U3 to themore downstream element of the
pseudo-knotmay then bring together the correct base-
paring partners of this central pseudo-knot. U3 may
thus function as a folding chaperone of 18S rRNA.
Although appealing, this model has yet to be exper-
imentally demonstrated, which will not be a trivial
endeavour. Compensatory mutation studies in yeast
have confirmed that box A of U3 does bind to the
upstream loop of the 18S pseudo-knot and that this
interaction (termed helix II; Fig. 3) is required for
pre-rRNA processing and 18S rRNA production [52].
The other proposed interaction between U3 box A
and the downstream part of the pseudo-knot (termed
helix I; Fig. 3) could not be validated by compensa-
torymutations [52], whichmay reflect the fact that the
sequences involved play several distinct functions
during processing.
If the U3 snoRNA is not itself an endonuclease, could
some of its associated proteins in the context of 90S
particles perform such a function? It has been
suggested that one of the U3-associated proteins,
Rcl1p, could function as an endonuclease [53],
although this hypothesis has not yet been validated
experimentally. Interestingly, Rcl1p interaction with
the U3 snoRNA in the context of 90S particles
requires Rcl1p binding to the Bms1p GTPase [54–
57]. Bms1p binds directly to both U3 snoRNA and
Rcl1p [56]. GTP, but not GDP, binding to Bms1p
increases its affinity for Rcl1p, while Rcl1p binding to
Bms1p increases its affinity for U3 snoRNA [56]. It
has therefore been proposed [56] that Rcl1p binds to
Bms1p in its GTP-bound form and that the resulting
ternary complex docks onto 90S pre-ribosomal par-
ticles via a direct Bms1p-U3 snoRNA interaction. A
conformational switch within 90S particles may in-
duce GTP hydrolysis by Bms1p, resulting in Rcl1p
dissociation fromBms1p, leading in turn to the release
of Bms1p from U3 snoRNA.
U3 snoRNA hybridization to and dissociation from
pre-rRNA are almost certainly modulated by factors
possessing RNA-RNA annealing and RNA helicase
activities. In vitro work suggests that the Imp3p and
Imp4p proteins, which bind the U3 snoRNA directly,
could stabilize the yeast 5’ETS/U3 hinge interactions
[58]. In addition, Imp4pmay unfold the helix trapping
the U3 box A sequence allowing it to interact with the
5’ end of 18S rRNA [58]. Dhr1p, a putative helicase of
the DEAH family associated with U3 and present in
90S particles, has also been proposed to modulate
RNA-RNA interactions during formation of the 18S
rRNA central pseudo-knot [59]. Finally, depletion of
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the putative helicase Has1p results in retention of U3
snoRNA in high-molecular-weight complexes, sug-
gesting that Has1p intervenes in U3 release from pre-
ribosomal particles [60].
Other snoRNAs required for early cleavage steps of
the pre-rRNA and 40S ribosomal subunit formation
In addition to the U3 snoRNA, the U22 [61], U14
[62], snR30 (yeast)/U17 (mammals) [63] and snR10
[64] snoRNAs are required for early cleavage steps of
the pre-rRNA necessary for 18S rRNA production.
Like U3, snR30 and U14 are likely to perform their
functions in the context of 90S particles and directly
interact with the 35S pre-rRNA [63, 65, 66] . Com-
pensatory mutation studies have demonstrated that
the essential so-called domain A of U14 mediates a
direct interaction with 18S rRNA required for 18S
rRNA production [67, 68]. It is not known how
snR30/U17 interacts with the 35S pre-rRNA. How-
ever, it has been shown that snR30/U17 contains two
specific conserved sequence elements that are essen-
tial for its role in pre-rRNA processing and might
constitute pre-rRNA binding regions [69]. Whether
docking of U14 and snR30 snoRNAs onto the 35S
pre-rRNA results in the assembly of snoRNA-
associated protein factors within 90S particles and/
Figure 3. Yeast U3 snoRNA
base-pairing with the 35S pre-
rRNA is probably required for
18S rRNA pseudo-knot forma-
tion. Proteins potentially in-
volved in promoting transitions
between the three structures
shown are indicated. (A) Secon-
dary structure of free U3 snoR-
NA. (B) U3 snoRNA bound to
35S pre-rRNA. In yeast, forma-
tion of only two helices, helices II
and V, has been confirmed by
compensatory mutation studies.
(C) Structure of the central pseu-
do-knot of 18S rRNA.
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or modulates pre-rRNA folding remain as yet
untested hypotheses.
Modifications of pre-rRNA nucleotides by snoRNPs
Pre-rRNAs undergo extensive chemical modifica-
tions. Most of these are of two types: isomerisation
of uridines into pseudouridines and addition of a
methyl group to the oxygen linked to the 2’ carbon of
riboses (Fig. 4A). The bulk of these modifications
probably occur in the context of nascent 90S pre-
ribosomal particles within the fibrillar strands/dense
fibrillar component of the nucleolus [70–73]. They
are carried out by two groups of snoRNPs: box C/D
snoRNPs perform 2’O methylations [74–76] while
box H/ACA snoRNPs are responsible for pseudour-
idylations [77, 78] [for recent extensive reviews on the
biogenesis and structure of these snoRNPs, see refs
79–81]. The only exceptions are the snoRNPs con-
taining the box C/D snoRNAs U3, U8 [82], U22 and
the box H/ACA snoRNA snR30/U17 that are re-
quired for pre-rRNA cleavage steps and seem devoid
of nucleotide modification functions. Mixed cases are
constituted by the snoRNPs containing theU14boxC/
D snoRNA and the snR10 box H/ACA snoRNA: in
addition to their roles in pre-rRNA cleavage steps,
both these snoRNPs are responsible for one nucleo-
tide modification each [83, 84].
The box C/D and box H/ACA terminology derives
from the presence in the particles of the first group of a
small RNA containing the conserved C and D
sequence elements (boxes) and in particles of the
second group of a small RNA featuring the conserved
H and ACA boxes (Fig. 4B). These RNAs are called
guide RNAs because they are responsible for the
selection of the nucleotides that will be modified,
through specific Watson-Crick base-pairing interac-
tions with the pre-rRNAs. Box C/D snoRNAs contain
long segments (10 to 20 nucleotides long) of perfect
complementarity with pre-rRNA sequences, always
positioned immediately upstream from their D and/or
D’ (a more degenerate version of the D box) boxes. In
the duplex resulting from the box C/D guide RNA/
Figure 4. 2’O methylations and
pseudouridylations of pre-
rRNAs are guided by box C/D
and box H/ACA snoRNAs. (A)
Conversion of uridine into pseu-
douridine (top) and 2’O methyl-
ation event (bottom). (B)
Schemes of the interactions es-
tablished between the pre-rRNA
and a boxH/ACA snoRNA (left)
or box C/D snoRNA (right). See
text for details.
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pre-rRNA interaction, the pre-rRNA nucleotide that
undergoes 2’O-methylation is always base-paired to
the residue of the guide antisense sequence located
five nucleotides upstream from the D (or D’) box [75]
(Fig. 4B). Box H/ACA guide snoRNAs contain small
sequences of complementarity with pre-rRNAs locat-
ed on both sides of internal loops (so-called pseu-
douridylation pockets) within irregular stem-loop
structures that bracket the H box. The antisense
sequences of the pseudouridylation pocket bind
immediately upstream and downstream from the
targeted pre-rRNAuridine [77] (Fig. 4B). This uridine
is thus exposed unpaired at the centre of a three-way
RNA junction. Actual catalysis of the modification
reactions is carried out by protein enzymes that
interact with the guide RNAs. The methyl-transferase
of box C/D snoRNPs is Nop1p (yeast)/fibrillarin
(mammals) while the pseudouridine synthase of box
H/ACA snoRNPs is Cbf5p (yeast)/dyskerin (hu-
mans).
All nucleotide modifications introduced on the pre-
rRNAs are found within the sequences retained in the
mature rRNAs and are mostly concentrated within
the functionally important regions of rRNAs, in
particular the decoding centre and the peptidyltrans-
ferase centre [85]. It has therefore been proposed that
these modifications are required for full activity of the
ribosome. Indeed, specific alterations of the S-adeno-
syl-methionine binding site of Nop1p in yeast inhibit
both snoRNP-directedmethylation of pre-rRNAs and
growth, without major defects in ribosome subunit
production [86]. Somewhat similarly, specific alter-
ations of the catalytic centre of Cbf5p inhibit both
growth and pseudouridylation, with no major pre-
rRNA processing defects [87]. It is therefore believed
that collectively, rRNA modifications introduced by
snoRNPs are essential for ribosome function. Con-
sistent with this proposal, Fournier and collaborators
have shown that the absence of a subset of guide
snoRNAs directing modifications of the peptidyl-
transferase centre or helix 69 of the large rRNA alter
rRNA structure and ribosome fidelity and/or activity
[84, 88].
Dissociation of guide snoRNAs from pre-rRNAs
likely requires helicase activities, particularly in the
case of box C/D snoRNAs possessing long segments
perfectly complementary to pre-rRNAs. Recently,
evidence has been provided for the involvement of the
DEAD box helicases Dbp4p and Has1p in the
removal of several snoRNAs from pre-rRNAs [60,
89].
Are all 90S particles devoid of most factors required
for large ribosomal subunit formation ?
Strikingly, the majority of identified 90S particle
components (with some notable exceptions such as
Rrp5p [90] and components of the tUTP complex) are
only required for small ribosomal subunit (40S)
synthesis. The paucity of factors required for large
ribosomal subunit (60S) synthesis among the proteins
identified as 90S particle components led to the
suggestion that most components of early pre-60S
pre-ribosomal particles assemble concomitantly with
pre-rRNA cleavages within ITS1. However, Baserga
and colleagues have argued that, at steady-state, most
known 90S particle components are mainly associated
with the 23S pre-rRNA, based on Northern blot data.
Hence the TAP purification approaches used to purify
90S particles may have yielded primarily late 90S
complexes devoid of components required for 60S
ribosomal subunit formation that may however have
been present in earlier 90S particles [10]. Indeed, the
recent use of a novel one-step very fast purification
protocol [91] has revealed that the Nop15p protein
required for 60S ribosomal particle biogenesis pre-
viously catalogued as a pre-60S particle component
[8] is in fact associated with numerous 90S particle
components. Many other such cases will probably be
found.
Nuclear steps of pre-60S particle maturation
A surprisingly complex pre-rRNA processing
pathway leading to mature large subunit rRNAs
The intricacies of the pre-rRNA processing steps
leading to the mature rRNAs of the 60S ribosomal
subunits and the enzymes involved have been best
characterized in the yeast S. cerevisiae.Cleavage of the
32S pre-rRNA (see Fig. 1A) at site A2 in the context
of late 90S pre-ribosomal particles releases early pre-
40S and pre-60S particles. The latter will evolve into
mature 60S ribosomal subunits through an intricate
process involving a surprisingly complex series of
endo- and exonucleolytic cleavages. The RNA com-
ponent of the earliest pre-60S particles, the 27SA2
pre-rRNA, can be processed in either of two mutually
exclusive ways. It can be processed directly at site
B1(L), corresponding to the 5’ end of the long form of
mature 5.8S rRNA, leading to the production of the
27SB(L) pre-rRNA.This processing step ismost likely
an endonucleolytic cleavage performed by an as yet
unidentified activity. Alternatively, the 27SA2 pre-
rRNA can be cleaved by the endoribonuclease RNase
MRP at site A3 [92–94]. RNase MRP is a ribonu-
cleoprotein complex that probably evolved from
RNase P [95]. Since bacterial RNase P is a ribozyme
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[96], it is believed that the catalytic activity of
eukaryotic RNase MRP lies in its RNA component.
The 5’ end released by cleavage at site A3 is the entry
site for the Rat1p and Xrn1p 5’ to 3’ exoribonucleases
[97]. These exoribonucleases digest ITS1 until they
reach the B1(S) site, corresponding to the 5’ end of the
short form of 5.8S rRNA, resulting in the formation of
the 27SB(S) pre-rRNA. Both 27SB(L) and 27SB(S)
pre-rRNAs are then processed identically. They are
cleaved by an unknown endonuclease at site C2within
internal transcribed spacer 2 (ITS2). The upstream
fragments released, 7SB(L) or 7SB(S), are processed
at their 3’ends by the successive intervention of
distinct 3’ to 5’ exoribonucleases. The core exosome
[98–100] intervenes first, to produce a 5.8S precursor
containing a 30-nucleotide-long extension. This 5.8S+
30 precursor is then processed by the exosome-
associated Rrp6p exoribonuclease to yield the 6S
pre-rRNA that still contains 8 additional nucleotides
compared to mature 5.8S [101, 102]. The exosome is
assisted by the Dob1p/Mtr4p helicase during these
digestion steps [101, 103]. The 6S pre-rRNA is then
the substrate of the Rex1p and Rex2p exoribonu-
cleases [104] which remove approximately 3 nucleo-
tides, and the final trimming is performed by theNgl2p
nuclease [105], leading to the production of the short
and long forms of 5.8S. It is worth pointing out at this
stage the oft overlooked fact that eukaryotic cells
contain therefore at least two different types of
ribosomes, possessing either the long or short form
of 5.8S. These different ribosomes may translate
different sets of mRNAs [94]. Interestingly, the
Rex1p exoribonuclease is also required for the
production of the mature 3’ ends of 5S rRNA and
25S rRNA [104]. The mature 5’ end of 25S rRNA is
produced by processing of the 25.5S pre-rRNA,
resulting from the C2 cleavage, by the Rat1p and
Xrn1p 5’ to 3’ exoribonucleases [106].
At least the exosome, Mtr4, RNase MRP, Rat1 and
Xrn1 are conserved in higher eukaryotes and are
likely involved in 5.8S and 28S rRNA production in
these organisms as well [see for example refs. 107,
108]. One additional factor required for 5.8S and 28S
rRNA synthesis in higher eukaryotes has been descri-
bed, namely the box C/D U8 snoRNA, that seems
absent in yeast. The U8 snoRNA is required for
normal pre-rRNA processing and 5.8S and 28S rRNA
accumulation in Xenopus oocytes [82]. The 5’ end of
U8, which is well conserved from Drosophila to
humans, is essential for pre-rRNA processing and
probably mediates its direct base-pairing with pre-
rRNAs [109, 110]. Finally, it has been reported that
the multifunctional nucleolar B23 protein [111] can
function as an endoribonuclease, preferentially cleav-
ing within ITS2 of rat pre-rRNA in vitro [112]. Hence,
B23 may be directly involved in mammalian ITS2
processing, although to our knowledge no in vivo data
supporting this hypothesis has yet been published.
Composition and intranuclear movement of nuclear
pre-60S pre-ribosomal particles
The intricate pre-rRNA processing events just descri-
bed occur within a succession of pre-60S pre-riboso-
mal particles of highly dynamic protein composition
[4, 113–117]. Some non-ribosomal protein factors
may associate with a range of particles containing pre-
rRNA components at different stages of maturation,
while other factors display a much more restricted
pattern of association.Overall,Hurt and collaborators
have noticed that the number of non-ribosomal
proteins present in the successive pre-60S pre-riboso-
mal particles declines as pre-rRNA maturation pro-
ceeds and the particles move from the nucleolus to the
nucleoplasm and are then transported to the cyto-
plasm [115]. Putative enzymes are prevalent among
non-ribosomal components of pre-60S particles, in-
cluding helicases (Mak5p [118], Dbp2p [119,120],
Dbp3p [121], Dbp6p [122], Dbp7p [123], Dbp9p
[124],Dbp10p [125],Dob1p [103],Drs1p [126], Spb4p
[127], Has1p [128,129], Prp43p [130–132]), ATPases
(Rix7p [133], Rea1p [134]), GTPases (Nug1p [113],
Nog1p [135], Nog2p/Nug2p [113,116]), methyl-trans-
ferases (Spb1p [136,137], Nop2p [138,139]) and pep-
tidyl proline isomerases (Fpr3p [140], Fpr4p). Most of
these components have been shown to be required for
normal pre-rRNAprocessing and large subunit rRNA
accumulation. However, except for the Spb1pmethyl-
transferase [72], the Dob1p helicase [103] and the
Rea1p ATPase, the precise roles and targets of the
enzymes listed above remain elusive. Exonucleases
cleaving the pre-rRNAs can only be retrieved using a
very rapid one-step purification protocol, suggesting
that their interactions with the pre-ribosomal particles
are very transient and/or labile [37, 91].
Identification of the intracellular position of protein
factors chiefly associated with a given pre-rRNA or
required for a specific pre-rRNA processing step has
helped define the localization of successive pre-60S
particles. The Npa1p protein is mainly associated at
steady-state with the 27SA2 pre-rRNA. As Npa1p is
detected at the interface between the fibrillar strands
and the granular component of the nucleolus, it is
envisaged that at least a subset of pre-60S particles
containing 27SA2 pre-rRNA are located there [65].
Inactivation of the pre-60S particle component Rlp7p
leads to inhibition of C2 cleavage within ITS2 and to
the accumulation of pre-rRNAs containing ITS2
within the nucleolus. As Rlp7p is detected in the
granular component of the nucleolus, this is where C2
cleavage is likely to occur [141]. Finally, depletion of
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the Nog2p protein, associated with pre-60S particles
containing 27SB or 7S pre-rRNAs, leads to accumu-
lation of 7S pre-rRNA that fails to be processed, and
to retention of pre-60S particles within the nucleo-
plasm [116]. These data suggest that 7S processing
occurs within nucleoplasmic pre-60S particles.
It is not clear what processes and factors drive the
movement of pre-60S particles from the nucleolus to
the nucleoplasm and through the nucleoplasm to the
nuclear pores. The Noc1p, Noc2p and Noc3p proteins
have been proposed to play an important role in these
movements. Noc2p can interact either with Noc1p,
which is mainly nucleolar, or with Noc3p, which is
mainly nucleoplasmic [142]. Milkereit and collabora-
tors envisage that the exchange of Noc1p for Noc3p in
pre-ribosomal particles participates in their exit from
the nucleolus [142]. How these Noc proteins might
function in this transport step remains unclear. Their
putative transport function may rely on their putative
a-helical repeats displaying similarities to Hunting-
ton-elongation-A subunit-TOR (HEAT) repeats
found in nucleocytoplasmic transport factors [143].
Pre-60S pre-ribosomal particle assembly and
structure: the importance of protein/protein
interactions
One protein sub-complex present in many nuclear
pre-60S pre-ribosomal particles has been identified in
yeast and mammalian cells. The three protein compo-
nents of this complex, called Nop7p (or Yph1p)/
Erb1p/Ytm1p in yeast or Pes1/Bop1/WDR12 in
mammals, are all required for pre-rRNA processing
steps leading to the production of 5.8S and 25/28S
rRNAs [4, 144–152]. Integrity of this sub-complex can
be maintained outside the context of pre-60S pre-
ribosomal particles. It probably exists in cells as a free
complex and can also be released from pre-60S pre-
ribosomal particles, for example when they are
disrupted by inactivation of a protein component, by
high-speed centrifugation or by chemical treatment [4,
25, 145–147, 153, 154]. Erb1p/Bop1 interacts directly
with Nop7p/Pes1 [147, 153] and with Ytm1p [153]. As
Nop7p and Erb1p interact with yeast 35S pre-rRNA
but Ytm1p does not, it is envisaged that Nop7p and
Erb1p assemble first with 90S pre-ribosomal particles
and Ytm1p is then recruited at the pre-60S stage via a
direct interaction with Erb1p [153]. The position of
this sub-complex within pre-60S pre-ribosomal par-
ticles and its precise molecular functions remain
unknown.
The formation of protein-only sub-complexes held
together by specific high-affinity protein-protein in-
teractions may be a common aspect of pre-ribosomal
particle architecture and assembly, underscored by the
fact that at least 22 components of pre-ribosomes
contain, likeYtm1p andErb1p, aWD40motif thought
to mediate direct protein-protein binding [8, 155].
Other pre-60S sub-complexes have been described,
including Rlp24p/Nog1p [117], Rlp24p/Mak11p
[155], theDbp6p helicase-containing complex specific
to early pre-60S particles [156] or the Rix1p-Ipi1p-
Ipi3p [25] complex found in late nuclear pre-60S
particles (see below).
Does late nuclear remodelling of pre-60S particles
involve ATP hydrolysis by the AAA-type ATPase
Rea1p ?
Late nuclear pre-60S particles contain the largest
protein of the yeast proteome, the AAA (ATPases
associated with diverse cellular activities)-type AT-
Pase Rea1p, and the Rix1p-Ipi1p-Ipi3p complex.
Strikingly, Rea1p and Nug2p/Nog2p dissociate from
these particles in vitro in the presence of exogenous
ATP, but not ADP or a non-hydrolysable analogue of
ATP. These data may indicate that ATP hydrolysis by
Rea1p triggers a conformational change in pre-60S
particles associated with its own release and that of
Nog2p. Most interestingly, electron microscopy anal-
yses of purified Rea1p-containing pre-60S particles
show that they display a tadpole-like structure. Anti-
body cross-linking experiments demonstrate that
Rea1p is located in the tail of the structure, whereas
ribosomal proteins are present in the head, which
presumably will evolve into the mature 60S subunit
[157].
Nuclear steps of pre-40S particle maturation
The pre-40S particle released by cleavage of 32S pre-
rRNA at site A2 contains far fewer non-ribosomal
proteins than the pre-60S particle released by the
same cleavage [158]. Most of these components,
namely Dim1p, Dim2p, Enp1p, Hrr25p, Nob1p,
Prp43p, Rrp12p and Tsr1p were already present
within 90S particles [131, 158–162]. A few other
non-ribosomal proteins, Ltv1p, Pfa1p/Sqs1p, Rio1p,
Rio2p then join pre-40S particles following A2
cleavage [131, 158, 163–165]. Association of Ltv1p
and Pfa1p with 20S pre-rRNA probably occurs in the
nucleus since these proteins are found in the nucleus
and since Ltv1p appears to be required for efficient
export of pre-40S particles to the cytoplasm [166, 167].
Whether the yeastRio1p andRio2p proteins associate
with pre-40S particles in the nucleus or the cytoplasm
remains a debated issue. Rio2p is predominantly, and
Rio1p exclusively, detected in the cytoplasm under
normal conditions, yet both are shuttling proteins
which accumulate in the nucleus of crm1–1 mutant
cells at non-permissive temperature [164]. Little is
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known concerning the mode of recruitment of non-
ribosomal pre-40S factors to pre-ribosomal particles,
apart from the fact that association of Enp1p, Rio2p
and Tsr1p with 20S pre-rRNA requires the Rps19p
ribosomal protein [168].
One key maturation event/conformational rearrange-
ment that likely takes place within nuclear pre-40S
pre-ribosomal particles has recently been identified in
yeast, concerning the Enp1p, Ltv1p and Rps3p
proteins. These proteins probably form a complex
within pre-40S particles as they are released bound to
one another after high-salt washes of purified pre-40S
particles [169]. All three proteins can be phosphory-
lated in vivo and Enp1p and Rps3p fail to become
phosphorylated in Hrr25p-depleted cells, suggesting
thatHrr25p,which is a casein kinase I isoform, directly
phosphorylates Enp1p andRps3p. Phosphorylation of
Enp1p, Ltv1p and Rps3p is correlated with a de-
creased affinity of these proteins for the pre-40S
particles in vitro. Phosphorylation of Enp1p, Ltv1p
and Rps3p might be necessary for the pre-40S
particles to adopt a structure compatible with efficient
passage through the nuclear pore. Consistent with this
hypothesis, depletion of Hrr25p inhibits nuclear
export of pre-40S particles [169].
Transport of pre-ribosomal particles
Export of both the pre-40S and pre-60S pre-ribosomal
particles requires the small GTPase Ran cycle and a
specific subset of nucleoporins
Pre-ribosomal particles assembled in the nucleus are
exported to the cytoplasm through the nuclear pore
complexes (NPCs). Early analysis of the transport of
injected radiolabelled 40S or 60S ribosomal subunits
across the nuclear envelope of Xenopus oocytes
revealed that this transport is unidirectional, occur-
ring only from the nucleus to the cytoplasm, and
energy dependent [170, 171]. These observations
suggested that export of the pre-ribosomal particles
is a facilitated diffusion process relying on the small
GTPase Ran. The GTP- and GDP-bound forms of
Ran are asymmetrically distributed across the nuclear
envelope [172]. The Ran-GTP to Ran-GDP ratio is
high in the nucleus and low in the cytoplasm. This
gradient originates from the asymmetric localization
of crucial components of the cycle of the Ran GTPase
(called Gsp1p in S. cerevisiae): the GTPase-activating
protein (RanGAP, Rna1p in yeast) is a cytoplasmic
factor, whereas the nucleotide exchange factor (Ran-
GEF, Prp20p in yeast) is localized to the nucleus. In
the nucleus, Ran-GTP promotes the interaction
between the macromolecules or complexes to be
exported (cargoes) and so-called export receptors
whose function is to facilitate translocation of the
export-competent complexes (cargoes, export recep-
tors,RanGTP) through theNPCs (see below).Once in
the cytoplasm,GTP hydrolysis byRan induces release
of the cargo and Ran-GDP and the export receptors
are then imported back to the nucleus. There, GDP is
rapidly substituted forGTP in the active site of Ran to
regenerate a pool of Ran-GTP available for new
rounds of export [172]. In yeast, mutations in genes
encoding components of the Ran GTPase cycle
(GSP1, RNA1, PRP20, YRB1) affect the export of
both the pre-60S [173–175] and the pre-40S pre-
ribosomal particles [173, 176, 177], strongly suggesting
that theRanGTPase cycle is required for the export of
both pre-ribosomal particles. This conclusion also
seems to apply to higher eukaryotes since (i) depletion
of RanGTP from Xenopus oocyte nuclei inhibits the
export of the newly synthesized 18S and 28S rRNAs
[178] and (ii) hamster cells lacking the RCC1 protein,
the orthologue of yeast Prp20p, display processing and
export defects of both the 18S and 28S rRNAs [179].
The NPCs are large structures embedded in the
nuclear membrane forming selective channels
through which large molecules or complexes ex-
change between the nucleus and the cytoplasm.
NPCs are composed of different nucleoporins,
among which several sub-complexes can be distin-
guished on the basis of specific physical interactions.
Several laboratories have addressed the function of
specific nucleoporins in the export of pre-ribosomal
particles [173–177]. Only a specific subset of nucle-
oporins seem to be required for export of both the pre-
40S and pre-60S pre-ribosomal subunits. Altering the
function of Nup84p and Nup85p, for example, does
not result in nuclear retention of pre-60S or pre-40S
subunits, suggesting that these specific nucleoporins
are not required for the export of pre-ribosomal
particles [173, 174, 177]. However, mutations in the
genes encoding the Nup82p sub-complex (Nup82p-
Nup159p, Nsp1p) induce the accumulation of both the
pre-40S and pre-60S particles in the nucleus but do not
affect significantly the early processing steps of pre-
rRNA, suggesting that the Nup82p complex is directly
required for the export of pre-ribosomes [173]. In
HeLa cells, the Nup214-Nup88 nucleoporin sub-com-
plex, proposed to be the homologue of the Nup82p
sub-complex in yeast, is required for export of the pre-
60S pre-ribosomal subunits [180], suggesting an
evolutionarily conserved function of this sub-complex
in pre-ribosome export.
Several nuclear receptors promote export of the
pre-60S pre-ribosomal particles
Most nucleoporins contain phenylalanine-glycine
(FG)-rich repeats thought to form a hydrophobic
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meshwork at the entrance and/or in the lumen of the
NPC. This hydrophobic meshwork has been proposed
to create a selective barrier preventing passage of
large molecules that are not bound to transport
receptors. Through their ability to interact with the
FG-rich repeats of the nucleoporins, transport recep-
tors are thought to help dissolve their cargoes within
the hydrophobic mesh and thereby promote trans-
location through the NPC. Pre-ribosomes are large
particles that very probably display exposed hydro-
philic surfaces given their high RNA content, which
may preclude passage through the hydrophobicNPCs.
Growing evidence suggests that the export of the large
pre-60S pre-ribosomal particles ismediated by several
export receptors (see Fig. 5A) that associate with the
particles in the course of their maturation in the
nucleus, promote their translocation through the
NPCs and dissociate from their cargoes once in the
cytoplasm.
CRM1/XPO1 belongs to the karyopherin b family of
proteins and has been characterized as a receptor that
promotes export of cargoes containing leucine-rich
nuclear export signals (NESs) both in yeast and
Xenopus laevi oocytes [181, 182]. In S. cerevisiae, a
specific point mutation in CRM1/XPO1 results in the
synthesis of a modified Crm1p/Xpo1p protein that is
specifically inactivated by leptomycin B (LMB).
Treatment of these mutant cells with LMB induces a
strong nuclear retention of pre-60S pre-ribosomal
particles [183, 184]. This phenotype occurs very
rapidly after addition of LMB, strongly suggesting
that it does not result indirectly from defects in the
export of other Crm1p/Xpo1p-dependent cargoes
such as mRNP particles. Instead, Crm1p/Xpo1p is
most likely an export receptormediating export of the
pre-60S pre-ribosomal particles. The NES mediating
the interaction between the particles and Crm1p/
Xpo1p is provided in trans by Nmd3p, a protein
component of the pre-60S particles. Nmd3p is a
conserved protein found from archaea to mammalian
cells. In yeast,NMD3 is essential andmutations in this
gene affect the production of the large ribosomal
subunit and induce the accumulation of pre-60S pre-
ribosomal particles in the nucleolus and the nucleo-
plasm [183, 185, 186]. These results suggest that
Nmd3p assembles with pre-60S particles in the
nucleus and carries out an evolutionarily conserved
function in the maturation of these particles. In
addition, the carboxy-terminal domains of eukaryotic
Nmd3p orthologues contain both a nuclear localiza-
tion sequence (NLS) and an NES, and deletion
analyses in yeast showed that these signals drive the
shuttling of Nmd3p across the nuclear envelope.
Deletion of the C-terminal part of Nmd3p containing
theNES is lethal, and overexpression of this truncated
version of Nmd3p in wild-type cells induces a domi-
nant negative phenotype correlated with a retention
of pre-60S particles in the nucleus [184, 187]. Addition
of a heterologous NES to this altered version of
Nmd3p abrogates the pre-60S particle export defects
and restores viability [183, 184]. Altogether, these
results strongly suggest that in yeast, Nmd3pmediates
the export of the pre-60S particles by providing the
NES recognized by the export receptor Crm1p/
Figure 5. Schemes of export-
competent pre-60S (A) and pre-
40S (B) particles with associated
factors relevant to nuclear ex-
port. The red protuberances on
Ltv1p and Nmd3p represent the
nuclear export signals mediating
interaction with Crm1p/Xpo1p.
Arrows between export recep-
tors and the hydrophobicmesh of
the NPCs refer to the reported
ability of these factors to interact
directly with the FG repeats of
some nucleoporins. Ltv1p is not
essential in yeast; the double-
spiked arrow and question mark
highlight the fact that the direct
interaction between this protein
and Crm1p is still hypothetical.
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Xpo1p. Interestingly, a very similar mechanism drives
nuclear exit of the pre-60S pre-ribosomal particles in
higher eukaryotes. InX. laevi oocytes and HeLa cells,
CRM1 is indeed required for export of the pre-60S
particles and the NES mediating recognition of these
particles by CRM1 is provided in trans through the
association of the orthologue of yeast Nmd3p
(hNMD3 in human) with the pre-60S particles [178,
188].
The Rrp12p protein is found associated with late
precursors of the 60S ribosomal subunit [161]. In vitro,
Rrp12p interacts with the FG repeats of the nucleo-
porins Nup100p and Nup116p [161], suggesting that
Rrp12p functions in the export of the pre-60S pre-
ribosomal particles. Indeed, yeast heterokaryon ex-
periments showed that Rrp12p shuttles between
nucleus and cytoplasm and in the absence of Rrp12p,
nuclear export of pre-60S particles is inhibited [161].
Interestingly, Rrp12p belongs to the family of the
HEATrepeat proteins characterized by the repetition
of a-helical HEAT motifs, and secondary-structure
predictions suggest that more than 60% of Rrp12p
residues forma-helical domains.On this basis, Rrp12p
has been suggested to function as a pre-60S particle
export factor that helps dissolve them in the hydro-
phobic mesh of the NPC in two ways: by interacting
with the FG repeats of the nucleoporins and covering
the hydrophilic surfaces of the particles with its
extended a-helical domains.
The Mex67p-Mtr2p heterodimer was initially charac-
terized as a shuttling complex required for mRNA
export. This complex does not belong to the karyo-
pherin b family, and mediates export of mRNAs
independently of theRanGTPase cycle. It is recruited
to export-competent mRNPs and promotes export of
these cargoes through a direct interaction with the FG
repeats of nucleoporins [189, 190]. In yeast, specific
mutations inMEX67 orMTR2 genes induce synthetic
lethal growth phenotypes when combined with muta-
tions inNMD3, and overexpression ofMex67p-Mtr2p
rescues the pre-60S export defects induced by the
expression of truncated versions ofNmd3p lacking the
NES [191]. This genetic evidence suggested a direct
function of the Mex67p-Mtr2p complex in the export
of pre-60S particles in addition to its role in mRNA
export. Indeed, this complex is physically associated
with late, export-competent pre-60S particles contain-
ing Nmd3p, and specific point mutations within
MEX67 or MTR2 genes induce defects in nuclear
exit of pre-60S particles but do not affect mRNA
export significantly [191]. Interestingly, these specific
mutations abolish the interaction of the Mex67p-
Mtr2p complex with late pre-60S particles but do not
affect the recruitment of Nmd3p to these export-
competent particles [191]. The Mex67p-Mtr2p com-
plex therefore functions as another export receptor
for pre-60S subunits, in addition toCrm1p/Xpo1p, and
facilitates the export of these large particles through
the NPC by a Ran-independent mechanism. Interest-
ingly, the surface of the Mex67p-Mtr2p complex
proposed to interact with pre-60S particles was
shown to form a versatile platform also mediating an
association with the NPC, via a direct interaction with
the nucleoporin Nup85, a component of the Nup84
complex embedded within the nuclear pore [192].
Mutations that perturb the interaction between
Mex67p-Mtr2p and the Nup84 complex affect nuclear
exit of mRNAs but have minor impact on pre-60S
particle export. In vitro, pre-60S particles and the
Nup84 complex bind the Mex67p-Mtr2p platform
competitively, and in vivo, mutations in NUP85 that
weaken the association between Mex67p-Mtr2p and
the Nup84 complex alleviate pre-60S particle export
defects resulting from mutations in NMD3. These
recent results suggest that the mRNA and the pre-60S
particle export pathways may communicate via the
Mex67p-Mtr2p complex [192].
In yeast, Arx1p is a non-essential protein component
of late pre-60S particles [115]. Deletion of ARX1
displays synthetic lethal or synthetic enhanced growth
phenotypes in combination with specific mutations in
genes encoding components of the NPC or compo-
nents of the pre-60S particle export apparatus such as
NMD3, MTR2 or MEX67 [193]. In some of these
double-mutant strains, a specific defect in nuclear exit
of the pre-60S particles is observed [193]. Given that
the absence of Arx1p does not prevent recruitment of
Nmd3p or theMex67p-Mtr2p complex to late pre-60S
particles, these results suggest a direct and specific
function ofArx1p in the export of pre-60S particles. In
vitro, recombinant Arx1p interacts physically with the
FG repeats of some nucleoporins, and when injected
into X. laevi oocytes or HeLa cells, Arx1p has the
ability to shuttle across the nuclear envelope [193].
Interestingly, Arx1p is homologous to methionine
aminopeptidases (MetAPs) that cleave the initial
methionine from newly synthesized proteins. Three-
dimensional structural modelling suggests that Arx1p
contains a MetAP structural fold, but this domain is
inactive in vitro [193]. Specific amino acid substitu-
tions in this domain inhibit the interaction between
Arx1p and the FG repeats of nucleoporins in vitro and
induce defects in the export of pre-60S particles in vivo
when combined with otherwise benign mutations in
the genes encoding NPC components [193]. These
experimental data strongly suggest that Arx1p func-
tions as an additional export receptor for pre-60S
ribosomal particles by mediating their interaction
with specific nucleoporins via an atypical MetAP
structural domain. Interestingly, the Arx1p protein
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might also function as an anti-association factor.
Hung and Johnson [194] propose that Arx1p, because
of its relatedness to MetAPs that act on nascent
peptides as they exit from the so-called polypeptide
exit tunnel, binds in the nucleus to pre-60S subunits in
the vicinity of this tunnel. In so doing, it might prevent
the nuclear association with pre-60S particles of SRP
and of the nascent chain-associated complex that
bind 60S subunits near the tunnel during translation.
Preventing such premature association, that would
substantially increase the size of the particles,might be
necessary for passage of the pre-60S subunits through
the nuclear pores.
Nuclear receptors required for the export of the
pre-40S subunits
When yeast cells expressing an LMB-sensitive version
of Crm1p/Xpo1p are treated with LMB, a rapid
nuclear retention of pre-40S pre-ribosomal particles
is observed [177]. In X. laevi oocytes and HeLa cells,
alteration of CRM1 function induces a rapid defect in
nuclear export of precursors of the small ribosomal
subunit [178, 188, 195], indicating that the function of
CRM1 in pre-40S particle export is conserved in
eukaryotes. An NES recognized by Crm1p/Xpo1p on
the pre-40S particles seems to be provided by the non-
essential protein Ltv1p (Fig. 5B). Yeast Ltv1p is a
component of late pre-40S particles [158, 169] and is
required for optimal production of the mature small
ribosomal subunits [163]. More specifically, depletion
ofLtv1p results in the accumulation of an aberrant 21S
pre-rRNA precursor and induces a partial defect in
the nuclear export of the pre-40S particles [167].
Although one cannot formally exclude that the latter
phenotype is a consequence of the former, the
following results favor a direct function of Ltv1p in
pre-40S particle export. In yeast cells, Ltv1p shuttles
between the nucleus and the cytoplasm and the
protein strongly accumulates in the nucleus upon
LMB treatment [167], suggesting that the nuclear
export of Ltv1p requires Crm1p/Xpo1p. In agreement
with this observation, Ltv1p interacts with Crm1p/
Xpo1p in two-hybrid assays [196] and contains a
leucine-rich NES similar to that located at the C
terminus of Nmd3p. Fusing this NES to a reporter
nuclear protein is sufficient to delocalize the reporter
to the cytoplasm, suggesting that this NES mediates
the export of Ltv1p by a Crm1p-dependent mecha-
nism.Nevertheless, a direct binding ofLtv1p toCrm1p
in the context of late pre-40S particles has not been
reported so far. Interestingly, Ltv1p interacts with the
ribosomal protein Rps3p [169, 196]. Ltv1p may there-
fore be loaded onto the pre-40S particle through a
direct interaction with the ribosomal protein Rps3p.
Together, these results suggest a model in which
Ltv1p, a component of late 40S pre-ribosomal par-
ticles, provides a NES that mediates a Crm1p/Xpo1p-
dependent export of the particles. However, Ltv1p is
not essential for cell viability, and deletion of the
encoding gene affects only partially the export of pre-
40S subunits. These observations suggest that other
components of the pre-40S particles may provide an
NES recognized by Crm1p/Xpo1p and/or that other
export receptors, such as the Rrp12p protein, may
facilitate nuclear exit of pre-40S particles. Indeed,
Rrp12p is physically associated with pre-40S particles
and depletion of the protein induces a nuclear
retention of the 20S pre-rRNA [161]. On this basis,
Rrp12p has been proposed to facilitate the export of
precursors of the small ribosomal subunit by a
mechanism similar to that described for pre-60S
particles (Fig. 5).
Yrb2p is another non-essential protein that has been
reported to function in the export of pre-40S particles
[197, 198]. Deletion of YRB2 induces a decrease in
the production of the 40S ribosomal subunits corre-
lated with a nuclear retention of the pre-40S pre-
ribosomal particles [177], which suggested a function
of Yrb2p in the export of pre-40S particles (Fig. 5B).
Deletion of YRB2 induces synthetic lethal growth
phenotypes when combined with a mutation in
CRM1/XPO1 [199] and with mutations in genes
encoding components of the small GTPase Ran cycle
[197, 198]. In addition, Yrb2p physically interacts
with Crm1p/Xpo1p in vivo [199]. These data support
a role of Yrb2p in the Crm1p/Xpo1p-dependent
export of the pre-40S particles. However, Yrb2p does
not seem to shuttle across the nuclear membrane
[199], suggesting that Yrb2p facilitates the interac-
tion between the NES-containing pre-40S particle,
Crm1p/Xpo1p and/or the GTPase Ran but does not
escort the export-competent particles through the
NPCs. In agreement with this model, deletion of
YRB2 induces a synthetic enhanced growth defect
when combined with deletion of LTV1 [167] but
deletion of both genes is not lethal, strongly suggest-
ing that the export of the pre-40S particles is not
completely inhibited in the absence of Yrb2p and
Ltv1p. These two factors likely form part of a more
complex pre-40S export apparatus that needs further
investigation to be fully understood. The ribosomal
protein Rps15p may be an additional component of
this apparatus both in yeast and mammalian cells.
Indeed, depletion of Rps15 (by transcriptional re-
pression in yeast or RNA interference in HeLa cells)
induces a strong accumulation of late precursors to
the mature 18S rRNA but no major defect in the
processing of earlier intermediates [195, 200]. These
late 18S precursors are retained in the nucleoplasm in
the absence of Rps15 as assessed by fluorescent in
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situ hybridization, and in yeast, the nuclear restricted
pre-40S particles contain most known non-ribosomal
factors. Incorporation of Rps15p within the pre-40S
particles may therefore be required for the acquis-
ition of export competence.
Cytoplasmic steps of ribosome biogenesis
Cytoplasmic steps of large ribosomal subunit synthesis
Nascent pre-60S particles entering the cytoplasm are
not immediately incorporated into polysomes [201].
This lag reflects the occurrence of final cytoplasmic
maturation steps necessary for the acquisition of
translational competence. During these final stages,
the few non-ribosomal components (including
Alb1p, Arx1p, Nmd3p, Nog1p, Rlp24p, Tif6p) that
bind to the pre-60S particles in the nucleus and are
exported to the cytoplasm while bound to the
particles, will be removed sequentially in a carefully
controlled fashion. This sequential dissociation proc-
ess requires the interplay of several strictly cytoplas-
mic factors, including ATPases and GTPases that
presumably perform proofreading functions and
induce conformational rearrangements upon nucleo-
tide hydrolysis. The removal process is also coupled
with incorporation of the last ribosomal proteins,
including Rpl24p. Inactivation of the cytoplasmic
factors required for these removal steps has two
major consequences: (i) nuclear pre-rRNA process-
ing steps and pre-60S subunit export are inhibited
due to failure to recycle shuttling pre-60S compo-
nents back into the nucleus and (ii) stalled nearly
mature 60S subunits are unable to associate with 40S
subunits to engage in translation.
Release of the export adaptor Nmd3p
Dissociation of Nmd3p from cytoplasmic pre-60S
particles and its recycling back to the nucleus is crucial
for subsequent rounds of nucleo-cytoplasmic trans-
port of nascent pre-60S subunits. This removal re-
quires the ribosomal Rpl10p protein, its binding
partner Sqt1p and the cytoplasmic putative GTPase
Lsg1p. Arlen Johnson and colleagues propose that the
Sqt1p-assisted integration of Rpl10p into pre-60S
subunits in the cytoplasm is a prerequisite for the
Lsg1p-driven removal of Nmd3p [202, 203]. Whether
Rpl10p associates with the 60S subunits in the
cytoplasm remains a controversial issue, however.
Indeed, Rpl10p may have a nuclear phase since it
contains a functional NLS [183], some altered Rpl10p
proteins accumulate in the nucleus [204] and even
wild-type Rpl10p concentrates in the nucleus in
exosome mutant rrp44/dis3–1 cells [183].
Removal of the export receptor Arx1p and the
putative anti-association factor Tif6p
In addition to Lsg1p and Sqt1p, several non-ribosomal
cytoplasmic factors required for the cytoplasmic
maturation of pre-60S particles have been identified,
including Drg1p, Efl1p, Jjj1p, and Rei1p. The cyto-
plasmic AAA-ATPase Drg1p probably intervenes at
an early stage of this process [205, 206]. Indeed,Drg1p
dissociates from pre-60S particles before Lsg1p and
Rei1p associate with them and is needed for Rei1p
binding to the particles [205]. Inactivation of Drg1p
inhibits the release of Arx1p, Nog1p, Rlp24p and
Tif6p from pre-60S particles. In the case of Arx1p and
Tif6p at least, their retention on pre-60S particles is
unlikely to be the direct result of Drg1p inactivation
because in wild-type conditions they remain bound to
the particles after Drg1p dissociation [205]. Lack of
Rei1p in turn inhibits the recycling of Alb1p, Arx1p
and Tif6p, but not Rlp24p, back into the nucleus [194,
207]. In addition, lack of Jjj1p also inhibits the nuclear
recycling of Alb1p and Arx1p, but not of Tif6p, due to
stalling of Alb1p and Arx1p on pre-60S particles [208,
209]. Jjji1p could act together with the Ssa1p chaper-
one, since Jjj1p is able to stimulate theATPase activity
of Ssa1p in vitro [209]. In contrast, according to
Lebreton and colleagues, lack of Rei1p does not
prevent the release of Alb1p and Arx1p as a complex
from pre-60S particles but inhibits their nuclear
recycling as such [207]. However, the team of A.
Johnson detects a retention of Arx1p on pre-60S
particles when Rei1p is absent [194]. The reason for
this discrepancy is unknown. Lack of Rei1p is also
associated with the retention of Tif6p on pre-60S
particles [207]. Strikingly, in strains lacking Rei1p and
either Alb1p or Arx1p, Tif6p is not stalled on pre-60S
particles and is recycled normally into the nucleus.
Thus, Lebreton and colleagues propose that it is the
accumulation of the Alb1p-Arx1p complex in the
cytoplasm due to the absence of Rei1p that inhibits
Tif6p release from pre-60S particles [207]. Release of
Tif6p also depends upon the activity of Sdo1p [210]
and of the Efl1p GTPase [211]. Efl1p is likely to
directly target Tif6p, since in in vitro assays, recombi-
nant Efl1p can remove recombinant Tif6p bound to
purified 60S subunits in the presence of GTP [211].
The available data thus suggest that Tif6p removal
requires the proper execution of several prior matu-
ration steps in the cytoplasm, probably to ensure that
only carefullymonitored 60S subunits fully competent
for translation are capable of shedding Tif6p (Fig. 6).
Indeed, premature removal of Tif6p might cause
incorporation of immature 60S subunits into poly-
somes, as Tif6p binding to 60S subunits prevents their
association with 40S subunits [211–213].
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Cytoplasmic steps of small subunit synthesis
Cytoplasmic dimethylation of 18S rRNA. In S.
cerevisiae, the exported 20S pre-rRNA undergoes
dimethylation of two adjacent adenine bases (S.
cerevisiae A1779 and A1780) at the very 3’ end of
18S rRNA [71]. These base modifications are con-
served from bacteria to eukaryotes and are catalysed
by the Dim1p dimethylase in yeast [214]. Interest-
ingly, although the dimethylation is proposed to occur
in the cytoplasm, Dim1p associates in the nucleolus
with the 90S particle and is required for the early pre-
rRNA cleavages at sites A1 and A2 [215]. Altered
Dim1p proteins inactive in 18S rRNA dimethylation
are still able to support normal pre-rRNA processing
and growth [215, 216]. Thus, it is probably the
involvement of Dim1p in ribosome assembly that
renders this factor essential. The 18S rRNA dimethy-
lations are believed to be required for optimal 40S
ribosomal subunit function since extracts from strains
lacking these modifications are inactive in in vitro
translation assays [216]. The K homology (KH)-
domain-containing protein Dim2p/Pno1p is also re-
quired for 20S pre-rRNA dimethylation [162]. De-
pletion of this factor leads to the same pre-rRNA
processing defect as that observed in Dim1p-depleted
cells [162]. Since Dim2p and Dim1p can be co-
precipitated in cell extracts and since the KH domain
is a well-characterized RNA-binding domain, Dim2p
has been proposed to recruit Dim1p to 90S particles
via a direct interaction with the 35S pre-rRNA.
Since adenine dimethylation of 20S pre-rRNA is a
cytoplasmic event, association with dimethylated 20S
pre-rRNAcanbe tested to assess the presence of given
pre-ribosomal proteins within cytoplasmic pre-40S
particles. Using this assay, it has been established that
Dim1p, Dim2p, Enp1p, Hrr25p, Nob1p, Rio2p,
Rrp12p and Tsr1p are associated with cytoplasmic
pre-40S particles [158, 160–162].
Cytoplasmic production of the 3’end of mature 18S
rRNA
In yeast, the last pre-rRNA processing step leading to
mature 18S rRNA is the cytoplasmic endonucleolytic
cleavage of the 20S pre-rRNAat siteD, at the junction
between the 3’ end of 18S rRNA and ITS1. It has long
been held that in mammalian cells in contrast, all
processing steps generating mature 18S rRNA occur
within the nucleus. However, Rouquette and collab-
orators have shown that in human and murine cells,
similar to the situation in yeast, the so-called 18S-E
precursor to 18S rRNA, containing a 20 to 30-
nucleotide-long ITS1 extension at the 3’ end, is
converted to mature 18S rRNA in the cytoplasm
[195].
The endonuclease directly responsible for 20S pre-
rRNA cleavage at site D has not been identified with
certainty, although Nob1p has been proposed as the
best candidate so far. Nob1p, which is required for the
conversion of 20S pre-rRNA to 18S rRNA [160],
contains a PIN domain, which is related to Mg2+-
dependent 5’ to 3’ exonucleases [217, 218]. Moreover,
integrity of conserved amino acids in the PIN domain
of Nob1p, predicted to be crucial for nuclease activity,
is essential for 20S pre-rRNA processing [217, 218].
However, no in vitro assay is yet available to
demonstrate the direct involvement of Nob1p in 20S
pre-rRNA cleavage at site D.
Fap7p also plays a crucial role in D site cleavage and it
too has been suggested to be the elusive endonuclease
responsible for this cleavage [219]. Fap7p depletion
specifically inhibits cleavage of 20S pre-rRNA, lead-
ing to its massive accumulation in the cytoplasm.
Fap7p only transiently interacts with pre-40S particles
and its depletion does not inhibit their assembly or
transport. Contrary to Nob1p, Fap7p fails to display
any obvious homology with known nucleases; rather,
Figure 6. Cytoplasmic events required for the release of the anti-
association factor Tif6p fromyeast pre-60S pre-ribosomal particles.
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it belongs to a family of P-loop kinases related to
ribonucleoside kinases [219]. Although Fap7p fails to
display any enzyme activity in vitro, alteration of its
Walker A and B motifs inhibits growth and 20S pre-
rRNA processing. Thus, it is probable that D site
cleavage requires NTP hydrolysis by Fap7p.
Two other key players in 20S pre-rRNA processing,
Rio1p and Rio2p, belong to a conserved family of
atypical protein kinases, the RIO proteins, and show
an in vitro protein kinase activity [220–226]. Deple-
tion of each of these proteins in yeast leads to
cytoplasmic accumulation of 20S pre-rRNA [164,
165]. Despite some sequence and structural homology
[226], Rio1p and Rio2p are not functionally redun-
dant [164]. Rio2p stably associates with the pre-40S
particle whereas Rio1p is not detected in TAP studies,
presumably because it interacts more transiently with
the pre-40S particles [158, 227]. Interestingly, a variant
of Rio2p displaying reduced kinase activity in vitro
does not fully support 20S pre-rRNA processing in
vivo and the kinase activity of Rio1p is essential in
vivo [221, 222]. Thus it is likely that phosphorylation
events catalysed by the RIO kinases are necessary for
site D cleavage, but the in vivo substrates of the RIO
kinases remain unknown. At least some aspects of the
final pre-rRNA maturation step leading to 18S syn-
thesis are conserved from yeast to humans, since
depletion of RIOK2, the human counterpart of yeast
Rio2p, results in 18S-E accumulation in the cytoplasm.
[195]. The involvement of RIOK1, the human Rio1p
homologue, in small-subunit maturation has not yet
been tested. Interestingly, a RIO3 protein sub-family,
more related to theRIO1 thanRIO2proteins, appears
in multicellular organisms but no data are available
about its involvement in small ribosomal subunit
biogenesis [226].
Several small subunit ribosomal proteins, including
Rps0p, Rps2p, Rps3p, Rps10p, Rps20p, Rps21p,
Rps26p and Rps28p are also implicated in the
cytoplasmic maturation of the 20S pre-rRNA [39,
228, 229]. In addition, alterations to the C-terminal
extension of Rps14p result in a massive accumulation
of 20S pre-rRNA in the cytoplasm [230]. Interestingly,
depletion of Rps14p leads to early pre-rRNA proc-
essing defects and loss of 20S pre-rRNA accumulation
[39]; thus, Rps14p is required for both early and late
stages of pre-rRNA processing. The C-terminal do-
main of Rps14p, as well as Rps0p and Rps2p seem to
lie in the vicinity of the 3’-end of 18S rRNA [231]. As
no known nuclease domain is present within these
ribosomal proteins, they are probably implicated in
securing the proper 20S pre-rRNA conformation for
D site cleavage and/or in the recruitment of necessary
transacting factors. Indeed, the in vitro detection of a
direct interaction betweenRps14p and Fap7p suggests
that the former recruits the latter to pre-40S particles
[219].
Maturation events leading to the stable incorporation
of ribosomal proteins within the mature small riboso-
mal subunit.Rps3p can be released from purified pre-
40S particles by high-salt washes, whereas it remains
bound to mature 40S ribosomal subunits under the
same conditions [169]. This suggests that Rps3p is not
integrated in the same fashion in the two types of
particle. Strikingly, electron microscopy images of
purified pre-40S and mature 40S particles show that
the former lack a distinct beak structure, conspicuous
in the latter. This structure is formed by a protrusion of
helix 33 of 18S rRNA, at the basis of which Rps3p is
placed. Lack of this beak structure in nuclear pre-40S
particles might facilitate their nuclear export. Schfer
and colleagues propose that, following translocation
through the nuclear pore, pre-40S particles acquire the
beak structure, an event linked with the final stable
positioning of Rps3p within the 40S subunit [169].
Schfer and colleagues further suggest that this
conformational rearrangement requires the dephos-
phorylation, by an unknown phosphatase, of Rps3p,
previously phosphorylated in the nucleus by Hrr25p
(Fig. 7). Data supporting this model can be summar-
ized as follows [169]. Purified pre-40S particles can
acquire the beak structure in vitro if they are first
incubated with ATP, leading to Rps3p phosphoryla-
tion, followed by treatment with a phosphatase. In
addition, these successive phosphorylation/dephos-
phorylation steps lead to the salt-resistant association
of Rps3p with the particles. Rps3p is probably
phosphorylated by Hrr25p, since Rps3p associated
with pre-40S particles purified from Hrr25p-depleted
cells fails to be phosphorylated under the conditions
just described. Finally, Rps3p does not achieve stable
integration within 40S subunits in Hrr25p-depleted
cells. Although these experimental data support the
aforementioned model, no data are currently avail-
able that actually demonstrate that phosphorylation
of Enp1p/Ltv1p/Rps3p occurs in the nucleus and that
the dephosphorylation step occurs in the cytoplasm in
vivo.
Several other small-subunit ribosomal proteins may
likewise undergo late restructuring events leading to
their stable integration within mature 40S subunits.
Indeed, Ferreira-Cerca and collaborators have no-
ticed that several small subunit ribosomal proteins
interact in a more stable fashion with 18S rRNA than
with 20S pre-rRNA [38].
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Quality control of ribosome biogenesis
Mutations that impair a specific step of eukaryotic
ribosome biogenesis do not lead to massive accumu-
lation of the corresponding pre-rRNAs, with the
exception of mutations that impair the cytoplasmic
conversion of 20S pre-rRNA to mature 18S rRNA. It
was thus hypothesized that quality control mecha-
nism(s) function in the nucleus to detect and degrade
faulty and/or stalled pre-ribosomal particles [232].
Convincing evidence for such nuclear quality control
has recently been provided by Dez and collaborators
[233]. They demonstrate that inactivation of the
Sda1p protein, a component of late pre-60S pre-
ribosomal particles, leads to a very quick nuclear
retention of these particles and to the decreased
accumulation of their RNA components, presumably
reflecting their degradation. Indeed, normal accumu-
lation of these RNA components (27S pre-rRNA and
25S rRNA) is restored in strains defective for both
Sda1p and the exosome component Rrp6p, strongly
suggesting that the exosome is involved in their
turnover. Under these conditions, moreover, in-
creased levels of polyadenylated 27S pre-rRNAs and
25S rRNAs are detected. Normal accumulation of 27S
pre-rRNAs and 25S rRNAs is also restored in a strain
defective for both Sda1p and Trf4p, the polyA
polymerase of the Trf4p-Air2p-Mtr4p-polyadenyla-
tion (TRAMP) complex; in this case however, no
polyadenylated 27S pre-rRNAs and 25S rRNAs are
observed. The TRAMP complex has been shown to
stimulate the degradation by the exosome of aberrant
pre-tRNAs, pre-snRNAs, pre-snoRNAs and cryptic
RNA Pol II transcripts [234–238]. One step required
for such degradation is the polyadenylation of these
substrates by the polyA polymerase component of
TRAMP. Hence the most straightforward interpreta-
tion of the data of Dez and collaborators is that the
RNA components of pre-60S pre-ribosomal particles
retained in the nucleus are polyadenylated by the
Trf4p component of TRAMP and degraded by the
exosome. Soon after Sda1p inactivation, components
of pre-60S pre-ribosomal particles, TRAMP, and the
exosome accumulate in a sharp nucleolar focus. This
accumulation is not seen when TRAMP or exosome
components are absent. Therefore, it is likely that this
nucleolar focus, termed the No-body, is the site
where the RNA components of the stalled pre-
ribosomal particles are degraded. The protein com-
ponents of the particlesmay be degraded elsewhere or
recycled, since the No-body does not seem to be
enriched for proteasome components. One remaining
key question is how TRAMP and the exosome
distinguish between normal and defective pre-ribo-
somes, to only eliminate the latter.
Figure 7. Model of the phosphorylation/dephosphorylation events
that regulate stable integration of Rps3p into mature yeast 40S
subunits. The lightning arrow indicates that Hrrp25p probably
directly phosphorylates Rps3p and Enp1p within pre-40S pre-
ribosomal particles. The identity of the phosphatase responsible for
the dephosphorylation of Rps3p is unknown.
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Interestingly, mature cytoplasmic ribosomal RNAs
seem also to be under surveillance. LaRivire and
collaborators have recently shown that 18S rRNAs or
25S rRNAs bearing point mutations in the decoding
center or in the peptidyltransferase center, respec-
tively, are synthesized normally but display markedly
decreased stability [239]. The components of this
cytoplasmic surveillance mechanism remain un-
known.
Perspectives
In the past decade,we have seen an enormous increase
in the number of known factors dedicated to the
synthesis of eukaryotic ribosomes. We are now faced
with the task of understanding how each of them fits in
the jigsaw puzzle: when and how do they associate
with pre-ribosomal particles and leave, and more
importantly, what are their actualmolecular functions.
Experiments described in this review demonstrate
that we have started to tackle these issues for a limited
number of pre-ribosomal factors. Understanding their
roles will require determination of their three-dimen-
sional structure coupled with in vivo mutational
studies and biochemical assays to assess the functional
importance of seemingly key residues in the structure.
It will also involve the determination of pre-ribosomal
particle neighborhoods. This has classically been
done by genetic and biochemical approaches. How-
ever, landmark studies by theHurt team show that it is
now possible to analyse the structure of pre-ribosomal
particles by electron microscopy and even to recon-
stitute a pre-ribosomal particle maturation step in
vitro [157, 169]. Have most of the factors involved in
ribosome biogenesis been identified? It is possible
that components of pre-ribosomal particles with very
low steady-state accumulation (such as 90S particles
containing 33S pre-rRNA) or components displaying
very transient or labile association with pre-ribosomal
particles have been missed. The novel, one-step fast
purification protocol [91] may prove ideal to identify
such factors and, who knows, may even allow the
identification of the elusive yeast endonuclease(s)
cleaving sites A0, A1, A2 and C2.
Given the crucial importance of manufacturing effi-
cient and reliable ribosomes, it comes as no surprise
that cells have evolved quality control mechanisms to
monitor ribosome biogenesis. Yet it is only very
recently that the existence of such mechanisms has
been proven experimentally. One key and as yet
totally unexplored issue is how quality control mech-
anisms recognize faults in ribosomes. Equally little
investigated is the probable link between late cyto-
plasmic steps of ribosome biogenesis and translation
initiation. Translation itself is most probably funda-
mental to the quality control of cytoplasmic ribo-
somes, the mechanistic details of which are totally
unknown.
Ribosomes are not all identical. For example, they
may differ in the nature of their 5.8S [97] and 5S [240]
rRNA components, and in S. cerevisiae at least, they
may contain different combinations of ribosomal
protein paralogues. Moreover, it is likely that riboso-
mal proteins and rRNAs display some diversity in
their pattern of post-translational and post-transcrip-
tional modifications, respectively. Some experimental
evidence supports the hypothesis that different ribo-
somes translate different subsets of mRNAs [94, 241].
If so, to what extent is the manufacture of different
ribosomes a controlled process or merely the result of
stochastic events? Does the cell modify ribosome
biogenesis pathways to adjust manufacture of differ-
ent subtypes of ribosomes to meet varying transla-
tional needs?
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III. Maturation cytoplasmique de la petite sous-unité 
ribosomique chez les Eucaryotes 
 
La maturation de l’ARNr de la petite sous-unité s’achève dans le cytoplasme par 
deux événements principaux  (Figure 22): 
- la modification chimique du pré-18S consistant en la méthylation de deux 
adénines proches de l’extrémité 3’ du futur ARNr 18S mature 
- la coupure de la séquence située en 3’ de l’ARNr 18S. Chez S. cerevisiae, le 
précurseur de l’ARNr 18S mature est appelé pré-ARNr 20S. Il contient l’ARNr mature 18S 
ainsi qu’environ 200 nt correspondant à l’extrémité 5’ de l’ITS1. Après la coupure, le 
fragment 5’ ITS1 est éliminé par l’exonucléase 5’-3’ Xrn1p (Stevens et al., 1991).  
Dans les cellules humaines, pendant longtemps, le modèle proposait que la dernière 
étape de maturation par clivage du pré-18S ait lieu dans le noyau. Depuis 2005, une étude 
publiée par l’équipe de Pierre-Emmanuel Gleizes a permis de démontrer qu’une étape de 
clivage du pré-18S existe également dans le cytoplasme chez les cellules humaines 
(Rouquette et al., 2005). Le précurseur direct de l’ARNr 18S a été nommé 18S-E et 
consiste en une extension d’environ 20 à 30 nt de l’extrémité 3’ de l’ARNr 18S (Figure 
23).  
Selon le modèle admis, la maturation de la petite sous-unité est un pré-requis à 
l’initiation de la traduction effectuée par la sous-unité 40S puisque que les précurseurs de 
l’ARNr 18S ne sont pas retrouvés dans les fractions polysomales chez la levure (Udem and 
Warner, 1972).  
La diméthylation et la coupure des précurseurs de l’ARNr 18S dépendent de 
facteurs protéiques interagissant directement ou indirectement avec ces précurseurs. 
Depuis quelques années, la technique de purification d’affinité en tandem suivie d’une 
analyse par spectrométrie de masse a permis la description de la composition protéique de 
nombreux complexes chez la levure. Ainsi, la composition en protéines non ribosomiques 
associées de manière stable au pré-ARNr 20S a été déterminée chez la levure. Les 
particules pré-40S sont ainsi composées des protéines Dim1p, Dim2p, Rio2p, Hrr25p, 
Ltv1p, Enp1p, Rrp12p, Tsr1p et Nob1p (Gavin et al., 2002; Schafer et al., 2003) (Figure 
22). Cependant, certains facteurs faiblement exprimés et/ou associés de manière plus 
transitoire aux particules pré-40S échappent à ces études. Ainsi, les protéines Rio1p, Fap7p 
et Prp43p, toutes impliquées dans la maturation de la petite sous-unité, ne sont que très 
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Figure 22 : Schéma de la maturation de la petite sous-unité chez S. cerevisiae 
Les protéines non-ribosomiques Dim1p, Dim2p, Hrr25p, Rrp12p, Tsr1p et Enp1p sont contenues dans la 
particule pré-90S. Après la coupure en A2 séparant le futur ARNr mature de la petite sous-unité, les protéines 
Rio1p, Rio2p et Nob1p entrent en interaction avec la particule pré-40S. Lensemble de ces protéines non –
ribosomiques semblent être exportées avec la future petite sous-unité. Dans le cytoplasme, certaines de ces 
protéines non-ribosomiques (dont Fap7p pour qui le niveau de recrutement reste énigmatique)  et quelques 
protéines ribosomiques sont impliquées directement ou indirectement dans la coupure au site D.   
Principalement adapté des travaux de Schafer et al., 2003 
 Diméthylation du pré-ARNr 20S par Dim1 
Figure 23 : Schéma de la maturation de la petite sous-unité chez lHomme 
RioK2 facilite lexport de la particule pré-40S contenant le 18S-E. Une fois dans le cytoplasme, RioK2 est 
nécessaire au décrochage des facteurs hEnp1, et, hDim2, hLtv1 et hNob1 de par son activité protéine kinase. 
De plus, RioK2, de par son activité protéine kinase, est nécessaire à la maturation du  pré-ARNr 18S-E en 
ARNr 18S mature. 
Adapté de Rouquette et al., 2005 
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Figure 24 : Les protéines à domaine RIO 
A- Représentation schématique des protéines à domaine RIO. Les protéines Rio1, Rio2 et Rio3 sont définies 
par des extrémités N- et C-terminales qui leur sont propres ainsi que quelques différences au niveau du 
domaine protéine kinase RIO. 
B- C- Structure des protéines Rio1 et Rio2 dA. fulgidus. Les lobes N-terminaux du domaine RIO sont en 
bleu, C-terminaux rouge et la charnière verte. En magenta est représenté le domaine winged helix retrouvé 
seulement chez les protéines Rio2.  En jaune est représentée la boucle flexible. C représente la boucle 
catalytique.  





rarement retrouvées en complexe avec les particules pré-40S. Parmi les protéines non 
ribosomiques associées à la particule pré-40S, seule l’absence de Rio1p, Rio2p, Nob1p, 
Tsr1p ou Fap7p résulte en un défaut de coupure cytoplasmique du pré-ARNr 20S (Fatica et 
al., 2003; Gelperin et al., 2001; Granneman et al., 2005; Leger-Silvestre et al., 2004; 
Vanrobays et al., 2003; Vanrobays et al., 2001). L’absence ou certains mutants de 
protéines ribosomiques ont également pour conséquence un défaut de coupure du pré-
ARNr 20S. Depuis peu, l’immunoprécipitation des particules pré-40S humaines a pu 
mettre en évidence une conservation des facteurs les composant (Zemp et al., 2009). En 
effet, les homologues humains des protéines Tsr1, Ltv1, Enp1, Nob1, Dim2 et Rio2 
coexistent dans un complexe contenant le pré-ARNr 18S-E (Figure 23). 
 
A. Dim1, la diméthylase catalysant la modification chimique 
tardive des particules pré-40S  
 
 Durant la biogenèse de la petite sous-unité, deux adénosines adjacentes sont 
converties en N6,N6-diméthyladénosines par un groupe universellement conversé de 
méthyltransférases orthologues. Chez les bactéries, cet enzyme est nommé KsgA, la 
mutation du gène codant cette protéine conduisant à la résistance à l’antibiotique 
kasugamycin (Poldermans et al., 1979; van Buul and van Knippenberg, 1985). KsgA 
confère la résistance à la kasugamycine en méthylant l’ARNr 16S de la petite sous-unité. 
Chez les archées et les eucaryotes, cette diméthyltransférase est nommée Dim1 (Lafontaine 
et al., 1994). La famille KsgA/Dim1 est une des rares familles conservées dans toute 
cellule vivante.  
 Chez la levure, si le modèle décrivant la diméthylation de l’ARNr 18S comme un 
événement cytoplasmique est le plus répandu (Brand et al., 1977), une étude rapporte 
l’existence de pré-ARNr 32S nucléolaire diméthylé (Lafontaine et al., 1995). Une 
possibilité est que la diméthylation ne soit pas régulée dans l’espace, la protéine Dim1p 
étant recrutée très précocement sur le pré-ARNr 35S, mais que la majorité de la 
diméthylation se fasse dans le cytoplasme.    
 La protéine Dim1p essentielle chez S. cerevisiae, en addition à son rôle dans la 
diméthylation de l’ARNr 18S, est impliquée dans les coupures précoces du premier 
précurseur généré, le pré-ARNr 35S. En effet, l’absence de Dim1p entraine des défauts de 
coupures aux sites A0, A1 et A2 (Lafontaine et al., 1995). Une recherche de mutants 
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permettant de découpler son implication dans la maturation de l’ARNr ribosomique d’une 
part, et, dans la diméthylation de l’ARNr 18S d’autre part, a alors été entreprise. Le mutant 
thermosensible dim1-2 a ainsi été isolé (Lafontaine et al., 1998). A température permissive, 
la maturation du pré-ARNr 35S n’est pas affectée mais la diméthylation est bloquée. De 
manière intéressante, la croissance de la souche n’est pas affectée démontrant que la 
diméthylation n’est pas essentielle in vivo.  Cependant, des extraits de la souche dim1-2 
sont non compétents pour des essais de traduction in vitro. Ainsi, il a été proposé que la 
diméthylation ait un rôle dans l’ajustement de la traduction.   
  
B. Les protéines RIO, des protéines kinase impliquées dans 
l’ultime étape de maturation de la petite sous-unité 
 
1. Caractérisations structurale et biochimique du domaine RIO 
La famille de protéines RIO a été définie comme l’ensemble des protéines 
contenant un domaine RIO, domaine retrouvé tout d’abord dans la protéine Rio1p 
(Angermayr et al., 2002). Bien que présentant la signature globale d’un domaine protéine 
kinase, le domaine RIO possède une faible similarité de séquence avec les protéines kinase 
eucaryotes (ePKs). De plus, sur les 11 sous-domaines présents dans les protéines kinase 
eucaryotes, seuls 8 sont présents (Angermayr et al., 2002). Les sous-domaines manquant 
sont le sous-domaine généralement impliqué dans la liaison au substrat ainsi que la boucle 
d’activation, une séquence souvent phosphorylée permettant l’activation des protéines 
kinase. Ainsi, les protéines à domaine RIO ont été classées comme protéines kinase 
atypiques (Manning et al., 2002). Des protéines à domaine RIO sont retrouvées depuis les 
archées jusqu’à l’Homme. Tous les organismes contenant des protéines à domaine RIO 
possèdent deux protéines RIO. Une qui est plus similaire à Rio1p, et, une plus similaire à 
Rio2p, mais définie par son domaine « winged-helix » en N-terminal, un domaine souvent 
impliqué dans la liaison aux acides nucléiques. Une troisième protéine à domaine RIO est 
retrouvée chez les eucaryotes pluricellulaires. Cette troisième sous-famille est beaucoup 
plus similaire en séquence aux protéines RIO1 qu’aux protéines RIO2 (Figure 24-A).  
Des essais de phosphorylation in vitro de la protéine Rio1p de levure produite chez 
E. coli ont permis de mettre en évidence une activité d’autophosphorylation mais 
également de phosphorylation de substrats hétérologues (Angermayr et al., 2002). De plus, 
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la mutation d’acides aminés importants pour l’activité catalytique abolit son activité 
protéine kinase. La protéine Rio2p produite chez E. coli est également capable de 
s’autophosphoryler et de phosphoryler un substrat hétérologue (Geerlings et al., 2003). 
Très récemment, il a été démontré que la protéine Rio2 humaine (RioK2) produite et 
purifiée chez E. coli est capable d’autophosphorylation in vitro (Zemp et al., 2009).  
La structure des protéines Rio1 et Rio2 de l’archée Archaeglobus fulgidus a été 
déterminée (Laronde-Leblanc et al., 2005; LaRonde-LeBlanc and Wlodawer, 2004) 
(Figures 24-B-C). La conformation du domaine RIO de ces deux protéines est très 
similaire. Il consiste en  deux lobes reliés par une séquence charnière. Le lobe N-terminal 
contient six feuillets β et une longue hélice α qui clôturant l’arrière du site de liaison à 
l’ATP. Le lobe C-terminal contient la boucle de liaison à l’ion métal ainsi que la boucle 
catalytique. Cette structure globale est similaire aux ePKs. Cependant, le domaine RIO 
contient une insertion de 18 à 27 acides aminés dans le lobe N-terminal. Cette région est 
appelée « boucle flexible » car très désordonnée dans la structure de Rio2. De manière 
intéressante, la boucle flexible de Rio1 peut être autophoshorylée in vitro (Laronde-
Leblanc et al., 2005). La sérine phosphorylée n’est cependant pas conservée au cours de 
l’évolution. Il est à noter que la distance séparant l’aspartate impliqué dans la catalyse du 
phospho-transfert et le γ-phosphate est relativement grande. En effet, elle est de 3.8Ǻ chez 
la Proteine Kinase A mais d’environ 5.5Ǻ chez les protéines RIO. Ainsi, le mécanisme par 
lequel l’aspartate des protéines RIO participe dans le phospho-transfert ne doit pas être 
identique à ceux utilisés par les ePKs.  
 
2. Implication des protéines RIO dans la maturation de la petite sous-unité 
La base de l’implication des protéines RIO dans la biogenèse des ribosomes 
provient d’un crible de létalité synthétique chez S. cerevisiae. En effet, une mutation de 
RIO1 est synthétique létale avec une mutation de GAR1, une protéine cœur des snoARN 
H/ACA et impliquée dans la maturation de la petite sous-unité (Vanrobays et al., 2001). La 
déplétion de cette protéine entraine une accumulation cytoplasmique de pré-ARNr 20S, le 
précurseur de l’ARNr 18S. Cette accumulation, bien que non quantifiée, est très importante 
puisque l’intermédiaire de maturation 20S peut être détecté sur gel d’agarose marqué au 
bromure d’éthidium. En accord avec son implication dans la maturation du pré-ARNr 20S, 
une version étiquetée de Rio1p sédimente dans les fractions 40S et co-immunoprécipite 
une fraction de pré-ARNr 20S. De manière intéressante, il faut noter également un 
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enrichissement en ARNr mature 18S (aucun enrichissement en ARNr 25S n’est observé). 
Enfin, la protéine Rio1p étiquetée semble exclusivement cytoplasmique à l’équilibre. 
Cependant, si l’on bloque l’export des sous-unités ribosomiques, Rio1p s’accumule dans le 
noyau et sédimente à 40S (Vanrobays et al., 2003). Ainsi, le modèle proposé est que Rio1p 
entrerait en interaction avec la particule pré-40S dans le noyau, transiterait du noyau vers 
le cytoplasme avec cette particule puis serait requise alors pour la maturation du pré-ARNr 
20S (Figure 22). Si l’on sait que l’activité protéine kinase de Rio1p est essentielle à la vie 
cellulaire (Angermayr et al., 2002), un point d’interrogation reste son implication dans 
l’étape de maturation cytoplasmique de la petite sous-unité ribosomique.  
Une recherche d’homologues de Rio1p chez S. cerevisiae a abouti à la mise en 
évidence d’une protéine contenant également un domaine RIO et présentant 19% d’identité 
et 43% de similarité (Vanrobays et al., 2003). Les deux protéines sont cependant toutes 
deux essentielles et la surexpression de l’une ne complémente pas l’absence de l’autre : 
elles ont donc des fonctions distinctes. La déplétion de la protéine essentielle Rio2p 
présente les mêmes phénotypes que ceux observés pour Rio1p, à savoir une accumulation 
cytoplasmique du pré-ARNr 20S. Cependant, il est à noter que la déplétion de Rio2p ne 
résulte pas en une accumulation de pré-ARNr 20S dans tous les fonds génétiques 
(Geerlings et al., 2003). Ceci est certainement attribuable à une fuite du promoteur 
réprimant l’expression de Rio2p. Rio2p est majoritairement cytoplasmique à l’équilibre, 
bien qu’on observe un léger marquage nucléaire (Vanrobays et al., 2003). De même que 
pour Rio1p, le blocage de l’export des sous-unités ribosomiques entraine la rétention de 
Rio2p dans le noyau ainsi que sa sédimentation avec les complexes de 40S. Ainsi, on peut 
proposer un même modèle de mode d’action pour ces deux protéines (Figure 22). 
Cependant, il est à noter que, lors de la déplétion de la protéine ribosomique rpS15p qui a 
pour effet un fort ralentissement de l’export de la sous-unité 40S, Rio2p présente une 
localisation cytoplasmique (Leger-Silvestre et al., 2004). Deux hypothèses peuvent 
expliquer ce résultat. Soit le mécanisme d’export de Rio2p est indépendant du mécanisme 
d’export de la petite sous-unité, soit rpS15p est un pré-requis au recrutement de Rio2p. 
Malheureusement, l’analyse de la composition des particules pré-40S en absence de 
rpS15p ne permet pas de trancher (Leger-Silvestre et al., 2004). De manière intéressante, 
un mutant de Rio2p présentant une activité protéine kinase réduite in vitro présente un 
défaut de maturation du pré-ARNr 20S (Geerlings et al., 2003). Ainsi, l’activité kinase de 
Rio2p semble être requise pour l’ultime étape de maturation de la petite sous-unité 
ribosomique.  
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Bien que très similaires dans leur phénotype de déplétion, une différence majeure 
entre les protéines Rio1p et Rio2p est leur stabilité et/ou leur abondance au sein des 
particules pré-40S. En effet, si l’analyse par spectrométrie de masse de la composition de 
particules pré-40S purifiées met en évidence la présence de Rio2p, Rio1p n’est que très 
rarement détectée (seulement si les quantités purifiées sont conséquentes) (Gavin et al., 
2002; Lebaron et al., 2005; Schafer et al., 2003).  
Chez les mammifères, seule la fonction de l’homologue de Rio2p a été étudiée 
(Rouquette et al., 2005; Zemp et al., 2009). Tout d’abord, RioK2 appartient à une particule 
pré-40S similaire à celle de levure (Zemp et al., 2009). De plus, RioK2 est en interaction 
avec le pré-ARNr 18S-E, le précurseur direct de l’ARNr 18S. Ainsi, RioK2 appartient à la 
particule pré-40S tardive. RioK2 est cytoplasmique à l’équilibre, mais le blocage de 
l’export NES-dépendant entraine sa rétention dans le nucléoplasme (Rouquette et al., 
2005). La déplétion de RioK2 a pour effet une accumulation cytoplasmique de 18S-E, le 
précurseur direct de l’ARNr 18S (Rouquette et al., 2005). Dans les cellules HeLa, RioK2 
est donc également nécessaire à l’ultime étape de maturation de la petite-sous unité 
ribosomique. Une étude très récente indique que l’effet de la déplétion de RioK2 résulte en 
un phénotype mixte dépendant du fond génétique des cellules HeLa (Zemp et al., 2009). 
Une partie des cellules accumule une protéine ribosomique rapportrice de la petite sous-
unité dans le noyau. Ainsi, RioK2 pourrait faciliter l’export de la petite sous-unité sans y 
être essentielle. De plus, les auteurs démontrent que l’activité protéine kinase de RioK2 est 
nécessaire au recyclage des protéines humaines homologues de Dim2p (hDim2), Ltv1p 
(hLtv1) et Nob1p (hNob1). De manière surprenante, le décrochage de l’homologue 
d’Enp1p (hEnp1) requiert la présence de RioK2 mais pas son activité kinase. De plus, 
l’activité kinase de RioK2 est impliquée dans la maturation du 18S-E. Ainsi, le modèle 
proposé par les auteurs est que RioK2 faciliterait l’export de la particule pré-40S. Une fois 
la particule pré-40S exportée, RioK2 permettrait le décrochage de hEnp1 mais également 
le recyclage de hLtv1, hDim2 et hNob1 ainsi que la maturation du 18S-E via son activité 
protéine kinase (Figure 23).  
Aucune donnée impliquant RioK1 et RioK3 dans la biogenèse des ribosomes n’est 
jusqu’alors publiée.  
Il est tentant de proposer que l’activité protéine kinases des protéines RIO jouerait 
le rôle d’interrupteur ON/OFF afin de réguler l’étape de clivage du pré-ARNr 20S via la 
phophorylation de facteurs non-ribosomiques. Par exemple, l’autophosphorylation des 
protéines RIO ou  la phosphorylation d’un substrat hétérologue de la particule pré-40S 
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pourrait faciliter le recrutement,  le recyclage de certains facteurs ou bien même activer 
l’endonucléase. Un tel modèle reste cependant encore à tester.  
  
3. Fonctions extra-ribosomiques des protéines RIO 
Chez S. cerevisiae, une fonction extra-ribosomique pour Rio1p a déjà été décrite. 
En effet, une mutation de sudD, l’homologue de RIO1 chez Emericella nidulans, avait été 
auparavant décrit comme suppresseur extra-génique d’une mutation du gène bimD 
bloquant les cellules en mitose (Anaya et al., 1998). BimD a pour homolgue PDS5 chez S. 
cerevisiae. Pds5p est une protéine requise pour la cohésion entre chromatides sœurs après 
la réplication et ce jusqu’à l’anaphase (Hartman et al., 2000). Ceci suggérait que Rio1p 
pouvait être impliquée dans le contrôle de la ségrégation des chromatides lors de la mitose. 
En effet, la déplétion ou l’expression d’un mutant de l’activité protéine kinase de Rio1p 
entraine des défauts de progression de progression du cycle cellulaire consistant en une 
accumulation des cellules en phase G1 et en fin de mitose (Angermayr et al., 2002). Des 
données récentes indiquent que la phosphorylation des six sérines situées en C-terminal par 
la CK2 est essentielle à la progression du cycle cellulaire (Angermayr et al., 2007). De 
plus, la phosphorylation des six sérines entraine la dégradation de Rio1p lors de la 
transition G1/S. Ainsi, le niveau d’expression de Rio1p est régulé au cours du cycle 
cellulaire. Cependant, il est encore difficile de vraiment conclure quant à une réelle 
implication de Rio1p dans le contrôle du cycle cellulaire. En effet, l’effet de la déplétion 
d’un grand nombre de protéines non ribosomiques a pour conséquence un défaut d’entrée 
en phase S qui semble donc, très globalement, une réponse à un problème de biogenèse des 
ribosomes (Dez and Tollervey, 2004). De plus, aucune interaction physique entre Rio1p et 
des protéines impliquées dans le cycle cellulaire n’a encore été décrite.  
RioK3 a seulement été décrite jusqu’alors comme ayant des fonctions extra-
ribosomiques. Dans les mélanomes malins, l’expression de RioK3 est significativement 
plus faible dans le front invasif de la tumeur que dans le centre de la tumeur (Roesch et al., 
2003). L’activation de la voie de signalisation cellulaire NF-κB est un événement 
permettant la progression d’un mélanome (Huang et al., 2000). Or, la surexpression de 
RioK3 inhibe la voie de signalisation NF-κB (Shan et al., 2009). A l’inverse, la déplétion 
de RioK3 active la voie NF-κB. De plus, l’implication de RioK3 dans cette voie semble 
directe puisque RioK3 est co-immunoprécipitée avec la capase-10, un facteur de la voie 
NF-κB. Enfin, l’activité kinase de RioK3 est impliquée dans l’activation de la voie NF-κB. 
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Une autre étude rapporte la surexpression de RioK3 dans le cas d’un adénocarcinome des 
cellules ductales du pancréas (Kimmelman et al., 2008). La déplétion de RioK3 chez ces 
cellules entraine une diminution de la croissance de la tumeur ainsi qu’une diminution de 
leur migration ex vivo. De plus, RioK3 présente des liens physiques avec Pak1, une 
protéine impliquée dans la voie de signalisation de la petite GTPase Rac. Cette dernière est 
impliquée dans la motilité des cellules et la formation de lamellipodes. Ainsi, la 
surexpression de RioK3 aurait pour conséquence l’activation de la voie Rac promouvant 
ainsi le pouvoir invasif. Cette activation est indépendante du domaine protéine kinase de 
RioK3.  
 
C. Nob1, l’endonucléase potentielle de la maturation du pré-
ARNr 20S 
 
Nob1p est une protéine essentielle appartenant aux particules pré-40S définies par 
purification d’affinité en tandem puis analyse de la composition par spectrométrie de 
masse (Gavin et al., 2002; Schafer et al., 2003). De plus, Nob1p étiquetée TAP sédimente 
majoritairement à 40S (bien qu’une proportion non négligeable de cette protéine sédimente 
également à 80S) et co-immunoprécipite le pré-ARN 20S diméthylé ainsi qu’une faible 
proportion de pré-ARNr 35S (Fatica et al., 2003; Schafer et al., 2003). L’implication de 
Nob1p dans la maturation de l’ARNr ribosomique a alors été testée. L’absence de Nob1p 
entraine une très forte accumulation de pré-ARNr 20S dans le cytoplasme et donc une 
diminution de l’ARNr mature 18S (Fatica et al., 2004). De manière étonnante, il est à noter 
que la surexpression de Nob1p entraine également une accumulation de pré-ARNr 20S. Il 
est cependant possible qu’un excès de Nob1p résulte en une compétition avec d’autres 
facteurs de la particule pré-40S, ralentissant alors sa maturation. Enfin, cette protéine est 
majoritairement cytoplasmique mais fait la navette entre noyau et cytoplasme comme en 
témoigne sa rétention dans le noyau dans un mutant de l’exportine Crm1p (Schafer et al., 
2003).  
Nob1p contient un domaine PIN (PilT N-terminus) or la structure d’un domaine 
PIN d’archée présente une homologie structurale avec la RNase H du phage T4 et les 
endonucléases flap (Arcus et al., 2004). La mutation d’acides aminés importants pour la 
stucture du domaine PIN entraine la létalité et une diminution de l’ARNr mature 18S aussi 
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forte que l’absence de Nob1p. Récemment, il a été observé que trois protéines à domaine 
PIN, Smg6, Swt1 et Rrp44/Dis3 présentaient une activité endonucléolytique sur l’ARN in 
vitro (Glavan et al., 2006; Lebreton et al., 2008; Schaeffer et al., 2009; Schneider et al., 
2009; Skruzny et al., 2009). L’activité endonucléolytique de Smg6 in vivo est conservée si 
l’on remplace le domaine PIN de Smg6 par le domaine PIN de Nob1 (Huntzinger et al., 
2008). Très récemment, une étude a permis de démontrer que la protéine Nob1p produite et 
purifiée chez E. coli s’associe spécifiquement in vitro à un substrat correspondant au pré-
18S (Lamanna and Karbstein, 2009). Des analyses par footprint révèlent que le site de 
liaison du domaine PIN de Nob1p est centré sur le site de coupure D. Nob1p lierait de plus 
le pré-ARNr 20S sous forme de tétramère (Figure 25). De plus, des interactions directes in 
vitro existent entre Nob1p et les protéines ribosomiques rpS5p et rpS14, cette dernière 
étant requise pour la maturation cytoplasmique du pré-ARNr 20S (voir ci-dessous). Une 
modélisation de la zone d’interaction de Nob1p avec la particule pré-40S est présentée 
Figure 26. Enfin, l’argument le plus démonstratif de Nob1 comme endonucléase est que la 
protéine Nob1p purifiée chez la levure coupe un ARN mimant une partie du pré-ARNr 20S 
au site D in vitro (communication personnelle d’Ed Hurt). En revanche, un mutant du 
domaine PIN ne réalise plus cette coupure. Ainsi, Nob1p semble bien être l’endonucléase 
requise pour la maturation du pré-ARNr 20S en ARNr mature 18S. 
Mise à part son appartenance aux particules pré-40S (Zemp et al., 2009), une 
potentielle fonction de l’homologue humain de Nob1p dans la maturation de la petite sous-
unité n’a pas été abordée.  
 
D. Les protéines non-ribosomiques Tsr1 et Fap7  
 
La protéine Tsr1p présente de l’homologie avec la GTPase Bms1p (Gelperin et al., 
2001). Cependant, Tsr1p ne possède pas de domaine de liaison au GTP. Cette protéine est 
principalement nucléolaire à l’équilibre mais est présente également dans le cytoplasme 
(Schafer et al., 2003). Cette protéine co-immunoprécipite du pré-ARNr 35S donc est très 
précocement recrutée sur les particules pré-ribosomiques. Elle co-immunoprécipite du pré-
ARNr 20S également. L’export de Tsr1p est dépendant de Crm1p, l’hypothèse la plus 
probable étant qu’elle est exportée avec le ribosome (Schafer et al., 2003). L’absence de 
Tsr1p résulte en une accumulation de pré-ARNr 20S et une baisse de la quantité d’ARNr 
Figure 25 : Modélisation dun tétramère du domaine PIN de la protéine Nob1p 
Cette modélisation est basée sur la structure des domaines PIN darchées (Arcus et al., 2004). Les quatre 
couleurs différentes représentent les quatre domaines PIN. Les flèches indiquent la position de lextrémité C-
terminale dun domaine PIN. Le trou central est assez grand pour laisser passer de lARN simple brin ou de 
lADN simple brin.   
Adapté de Fatica et al., 2003 
Figure 26 : Modèle de linteraction dun tétramère de Nob1p avec la particule 
pré-40S 
LARNr est représenté en gris, les nucléotides du site D sont représentés en vert, les domaines PIN sous 
forme de tétramère sont représenté en un dégradé de jaune. Les protéines ribosomiques sont représentées en 
violet exceptées S11 (homologue de rpS14) qui est en rouge et S2 (homologue de rpS0) qui est en rose. Ces 
deux protéines ribosomiques sont également impliquées dans la coupure au site D.  
Le cadre à gauche permet de situer Nob1p ainsi que le site D dans la structure globale dune sous-unité 
ribosomique 40S.  
Adapté de Lamanna et Karbstein, 2009 
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18S (Gelperin et al., 2001). Le pré-ARNr 20S accumulé est cytoplasmique (Leger-Silvestre 
et al., 2004). Il est cependant à noter que, lorsqu’une protéine ribosomique de la petite 
sous-unité est utilisée comme rapporteur, l’absence de Tsr1 entraine la rétention de cette 
protéine dans le noyau, suggérant ainsi que la petite sous-unité ribosomique n’est pas 
exportée (Schafer et al., 2003). L’implication de Tsr1p dans la maturation cytoplasmique 
du pré-ARNr 20S est certainement à éclaircir d’autant plus que la déplétion de 
l’homologue humain de Tsr1 dans les cellules HeLa entraine un défaut d’export de la petite 
sous-unité (P-E Gleizes, communication personnelle).  
Une étude à grande échelle des protéines impliquées dans le métabolisme des 
ARNs  chez S. cerevisiae (Peng et al., 2003) a permis de proposer l’implication de Fap7p 
dans la maturation du pré-ARNr 20S. En effet, la déplétion de Fap7p entraine une très forte 
diminution de l’ARNr mature 18S et une accumulation extrêmement marquée de pré-
ARNr 20S (Granneman et al., 2005). De plus, le pré-ARNr 20S accumulé est 
cytoplasmique. Etonnamment, cette protéine ne présente pas d’interaction évidente à 
l’équilibre avec la particule pré-40S : le pré-ARNr 20S ne co-immunoprécipite pas avec 
cette protéine et Fap7p ne sédimente pas dans des complexes de 40S. La seule évidence de 
son implication directe dans la maturation de la petite sous-unité est son interaction in vitro 
avec la protéine ribosomique rpS14, impliquée également dans la coupure du pré-ARNr 
20S (Jakovljevic et al., 2004). De manière intéressante, l’absence de Fap7p modifie les 
propriétés de sédimentation des protéines Tsr1p et Rio2p. Une fraction de ces dernières 
sédimente alors au niveau des complexes de 80S et des polysomes. De la même façon, une 
partie du pré-ARNr 20S sédimente dans cette zone lors de la déplétion de Fap7p. Ainsi, en 
absence de Fap7p, des particules pré-40S semblent être incorporées dans des complexes 
plus lourds. Cependant, les auteurs n’ont pas testé si ces complexes sont des ribosomes ou 
des complexes sédimentant de la même façon que les ribosomes. 
Fap7p est une protéine appartenant à la famille des P-loop-kinases qui sont proches 
des ribonucléosides kinase. Elle possède des motifs caractéristiques de NTPases. La 
mutation d’acides aminés conservés chez les NTPases a pour conséquence un défaut de 
croissance ainsi qu’une accumulation de pré-ARNr 20S (Granneman et al., 2005). 
Cependant,  aucune activité ATPase ou GTPase in vitro n’a été observée. 
L’homologue humain de Fap7p, hCINAP, est une protéine majoritairement 
nucléaire à l’équilibre (Santama et al., 2005). Elle se concentre à l’intérieur de corps 
nucléaires colocalisant avec la coilin, le marqueur des corps de Cajal. Ainsi, une fraction 
de hCINAP est présente dans les corps de Cajal. Une interaction physique existe également 
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en hCINAP et la coilin in vivo. Les corps de Cajal sont principalement impliqués dans la 
maturation de snARNs (Stanek and Neugebauer, 2006). Cette localisation semble plutôt 
incompatible avec une implication de l’homologue humain de Fap7p dans la maturation 
cytoplasmique de la petite sous-unité ribosomique. Cette question reste jusqu’à maintenant 
en suspens.  
Il est assez difficile de proposer un rôle moléculaire précis de l’action de ces deux 
protéines. Dans le cas de Tsr1p, aucun domaine catalytique n’a été mis en évidence. Etant 
donnée son interaction très stable avec la particule pré-40S, il est possible que le rôle de 
Tsr1p soit structural, permettant le bon assemblage de la particule pré-40S. En revanche, 
l’interaction très transitoire de Fap7p avec la particule pré-40S et l’implication de son 
domaine NTPase dans la maturation du pré-ARNr 20S tend à suggérer un rôle catalytique 
de cette protéine. Une possibilité est que Fap7p permette le recyclage NTP-dépendant des 
facteurs Rio2p et Tsr1p.  
 
E. De nombreuses protéines ribosomiques contribuent à la 
maturation cytoplasmique du pré-ARNr 20S 
 
Une étude systématique des conséquences de la déplétion de chacune des protéines 
ribosomiques de la petite sous-unité a permis de déterminer que les protéines ribosomiques 
rpS0, rpS2, rpS3, rpS10, rpS20, rpS21, rpS26 et rpS28p sont également impliquées dans la 
coupure du pré-ARNr 20S (Ferreira-Cerca et al., 2005; Ford et al., 1999; Tabb-Massey et 
al., 2003). De plus, des mutations de l’extrémité C-terminale de rpS14 et de rpS31 ont pour 
conséquence une augmentation extrêmement forte de pré-ARNr 20S dans le cytoplasme 
(Jakovljevic et al., 2004; Lacombe et al., 2009). De manière intéressante, dans ces deux 
derniers cas, une fraction du pré-ARNr 20S sédimente dans des complexes de 80S et 
polysomes. La composition de ces complexes n’a cependant pas été déterminée. Ces 
protéines n’ont pas de domaine catalytique identifié. Elles joueraient donc plutôt un rôle 
dans la structuration de l’ARNr et/ou dans le recrutement de facteurs non-ribosomiques.  
 
 
Ainsi, si l’on sait que l’absence de quelques protéines ribosomiques ou non-
ribosomiques a pour conséquence une accumulation de pré-ARNr 20S, pour la plupart il 
est difficile de leur attribuer une fonction moléculaire précise. La compréhension de cette 
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étape passera probablement par des systèmes de maturation in vitro à l’aide de particules 
pré-40S purifiées. De telles expériences ont déjà été initiées par l’équipe d’E. Hurt en ce 
qui concerne l’export de la petite sous-unité ribosomique (Schafer et al., 2006). Des 
particules pré-40S purifiées présentent une structure particulière en cryomicroscopie, 
dénuées du « bec » caractéristique des sous-unités 40S matures, si elles sont incubées in 
vitro avec de l’ATP. Or l’incubation de la particule pré-40S avec de l’ATP in vitro permet 
le décrochage d’un sous-complexe Enp1p/Ltv1p/rpS3. Si l’incubation in vitro avec de 
l’ATP est suivie d’une incubation avec une phosphatase, rpS3 est de nouveau liée à la 
particule pré-40S et sa morphologie présente le « bec ». La phosphorylation de rpS3 in vivo 
dépend de la protéine kinase Hrr25p. Il a été ainsi proposé que la phosphorylation de rpS3 
par Hrr25p dans le noyau facilite l’export de la particule pré-40S en modifiant sa 
conformation. Une fois dans le cytoplasme, l’action d’une phosphatase permettrait 
d’intégrer rpS3 de nouveau à la particule pré-40S, rendant sa conformation proche de celle 
des sous-unités 40S matures. Cependant, si l’activité de la protéine kinase est régulée n’est 
pas connu. Par analogie, on ne sait pas si le clivage du pré-ARNr 20S est une étape 
régulée, si son efficacité change en fonction des conditions de croissance, par exemple.  
Il est cependant important de noter que la déplétion de Fap7p ainsi que l’expression 
de mutants des protéines ribosomiques rpS31 et rpS14 a pour conséquence la co-
sédimentation d’une partie du pré-ARN 20S avec les complexes de 80S et les polysomes. 
Il est vraiment tentant de spéculer qu’un défaut de maturation de pré-ARNr 20S 
n’empêcherait pas l’initiation de la traduction ainsi que la formation de ribosomes 
contenant des particules pré-40S, voire que des ribosomes contenant des particules pré-40S 












IV. Contrôle-qualité des ARN chez les eucaryotes 
 
La quantité de molécules d’ARN produites par une cellule est très importante. Par 
exemple, si l’on considère que 30 précurseurs d’ARNr sont produits par seconde chez une 
levure en phase exponentielle de croissance, ce ne sont pas moins de 200 000 nucléotides 
qui sont incorporés par seconde. A cela se rajoutent la transcription en ARNm de milliers 
de gènes ainsi que la transcription abondante des ARNt, snARN et snoARN. De plus, la 
plupart des ARNs synthétisés subissent des étapes de maturation post-transcriptionnelles et 
des incorporations au sein de complexes protéiques. Etant donnée l’importance 
métabolique de l’ensemble de ces étapes, des mécanismes de surveillance permettent de 
s’assurer du bon déroulement de la biogenèse des ARNs, depuis leur transcription jusqu’à 
la mise en place de RNPs matures. Ainsi, des mécanismes de contrôle-qualité des ARNs  
permettent de dégrader les RNPs aberrantes existantes, certainement afin de ne pas 
accumuler des intermédiaires potentiellement toxiques pour une cellule.  
Après avoir présenté l’exosome, un complexe situé au carrefour du métabolisme 
des ARNs, les mécanismes de contrôle-qualité nucléaires puis cytoplasmiques des ARNs 
seront développés. 
 
A. L’exosome, un acteur important de la dégradation des ARNs 
 
L’exosome constitue le complexe protéique assurant la majorité de la dégradation 
3’-5’ des ARNs au sein de la cellule eucaryote (Lebreton and Seraphin, 2008). Il est à la 
fois présent dans le noyau et le cytoplasme mais avec une composition différente dans 
chacun de ces compartiments. Dans le noyau, il participe à la maturation des ARNr, des 
snoARN, des snARN (Allmang et al., 1999) mais également à la majorité des mécanismes 
nucléaires de contrôle-qualité. Dans le cytoplasme, il constitue la voie de dégradation 
« mineure » des ARNs cytoplasmiques mais est également impliqué dans divers 





1. Composition et structure de l’exosome  
Le cœur protéique de l’exosome de levure est composé de 10 sous-unités (Rrp4p, 
Rrp40p, Csl4p, Ski6p/Rrp41p, Rrp42p, Rrp43p, Rrp45p, Rrp46p, Mtr3p et Dis3p/Rrp44p) 
et est présent à la fois dans le noyau et le cytoplasme. Dans le cytoplasme, ce cœur 
protéique s’associe à la protéine Ski7p générant ainsi l’exosome cytoplasmique 
fonctionnel. En revanche, l’exosome nucléaire fonctionnel est le fruit de l’association du 
cœur protéique avec l’exonucléase Rrp6p et la protéine Rrp47p. 
La détermination de la structure de l’exosome eucaryote par diffraction aux rayons 
X a permis une analyse détaillée de l’architecture de ce complexe (Liu et al., 2006). Les 
différentes protéines de l’exosome s’organisent selon la forme d’un anneau constitué de 
trois hétérodimères : Rrp41-Rrp45, Rrp46-Rrp43 et Mtr3-Rrp42 (Figure 27). La stabilité 
in vitro de cet anneau dépend de la présence des protéines Rrp4, Csl4 et Rrp40. La 
localisation de Dis3 au sein de ce complexe n’est par contre par clairement définie. Des 
expériences de spectrométrie de masse native ont permis de préciser néanmoins sa position 
(Hernandez et al., 2006). Ainsi, Dis3 interagirait du coté Rrp45:Rrp41:Rrp42 de la 
structure de l’exosome.  
L’exosome de levure semble constituer un bon modèle d’exosome eucaryote étant 
donné la conservation des protéines le constituant. Une différence majeure est cependant la 
localisation de PM/Scl-100, l’homologue humain de Rrp6p, qui ne semble pas spécifique 
du compartiment nucléaire (van Dijk et al., 2007). 
 
2. Dégradation catalytique de l’ARN par l’exosome 
Des analyses structurales et fonctionnelles indique que Dis3p/Rrp44p est la seule 
exonucléase 3’-5’ catalytiquement active dans le cœur de l’exosome (Dziembowski et al., 
2007; Liu et al., 2006; Schneider et al., 2007) alors que l’exosome nucléaire contient une 
seconde exonucléase active et non essentielle, Rrp6p (Burkard and Butler, 2000). La 
signification de la présence de ces deux exonucléases n’est cependant pas connue : 
coopèrent-elles ou sont-elles spécifiques de certains substrats ? Le mode d’interaction de 
l’exosome avec son ARN substrat est également peu clair : une interaction directe entre 
Dis3p et l’ARN a déjà été démontrée in vitro (Schneider et al., 2007). Des données 
récentes ont mis en évidence une activité endonucléolytique de la protéine Dis3p par 
l’intermédiaire de son domaine PIN (Lebreton et al., 2008; Schaeffer et al., 2009; 
Figure 27  : Structure de lexosome humain 
Le diagramme situé à gauche présente la structure globale de lexosome. La structure de lexosome humain 
par diffraction aux rayons X est présentée à droite et reprend les couleurs du diagramme en ce qui concerne le 
positionnement des facteurs. Les trois hétérodimères constituant lexosome eucaryote sont ici aisément 
visualisables. 
Adapté de Lykke-Andersen et al., 2009 
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Figure 28  : Modèle du rôle de TRAMP dans la dégradation des ARN nucléaires 
Après une éventuelle interaction dAir2p avec lARN cible grâce à ses doigts de zinc, lARN est 
polyadénylé par Trf4p. La protéine Mtr4p permettrait alors le recrutement de lexosome. Une fois activé, 
lexosome effectue une déadénylation rapide de lARN. Lactivité hélicase de Mtr4p pourrait alors être 
requise pour laisser pénétrer lexosome dans des régions stables de lARN cible et permettre ainsi sa 
dégradation complète. 
 
Adapté de LaCava et al., 2005 
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Schneider et al., 2009). Les neuf autres protéines du cœur de l’exosome sont, comme 
Dis3p, essentielles, certainement de par leur apport structural dans la fonction de 
l’exosome.   
 
3. Voies de dégradation par l’exosome nucléaire et cytoplasmique 
Afin d’être activé, l’exosome requiert des cofacteurs qui sont distincts pour la 
dégradation nucléaire ou cytoplasmique.  
Chez la levure, un cofacteur important à la dégradation nucléaire par l’exosome est 
le complexe TRAMP (Trf4/5-Air1/2-Mtr4 Polyadenylation complex) (LaCava et al., 2005; 
Wyers et al., 2005) (Figure 28). Le complexe TRAMP est constitué d’une poly-A 
polymérase non canonique, Trf4p ou Trf5p, associée aux protéines Air1p ou Air2p, et 
d’une ARN hélicase à boite DExD/H, Mtr4p. Air1p et Air2p permettraient le recrutement 
du complexe TRAMP sur l’ARN cible suivi de la polyadénylation par Trf4p ou Trf5p. 
Mtr4 interagit physiquement avec l’exosome et joue probablement le rôle de lien physique 
entre TRAMP et l’exosome (Schilders et al., 2007). Une fois recruté, l’exosome dégrade 
l’ARN cible du 3’ vers le 5’. Une donnée très intéressante est que l’exosome seul peut 
dégrader in vitro des ARNt adenylés, mais, pour que l’activité de dégradation soit 
maximale, le complexe TRAMP purifié doit être ajouté (LaCava et al., 2005). Ceci suggère 
que le complexe TRAMP active l’exosome indépendamment de son activité de 
polyadénylation. Des homologues du complexe TRAMP sont également retrouvés chez les 
eucaryotes supérieurs.  
Même si la dégradation des ARNs cytoplasmiques par l’exosome reste une voie 
mineure par rapport à la dégradation exonucléolytique 5’-3’ par Xrn1p, le complexe 
cytoplasmique participe à la dégradation des ARNm mais aussi aux mécanismes de 
contrôle-qualité que constituent le Nonsense-Mediated Decay, le Non-Stop Decay et le No-
Go Decay (voir paragraphe « Contrôle-qualité cytoplasmique  des ARNs »). Le 
dénominateur commun à l’ensemble de ces cibles de dégradation est l’activation de 
l’exosome par le facteur Ski7p, une petite GTPase, présentant de l’homologie avec le 
facteur d’élongation de la traduction eEF1A et le facteur de terminaison de la traduction 
eRF3, et, le complexe SKI (Anderson and Parker, 1998). Ce complexe est un tétramère 
constitué de l’hélicase potentielle à boite DExH, Ski2p, de Ski3p et de deux copies de 
Ski8p. L’interaction de Ski7p à la fois avec l’exosome et le complexe SKI est essentielle à 
la dégradation 3’-5’ des ARNm (Buhler et al., 2007). Ski7p semble être le pivot de la 
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dégradation par l’exosome cytoplasmique. En effet, en ce qui concerne les mécanismes de 
contrôle-qualité, Ski7p interagit soit avec des cofacteurs reconnaissant les ARNm aberrants 
(par exemple avec le facteur Upf1p impliqué dans le Nonsense-Mediated Decay), ou, de 
par son homologie avec les facteurs d’élongation et de terminaison de la traduction, peut 
entrer dans le site A vide du ribosome d’ARN aberrants, constituant ainsi le signal de 
dégradation via le recrutement de l’exosome.  
 
La liste des composants de l’exosome et de ses co-facteurs principaux chez S. 
cerevisiae est présentée dans le Tableau 3. 
 
 
B. Contrôle-qualité nucléaire des ARNs 
 
1. Contrôle-qualité nucléaire des transcrits polI 
L’ARNr représente environ 80% des ARNs totaux. Ainsi, il parait logique que des 
processus de contrôle-qualité de ces ARNs soient apparus au cours de l’évolution. Une 
première évidence d’un contrôle-qualité des ARNr est venue de l’ajout dans le milieu de 
croissance  de 5-fluorouracil (5FU), un agent chimio-thérapeutique utilisé dans le cadre de 
traitement des tumeurs solides (Fang et al., 2004). Un phénotype synthétique « malade » 
apparaît si l’on couple l’ajout de 5FU à des mutations de l’exosome. De plus, l’ajout de 
5FU augmente la portion des ARNr polyadénylés (Fang et al., 2004). Cette portion est elle-
même augmentée si on la couple à l’absence de Rrp6p, un facteur de l’exosome nucléaire, 
suggérant un modèle dans lequel l’exosome nucléaire participerait à l’élimination des 
ARNr polyadénylés. D’autres études ont permis de compléter ce modèle. En effet, si l’on 
savait déjà que la quantité à l’équilibre de pré-ARNr 23S, un pré-ARNr nucléaire considéré 
comme aberrant, augmentait en absence de Rrp6p (Allmang et al., 2000), il a ensuite été 
démontré que le 23S est polyadénylé par le complexe TRAMP afin de déclencher sa 
dégradation via l’exosome nucléaire (LaCava et al., 2005). Ce modèle est confirmé par 
l’observation phénotypique d’un mutant thermosensible d’un gène dont le produit, la 
protéine Sda1p, est impliqué dans la maturation et l’export de la particule pré-60S. En 
effet, dans un mutant sda1 thermosensible à température restrictive, une forte dégradation 
des pré-ARNr 27S et de l’ARNr 25S est observée (Dez et al., 2006). Cette dégradation est 
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Tableau 3 : Composants de lexosome et ses co-facteurs principaux chez S. cerevisiae 
 Adapté de Schmid et Jensen, 2008 
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fortement stoppée dans des mutants du complexe TRAMP et de l’exosome nucléaire. De 
plus, dans un contexte mutant pour SDA1, les pré-ARNr 27S et l’ARNr 25S subissent une 
polyadénylation dépendante de TRAMP. Les points communs entre ces différentes études 
permettent de proposer un mécanisme global de contrôle-qualité des ARNr : dans le cas de 
défauts de maturation et/ou d’assemblage des pré-ribosomes nucléaires, les ARNr contenus 
dans les particules aberrantes sont polyadénylés par TRAMP puis dégradés par l’exosome 
nucléaire. Ce modèle doit cependant accepter des exceptions car une polyadénylation des 
pré-ARNr dépendante cette fois de la poly-A polymérase Pap1p suivie d’une dégradation 
par l’exosome nucléaire a également été décrite (Kuai et al., 2004).  
Une observation très intéressante a été faite avec le mutant du gène SDA1. A 
température restrictive, la particule pré-60S d’un mutant sda1-2 s’accumule dans en un 
focus à l’intérieur du nucléole (Dez et al., 2006). Ce focus intra-nucléolaire a été nommé 
Nucleolar-body ou No-body. Cette structure correspond également à un point 
d’accumulation d’ARNs polyadénylés. De plus, dans un mutant bloquant l’export des 
sous-unités ribosomiques en cours de maturation, un focus contenant la particule pré-60S 
apparaît également à l’intérieur du noyau, vraisemblablement le No-body. Ainsi, il a été 
proposé que la dégradation nucléaire des ARNr présentant des défauts de maturation, 
assemblage et/ou export, s’effectue dans le No-body.  
 
2. Contrôle-qualité nucléaire des transcrits polII 
Contrôle-qualité nucléaire des ARNm et snoARN: La plupart des transcrits polII 
aberrants sont ciblés par le complexe TRAMP, polyadénylant ces ARNs, puis, dégradés 
par l’exosome nucléaire (Doma and Parker, 2007).  
Le contrôle-qualité des mRNPs nucléaires peut s’effectuer à différents niveaux.  
Tout d’abord, certains mécanismes de contrôle-qualité de l’épissage existent. Par exemple, 
des mutations de l’ATPase Prp2p, une protéine appartenant au splicéosome requise pour la 
première étape de trans-estérification, entrainent une diminution du niveau d’accumulation 
des ARNm matures, sans que le niveau des pré-ARNm ne soit augmenté (Bousquet-
Antonelli et al., 2000). Ceci suggère l’existence d’un mécanisme de dégradation lorsque 
l’épissage n’est pas correct. Ce mécanisme est dépendant de Rrp6p, donc de l’exosome 
nucléaire, mais également de Rat1p, l’exonucléase nucléaire 5’-3’. De manière 
intéressante, la dégradation nucléaire des pré-ARNm ne cible que les pré-ARNm 
interagissant avec le spliceosome. En effet, des pré-ARNm mutants ne s’assemblant pas 
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avec le spliceosome sont exportés et dégradés dans le cytoplasme (Legrain and Rosbash, 
1989).  
Des ARNm ne subissant pas une maturation en 3’ correcte sont également 
rapidement dégradés. Par exemple, des défauts de croissance et de stabilité des ARNm 
chez des mutants de la poly-A polymérase Pap1p sont supprimés par des mutations de 
l’exosome nucléaire (Burkard and Butler, 2000). De même, des mutants des facteurs 
Rna14p et Rna15p, deux facteurs impliqués dans la correcte terminaison de la 
transcription, génèrent une population d’ARNm peu stables. Cette population est stabilisée 
par des mutants de l’exosome nucléaire (Libri et al., 2002; Torchet et al., 2002).  
Il est à noter que pour les mutants de Pap1p et de Rna14p/Rnp15p, les ARNm 
s’accumulent en des foci correspondant à leur site de transcription (Hilleren et al., 2001; 
Libri et al., 2002). De même, chez des mutants du complexe THO/Sub2p, un complexe 
impliqué dans l’assemblage des mRNPs, les ARNm codant des protéines de choc 
thermique s’accumulent également près de leur site de transcription (Libri et al., 2002). 
Etonnamment, cette population d’ARNm est dégradée par l’exosome moins rapidement 
que les transcrits produits dans les cellules sauvages (Rougemaille et al., 2007). Ainsi, il 
semblerait que les transcrits s’accumulant en foci sont protégés de la dégradation par 
l’exosome. La dégradation ne s’effectuerait donc pas dans les foci nucléaires. Dans de 
nombreux cas, la délétion de RRP6 permet de relâcher les transcrits contenus dans ces foci. 
Le rôle de Rrp6p dans le maintien de ces foci reste encore très largement incompris. Des 
mécanismes de rétention des transcrits présentant des défauts d’épissage ou de maturation 
3’ a également été observé chez les mammifères (Custodio et al., 1999).  
Un dernier niveau de contrôle-qualité nucléaire des mRNPs se situe au niveau du 
pore nucléaire. En effet, des ARNm non-épissés ou des ARNm dans un contexte mutant 
pour la protéine adaptatrice impliquée dans l’export, Yra1p, peuvent être retenus dans le 
noyau grâce aux protéines Mlp, des facteurs localisés au niveau du pore nucléaire (Galy et 
al., 2004; Vinciguerra et al., 2005). Dans les mutants pour le facteur Yra1p, une fraction 
des pré-ARNm est retenue dans le noyau à leur site de transcription par un mécanisme 
dépendant de Rrp6p (Vinciguerra et al., 2005). Cependant, l’autre fraction ayant 
probablement échappé à la dégradation via l’exosome est retenue dans le noyau par les 
protéines Mlp. Ceci suggère que le contrôle-qualité d’une même population d’ARNm peut 
se faire à plusieurs niveaux. Très récemment, il a été démontré que l’absence de la protéine 
Swt1p augmente la fuite de pré-ARNm du noyau vers le cytoplasme (Skruzny et al., 2009). 
Cette protéine possède un domaine PIN présentant une activité endoribonucléase in vitro. 
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De manière intéressante, in vivo la mutation du domaine PIN entraine la stabilisation d’un 
pré-ARNm non épissé. Ainsi, le contrôle-qualité des mRNPs au niveau du pore nucléaire 
semble indépendant de l’exosome et entrainerait la dégradation des mRNPs non 
compétentes pour l’export via une coupure endonucléolytique.  
Enfin, la stabilité des snoARN U14 et U4 dépend de la polyadénylation par  
TRAMP puis de la dégradation 3’-5’ par l’exosome (Egecioglu et al., 2006; LaCava et al., 
2005).  
 
Une nouvelle classe d’ARNnc régulateurs, les Cryptic Unstable Transcripts : 
La machinerie de dégradation nucléaire peut également être employée afin d’éliminer des 
transcrits non désirés ou d’ajuster l’expression de ces transcrits. En effet, des données 
récentes ont démontré que la quasi-totalité des génomes de levure et humain peut être 
transcrite par la polII, signifiant l’existence de transcrits cryptiques non-codants. Ces 
transcrits ont été nommés CUTs (Cryptic Unstable Transcripts) (Amaral et al., 2008). Ces 
transcrits sont courts, coiffés et possèdent des extrémités 3’ hétérogènes chez la levure 
(Davis and Ares, 2006; Wyers et al., 2005). Leur stabilité est dépendante de la présence de 
Trf4p et de Rrp6p. Ainsi, ces transcrits sont instables car rapidement polyadénylés par le 
complexe TRAMP puis dégradés par l’exosome nucléaire.  
La signification des CUTs est encore peu claire. Ils pourraient correspondre à du 
« bruit » transcriptionnel dû à un manque de spécificité de la machinerie polII dans la 
reconnaissance des vrais promoteurs. De manière intéressante, de relativement importantes 
quantités de courts transcrits antisens sont issues de la transcription dans les régions 
promotrices chez la levure (Davis and Ares, 2006; Neil et al., 2009). Ces courts transcrits 
pourraient avoir une importance fonctionnelle dans la régulation de la transcription des 
gènes en aval. Une autre possibilité est, cependant, que ces transcrits ne sont que le reflet 
d’une structure chromatinienne plus accessible par la machinerie polII, augmentant ainsi le 
« bruit de fond » résiduel. Une hypothèse « convenable » est que ce « bruit » 
transcriptionnel constituerait un véritable réservoir de transcrits dont l’expression peut être 
maintenue si intéressante d’un point de vue évolutif. Ainsi, par exemple, certains gènes ont 
leur expression régulée, en réponse à des changements environnementaux, par des ARNnc 
antisens ou chevauchants (Hongay et al., 2006; Martens et al., 2004; Martens et al., 2005), 
soulignant une potentielle importance de ces CUTs dans la régulation génique. De manière 
intéressante, certains CUTs peuvent être exportés et s’associer aux polysomes avant d’être 
dégradés dans le cytoplasme (Thompson and Parker, 2007). Ainsi, certains CUTs 
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échappent à la dégradation nucléaire, illustrant certainement une étape dans la transition 
évolutive entre « bruit de fond » et signification fonctionnelle d’un ARN.  
 
3. Contrôle-qualité nucléaire des transcrits polIII 
Le produit polIII le plus étudié dans les mécanismes de contrôle-qualité est 
l’ARNti-Met hypométhylé. En effet, la mutation d’un des gènes dont le produit est une 
sous-unité de la méthyltransférase m1A58 résulte en un phénotype thermosensible et en 
l’instabilité de l’ARNti-Met (Kadaba et al., 2004). Une recherche de suppresseurs du 
phénotype thermosensible a permis de mettre en évidence l’implication de Rrp44p, une 
protéine de l’exosome, et de Trf4p, la poly-A polymérase du complexe TRAMP dans la 
stabilité de l’ARNt hypométhylé. De plus, l’absence de Rrp6p, une protéine spécifique de 
l’exosome nucléaire résulte également en la stabilisation de l’ARNti-Met. Le modèle d’une 
dégradation de l’ARNti-Met hypométhylé après polyadénylation via le complexe TRAMP 
puis dégradation par l’exosome nucléaire a été confirmé par des données in vitro 
(Schneider et al., 2007; Vanacova et al., 2005). La base de la spécificité de ce mécanisme 
pourrait provenir d’un problème de repliement de l’ARNti-Met hypomodifié, permettant 
alors l’action du complexe TRAMP. D’autres transcrits polIII mutants comme les formes 
tronquées de l’ARNr 5S ou du snARN U6 sont également dégradés via le même schéma 
moléculaire (Kadaba et al., 2006).  
 En ce qui concerne le contrôle-qualité de l’ARNr 5S, un mécanisme 
supplémentaire, indépendant de la polyadénylation, existe chez les vertébrés. Chez le 
Xénope, la protéine Ro lie divers variants de l’ARNr 5S issus d’insetions de 8 à 10pb 
supplémentaires sur l’ADNr et générant ainsi diverses conformations. Les ARNr 5S repliés 
incorrectement présentent des défauts de maturation et peuvent être dégradés (O'Brien and 
Wolin, 1994). Cependant, si la liaison de Ro est importante au contrôle-qualité, la voie de 
dégradation de l’ARNr 5S incorrectement replié n’est pas encore connue.  
 
 Le Tableau 4 récapitule l’ensemble des mécanismes de contrôle-qualité nucléaire 
des ARNs développés dans cette partie.  
ARN ciblé  Défaut de lARN Conséquence du contrôle-qualité  
ARNr 
Défauts de maturation et/ou 
de lassemblage des pré-
ribosomes 
Polyadénylation dépendante de TRAMP puis 
dégradation 3-5 par lexosome, rétention des 
ribosomes immatures à lintérieur dun focus 
nucléolaire nommé No-body 
ARNr Incorporation de 5-fluorouracile dans lARNr 
Adénylation puis dégradation dépendante de 
Rrp6p 
ARNr 5S Mutations ou maturation défectueuse 
Adénylation dépendante de TRAMP puis 
dégradation 3-5 par lexosome 
ARNt Modification manquante Adénylation dépendante de TRAMP puis dégradation 3-5 par lexosome 
ARNm Défaut dépissage 
Dégradation nucléaire via lexosome, rétention 
nucléaire par les protéines Mlp puis possible 
dégradation par lendonucléase Swt1p 
ARNm 
Défauts de maturation 3 ou 
mutations du complexe 
THO/Sub2 
Dégradation de lARNm et rétention nucléaire au 
site de transcription dépendantes de lexosome  
ARNm Défaut de compétence pour lexport Rétention dans le noyau par les protéines Mlp 
CUTs Pas de fonction connue après transcription 
Polyadénylation dépendante de TRAMP puis 
dégradation 3-5 par lexosome 
Tableau 4 : Contrôle-qualité nucléaire des ARNs chez S. cerevisiae 
Adapté de Doma et Parker, 2007 
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C. Contrôle-qualité cytoplasmique des ARNs 
 
Chez S. cerevisiae, les deux mécanismes majeurs de dégradation des ARNm 
cytoplasmiques s’initient par la déadénylation de la queue-poly A grâce au complexe 
Ccr4p/Pop2p/NOT. La déadénylation peut conduire alors à la dégradation 3’-5’ par 
l’exosome cytoplasmique, mais, facilite également le décoiffage par le complexe 
Dcp1p/Dcp2p permettant l’action de l’exonucléase 5’-3, Xrn1p (Parker and Sheth, 2007). 
La dégradation par Xrn1p est commune à l’ensemble des ARNs cytoplasmiques et 
représente la voie « majeure » de dégradation des ARNs cytoplasmiques. Ces mécanismes 
de dégradation sont globalement conservés chez les eucaryotes supérieurs. A l’exception 
d’un mécanisme de contrôle-qualité cytoplasmique des ARN (Rapid tRNA decay), un 
principe émergeant est que les ARNm et ARNr aberrants peuvent être discriminés des 
normaux par des protéines adaptatrices interagissant avec la machinerie de traduction et 
adressant alors les ARNs aberrants vers une voie de dégradation. Après le détail de 
l’ensemble des données moléculaires obtenues sur les différentes voies de contrôle-qualité 
cytoplasmique des ARN, l’importance d’un lieu clé de dégradation des ARNs 
cytoplasmique, les Processing-bodies (P-bodies) sera abordée. 
 
1. Le Nonsense-Mediated Decay  
Le Nonsense-Mediated Decay (NMD) détecte les ARNm qui contiennent un codon 
de terminaison précoce (PTC) et cible spécifiquement ces ARNm vers la dégradation. La 
signification physiologique d’un tel mécanisme est l’élimination de polypeptides tronqués 
dans leur partie C-terminal, protégeant ainsi la cellule d’éventuels effets dominants-
négatifs ou gain de fonction délétères. En addition de son rôle de mécanisme de 
surveillance, le NMD régule également le taux d’accumulation à l’équilibre de certains 
transcrits sauvages. Les cibles « naturelles » du NMD ont pu être identifiées par puce ADN 
révélant ainsi que près de 10% des transcriptomes de S. cerevisiae et humains sont régulés 
par le NMD (He et al., 2003; Mendell et al., 2004). Ce mécanisme est conservé chez 
l’ensemble des eucaryotes. Cependant, bien que l’implication fonctionnelle de ce 
mécanisme soit conservée, des différences ont été mises en relief en ce qui concerne la 
définition des PTC. Alors que la traduction semble être un pré-requis pour la définition du 
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PTC chez l’ensemble des eucaryotes, la définition du PTC par un signal dépendant de 
l’épissage semble être spécifique aux mammifères.   
Les études chez les mammifères ont abouti à l’observation que, si les PTC sont 
situés à plus de 50 à 54nt en amont de la dernière jonction exon-exon, les ARNm sont 
ciblés vers la dégradation (Nagy and Maquat, 1998). Ainsi, la reconnaissance du PTC 
semble être dépendante directement de l’épissage. La reconnaissance du PTC lie donc 
l’épissage à la traduction. Quels sont les déterminants moléculaires effectuant la jonction 
entre ces deux mécanismes distincts par leur localisation ? Une marque moléculaire, 
l’Exon Jonction Complex (EJC), est assemblée durant l’épissage très près des jonctions 
exon-exon. L’EJC pourrait permettre de communiquer à la machinerie NMD la position de 
la terminaison précoce de la traduction causée par le PTC par rapport à la jonction exon-
exon située en aval.  
Le complexe EJC rentrerait en action avec les protéines effectrices du NMD, les 
protéines UPF. Trois protéines UPF ont d’abord été mises en évidence comme impliquées 
dans le NMD chez S. cerevisiae (Conti and Izaurralde, 2005). Quatre orthologues humains 
ont été identifiés chez l’Homme : hUPF1, hUPF2, hUPF3a et hUPF3b. Plusieurs données 
supportent l’implication des protéines humaines UPF dans le NMD : un mutant dominant-
négatif de hUPF1 inactive le NMD, la déplétion  de hUPF1, hUPF2 ou hUPF3b par siRNA 
inhibe le NMD (Kim et al., 2005; Mendell et al., 2002)… Ces quatre facteurs peuvent 
interagir entre eux indépendamment de la présence d’ARN (Lykke-Andersen et al., 2001; 
Serin et al., 2001). De plus, hUPF2 interagit directement et indépendamment avec hUPF1 
et hUPF3. Enfin, il a été démontré que UPF1 interagit avec les facteurs de terminaison de 
la traduction, eRF1 et eRF3, et, que UPF2 :UPF3 interagissent avec l’EJC (Kashima et al., 
2006; Le Hir et al., 2001).  
Un modèle synthétisant l’ensemble de ces données a été proposé (Figure 29). Ce 
modèle est appelé « Premier tour de traduction » qui s’effectue alors que l’ARNm est en 
complexe avec l’hétérodimère CBP80 et CBP20 liant sa coiffe. Dans ce modèle, les EJC 
mis en place lors de l’épissage servent de points d’ancrage pour les facteurs UPF2 et 
UPF3. Le ribosome en élongation déplacerait l’EJC associé avec le transcrit. Ainsi, si la 
terminaison de traduction a lieu à un PTC situé à plus de 50 à 54nt de la jonction exon-
exon située en aval, au moins un EJC reste en interaction avec l’ARNm. La liaison d’UPF1 
avec les facteurs de terminaison de la traduction permettrait alors une interface entre le 
ribosome en terminaison de traduction et l’EJC. Ceci constituerait le signal indiquant que 
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Modèle du NMD dépendant du faux 3UTR B) 
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Figure 29 : Modèles moléculaires du Nonsense-Mediated Decay 
Ces modèles sont décrits pages 55-56. 
Adapté dIsken et Maquat, 2007 
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est situé trop près de l’EJC, le ribosome en terminaison atteint le codon stop en ayant 
déplacé l’ensemble des EJC et, en conséquence, le NMD n’est pas activé.  
Le modèle d’un NMD dépendant de l’EJC est cependant mis à mal par différentes 
observations. Par exemple, en utilisant une construction d’un mini-gène Ig-µ, le NMD peut 
être observé même en l’absence d’introns en aval ne conduisant donc pas à la déposition 
d’un EJC. Par contre, l’efficacité du NMD peut être augmentée en augmentant la longueur 
de son 3’-UTR (Buhler et al., 2006). De même, l’ARNm de la β-globine est  stabilisé si 
l’on lie artificiellement une protéine liant la queue poly-A, PABPC1, en aval d’un PTC 
proximal (Silva et al., 2008). 
Ainsi, un modèle alternatif existe, directement inspiré du modèle de NMD chez S. 
cerevisiae pour qui le signal de dégradation est la distance entre le codon stop et la queue 
poly-A (Muhlrad and Parker, 1999). De plus, une interaction artificielle entre Pab1p, la 
protéine liant les queues poly-A, et l’ARNm en aval d’un PTC augmente l’efficacité de 
terminaison de la traduction et abolit le NMD, probablement grâce à l’élimination du 
« faux 3’UTR » (Amrani et al., 2004). Ainsi, le modèle du « faux 3’UTR » a été proposé. 
Pour un ribosome positionné sur un codon stop normal, la terminaison de la traduction 
s’effectue correctement car le 3’UTR permet une interaction entre les facteurs de 
terminaison et Pab1p (Figure 29). En revanche, si la terminaison a lieu loin de l’extrémité 
3’ de l’ARNm, cette interaction n’a pas lieu ce qui activerait le NMD. Un tel modèle pour 
la levure semble pertinent dans le sens où très peu de gènes contiennent des introns et la 
plupart des orthologues de l’EJC ne sont pas retrouvés. Cependant, ce mécanisme est loin 
d’être totalement décrypté. En effet, l’absence de queue poly-A ou la délétion de PAB1 
n’ont pas pour conséquence un arrêt du NMD contrairement à ce que le modèle du « faux 
3’UTR » semble proposer.    
Une fois les ARNm possédant un PTC détectés par la machinerie de NMD, ils sont 
entrainés vers une voie de dégradation. Chez S. cerevisiae, Upf1p interagit en double-
hybride avec Dcp2p, un constituant du complexe de décoiffage des ARNm (He and 
Jacobson, 1995). Ainsi, le NMD dégrade les ARNm possédant un PTC en effectuant tout 
d’abord le décoiffage du transcrit par le complexe Dcp1:Dcp2 indépendamment de la 
déadénylation, suivi d’une dégradation de l’extrémité 5’ vers 3’ médiée par l’exonucléase 
Xrn1p (Cao and Parker, 2003; He and Jacobson, 2001; He et al., 2003). Une voie mineure 
de dégradation par le NMD repose sur la déadénylation accélérée suivie d’une dégradation 
de l’extrémité 3’ vers 5’ par l’exosome cytoplasmique (Cao and Parker, 2003; Mitchell and 
Tollervey, 2003). Ces mécanismes de dégradation des ARNm contenant un PTC via le 
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NMD semblent être conservés chez les mammifères. En effet, les protéines hUPF1, hUPF2 
et hUPF3 sont co-purifiées avec les protéines Dcp1, Dcp2 et Xrn1 (Lejeune et al., 2003; 
Lykke-Andersen, 2002). De plus, les demies-vies ou quantités à l’équilibre des ARNm 
contenant des PTC sont augmentées par la déplétion de Dcp2, de la poly-A ribonucléase 
(PARN) ou d’un composant de l’exosome, Scl100 (Lejeune et al., 2003). Une exception 
est rencontrée chez D. melanogaster chez qui la dégradation est initiée par une coupure 
endonucléolytique initiée par le domaine PIN de la protéine SMG6 (Gatfield and 
Izaurralde, 2004; Huntzinger et al., 2008) (Figure 29). Ce clivage a lieu très près du PTC. 
L’extrémité 5’ est alors dégradée par l’exosome du 3’ vers le 5’ et l’extémité 3’ par Xrn1 
du 5’ vers le 3’ (Gatfield and Izaurralde, 2004). Ainsi, ni décoiffage, ni déadénylation, ne 
sont requis. 
 
2. Le Non-Stop Decay 
Le Non-Stop Decay est un mécanisme qui permet la reconnaissance d’ARNm ne 
contenant pas de codon stop ciblant alors celui-ci vers une voie de dégradation. Ce 
processus a été initialement décrit chez S. cerevisiae et chez les mammifères (Frischmeyer 
et al., 2002; van Hoof et al., 2002). Les transcrits cibles du NSD peuvent être générés 
quand la polyadénylation a lieu prématurément à l’intérieur de la région codante (Edwalds-
Gilbert et al., 1997; Frischmeyer et al., 2002; Sparks and Dieckmann, 1998), ou, lors d’une 
dégradation incomplète d’un ARNm de l’extrémité 3’ vers 5’. Il semblerait que la mutation 
d’un codon stop ou une erreur du ribosome en élongation ne soit pas en général un signal 
de déclenchement du NSD. En effet, la plupart des 3’UTR des ARNm contiennent des 
codons stop en phase. L’intérêt du NSD est probablement double : dégrader les ARNm 
aberrants ne contenant pas de codons stop et recycler les ribosomes qui leur sont associés.  
Chez S. cerevisiae, la voie de dégradation des ARNm ne contenant pas de 
codons stop passe par le recrutement de l’exosome via le ribosome. En effet, le ribosome 
arrivé en fin de transcrit sans trouver de codon stop se met en pause avec un site A vide. Le 
facteur associé à l’exosome cytoplasmique, Ski7p, reconnaît alors le ribosome en pause via 
son domaine C-terminal, probablement en entrant dans le site A (Frischmeyer et al., 2002; 
van Hoof et al., 2002). Ce domaine est proche structuralement du domaine GTPase des 
facteurs d’élongation et de terminaison de la traduction, eEF1A et eRF3. La protéine Ski7p 
en interaction avec le ribosome en pause permettrait alors le recrutement de l’exosome 
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Figure 30 : Modèle moléculaire du Non-Stop Decay chez S. cerevisiae 
Ces modèles sont décrits pages 57-58. 
Adapté dIsken et Maquat, 2007 
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abolit le NSD (van Hoof et al., 2002). Une fois recruté, l’exosome dégrade l’ARNm de 
l’extrémité 3’ vers 5’. L’exosome dégrade donc, dans ce mécanisme, la queue poly-A. Ceci 
constitue une exception dans les voies de dégradation des ARNm et peut être attribué à 
l’absence de Pab1p, la protéine liant la queue poly-A, sur les ARNm cibles du NSD (Inada 
et Aiba, 2005). Cette absence résulterait de son décrochage par le ribosome en élongation 
dans le 3’UTR . Une dégradation de l’extrémité 5’ vers 3’ a également été détectée en 
absence de Ski7p (Inada and Aiba, 2005). Elle est probablement la conséquence de 
l’absence de Pab1p sur les ARNm cibles du NSD (Inada and Aiba, 2005), la perte de 
Pab1p facilitant le décoiffage (Coller and Parker, 2004).  
De manière intéressante, bien que la quantité d’un transcrit rapporteur subissant 
le NSD soit diminuée d’environ 75%, aucune protéine codée par cet ARNm n’est 
détectable (Inada and Aiba, 2005). Cette absence de traduction est attribuée à la pause du 
ribosome à l’extrémité 3’ de l’ARNm NSD, générant ainsi une répression traductionnelle 
post-initiation.  
 
3. Le No-Go Decay 
Dégradation des ARNm : Le No-Go Decay  (NGD) a été étudié chez S. cerevisiae 
et D. melanogaster (Doma and Parker, 2006; Passos et al., 2009). Ce mécanisme a été mis 
en évidence grâce à l’expression d’un transcrit PGK1 contenant une tige-boucle artificielle 
responsable d’une pause du ribosome lors de l’élongation de la traduction (Doma and 
Parker, 2006). A la différence du NMD et du NSD chez la levure, le NGD implique une 
coupure endonucléolytique près du site où le ribosome reste en pause. A cet égard, le NGD 
est plus proche du NMD de la drosophile, les fragments libres résultant de la coupure 
endonucléolytique étant dégradés, d’une part par l’exosome cytoplasmique, et, d’autre part 
par Xrn1p. En effet, lors de l’absence de Ski7p, recrutant l’exosome cytoplasmique, et de 
Xrn1p, deux fragments provenant d’une coupure endonucléolytique sont détectés. 
Le NGD requiert la protéine Dom34p (Doma and Parker, 2006). En effet, l’absence 
de Dom34p dans un contexte xrn1Δ ou ski7Δ résulte en  l’absence de fragments de coupure 
détectables. Dom34p présente de l’homologie avec le facteur de terminaison eRF1. Ce 
mécanisme de contrôle-qualité requiert également Hbs1p, un facteur interagissant avec 
Dom34p. Cette protéine est un membre de la famille des GTPases qui inclut le facteur de 
terminaison de traduction eRF3 et présente aussi de l’homologie avec Ski7p (van Hoof, 
2005). Cependant, le fragment 3’ de dégradation est toujours détecté dans une souche 
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xrn1Δ hbs1Δ. Une interprétation possible est que, dans une souche hbs1Δ, Ski7p pourrait 
se substituer au rôle de Hbs1p.  
Ainsi, le modèle proposé est que Dom34p entrerait dans le site A du ribosome en 
pause en mimant un ARNt chargé. Dom34p et Hbs1p permettraient alors le recrutement de 
l’endonucléase clivant l’ARNm cible (Figure 31). Bien que n’ayant pas d’homologie avec 
des domaines endonucléase connus, la protéine Dom34 de  Thermoplasma acidophilum, 
produite chez E. coli et purifiée, présente une activité endonucléase in vitro sur des 
substrats ARN contenant une tige boucle (Lee et al., 2007). Ainsi, Dom34 pourrait être 
l’endonucléase clivant l’ARNm cible du NGD. Cependant, ces résultats ont, très 
récemment, été remis en cause par le fait que la mutation du domaine endonucléase 
potentiel sur la protéine de levure n’affecte pas le NGD in vivo (Passos et al., 2009). De 
plus, les protéines de levure Dom34p et Hbs1p, exprimées chez E. coli et purifiées, ne 
présentent aucune activité nucléase in vitro. De manière intéressante, la surexpression de 
rpS30a, une protéine ribosomique de la petite sous-unité, supprime un défaut de croissance 
observé dans une souche dom34Δ (Davis and Engebrecht, 1998) (défaut de croissance fond 
génétique-dépendant). Etonnamment, le NGD peut avoir lieu lors de la surexpression de 
rpS30a et en absence de Dom34p (Passos et al., 2009). Ceci semble confirmer que 
Dom34p, chez la levure tout du moins, ne serait pas l’endonucléase. De plus, il existerait 
un NGD indépendant de Dom34p. L’implication de rpS30a dans le NGD reste cependant 
très floue. Il est possible que la surexpression de cette protéine ait pour conséquence une 
interaction anormale avec le ribosome ou bien qu’elle puisse jouer indirectement sur 
l’expression d’autres facteurs.  
Le NGD a été décrit dans un contexte artificiel en utilisant un ARNm faisant une 
tige-boucle. D’autres ARNm PGK1 mutés (pseudo-nœud, codons rares, PTC), 
certainement plus physiologiques sont aussi ciblés par le NGD, mais avec une efficacité 
nettement moindre  (Doma and Parker, 2006). Ainsi, une possibilité  est que le NGD est 
plutôt un mécanisme de dégradation des ARNm endommagés chimiquement par divers 
stress et induisant ainsi un blocage fort du ribosome en cours d’élongation de traduction 
(Ougland et al., 2004). Le NGD pourrait réguler le métabolisme de certains ARNm. Ainsi, 
chez A. thaliana, la séquence de l’ARNm CGS1 induit une pause du ribosome et la 
dégradation via un clivage endonucléolytique (Onouchi et al., 2005). 
 
Dégradation de la sous-unité ribosomique 40S : Récemment, il a été démontré 
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Figure 31 : Modèles moléculaires du No Go Decay chez S. cerevisiae 
Ces modèles sont décrits pages 58-59-60. 












Decay (NRD) (LaRiviere et al., 2006). Le NRD cible vers la dégradation l’ARNr 18S muté 
dans la région du centre de décodage, ceci sans affecter sa biogenèse. Les mécanismes de 
dégradation de ce 18S NRD étaient, jusqu’à peu, inconnus. Les seules données étant que 
les sous-unités 40S contenant le 18S NRD sédimentaient à 40S mais également 80S avec 
quelques traces dans les fractions polysomales (LaRiviere et al., 2006). Ceci suggérait que 
la dégradation du 18S NRD pourrait être un mécanisme cytoplasmique dont le signal 
d’activation pourrait être un disfonctionnement de la machinerie traductionnelle. Une étude 
plus récente a confirmé par hybridation in situ la présence du 18S NRD dans le cytoplasme 
(Cole et al., 2009). Cette étude a également montré que la dégradation du 18S NRD est 
dépendante de l’élongation de la traduction. L’implication des facteurs servant de signal 
pour la dégradation dans les mécanismes de NMD et NGD ont alors été testés. Si la 
délétion d’UPF1 (NMD) n’augmente pas la demi-vie du 18S NRD, la délétion de HBS1 ou 
DOM34, en revanche, l’augmente. De plus, la délétion simultanée de ces deux gènes 
n’augmente pas plus la demi-vie du 18S NRD que leur délétion séparée, signifiant que les 
Hbs1p et Dom34p agissent en synergie dans le NGD. De manière intéressante, la double 
délétion de SKI7 et HBS1 stabilise extrêmement fortement le 18S NRD, plus que la 
délétion séparée de chacun de ces gènes. Ainsi, on peut émettre l’hypothèse que Hbs1p et 
Ski7p entreraient en compétition pour la liaison au site A du ribosome et que l’interaction 
du ribosome avec l’une ou l’autre de ces protéines est suffisante pour enclencher le NGD. 
Un intermédiaire de dégradation est detecté dans un contexte xrn1Δ de la même manière 
que pour le NGD ciblant les ARNm. Enfin, dans un fond génétique xrn1Δ, le 18S NRD est 
détecté dans les P-bodies, jusque là décrits comme sites de dégradation et de stockage des 
ARNm (Parker and Sheth, 2007). Ainsi, les P-bodies constitueraient le lieu de dégradation 
des ARN cibles du NGD. En revanche, le devenir des ARNm en cours de traduction par les 
sous-unités contenant le 18S NRD n’est pas connu et inversement. Il semble cependant 
tentant de spéculer que les deux types de particules sont ciblées par le NGD (Figure 31).  
 
4. Dégradation de l’ARNr 25S NRD 
Le NRD n’est pas un mécanisme exclusif à la dégradation de la sous-unité 
ribosomique 40S inactive en traduction. En effet, la grande sous-unité ribosomique mutée 
au niveau du centre peptidyl-transférase est également rapidement dégradée, sa biogenèse 
n’étant pas affectée (LaRiviere et al., 2006). Les résultats initiaux laissaient à penser que 
les mécanismes de dégradation des petite et grande sous-unités étaient distincts, les 40S 
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NRD sédimentant en partie à 80S, contrairement aux 60S NRD, seulement présentes dans 
les fractions 60S (LaRiviere et al., 2006).  
Très récemment, la base du mécanisme moléculaire responsable de l’instabilité du 
25S NRD  a été élucidée (Fujii et al., 2009). L’inactivation des mécanismes de dégradation 
des ARN connus ne stabilise le 25S NRD, pas même l’inactivation du NGD, mécanisme de 
dégradation du 18S NRD (Cole et al., 2009). Un crible de suppression par la délétion un à 
un de l’ensemble des gènes non-essentiels a permis de mettre en cause l’E3 ubiquitine 
ligase, Mms1p, dans la dégradation du 25S NRD. En effet, la délétion de MMS1 a pour 
conséquence l’augmentation de la quantité à l’équilibre du 25S NRD dans le cytoplasme. 
La localisation du 25S NRD dans le cytoplasme au niveau de foci péri-nucléaires a 
également été rapportée par une autre étude (Cole et al., 2009). De plus, dans un contexte 
mms1Δ, les 60S NRD sédimentent pour une large partie dans les fractions 80S. Enfin, le 
25S NRD surexprimé alors que Mms1p est absente induit un phénotype dominant-négatif 
sur la croissance, soulignant la nécessité pour la cellule de dégrader les ARNr non 
fonctionnels en élongation de la traduction.  
La protéine Mms1p appartient à un complexe appelé module Mms22 et composé de 
cinq protéines (Pan et al., 2006). Une autre protéine de ce complexe, Rtt101, protéine 
appartenant au complexe E3 ubiquitine-ligase est également impliquée dans la stabilité du 
25S NRD. De plus, le niveau d’ubiquitination d’une sous-unité ribosomique 60S purifiée 
est dépendant de la présence de Mms1p ou de Rtt101p. Ainsi, ce résultat suggère un 
modèle selon lequel le signal de dégradation de la grande sous-unité inactive en traduction 
serait l’ubiquitination des facteurs de la grande sous-unité. Cependant, une question restant 
en suspens : le 25S NRD est-il dégradé dans le cytoplasme durant la biogenèse de la 
grande sous-unité et incorporé dans des ribosomes dans un contexte mms1Δ ou rtt101Δ, ou, 
est-il dégradé après son incorporation dans les ribosomes et le test de sa non-fonctionnalité 
en élongation ? 
Le module Mms22 est également impliqué dans la réparation de l’ADN. Les 
auteurs proposent le modèle selon lequel il est intéressant pour une cellule de placer la 
dégradation d’ARNr non-fonctionnels et la réparation de l’ADN sous la dépendance d’un 
même complexe. En effet, dans des conditions de stress génotoxique, ce complexe pourrait 
à la fois agir au niveau d’un ADNr potentiellement muté via sa réparation mais également 
au niveau de l’ARNr à travers le contrôle de sa dégradation. Cependant, ce modèle ne 
prend pas en compte le fait que le 18S aberrant est dégradé par une voie différente. 
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5. Le Rapid tRNA Decay 
Le mécanisme de Rapid tRNA Decay (RTD) a récemment été mis en évidence chez 
S. cerevisiae. En effet, il a été démontré qu’un ARNt Val (AAC) non modifié à deux 
positions distinctes de la boucle anticodon (G46 et C49) est rapidement déacylé et dégradé 
(Alexandrov et al., 2006). Cependant, la dégradation de cet ARNt n’est dépendante ni de 
Rrp6p, une protéine appartenant à l’exosome nucléaire, ni de Trf4p, la poly-A polymérase 
du complexe nucléaire TRAMP. Ainsi, ce mécanisme semble distinct de celui décrit par 
différentes équipes (Kadaba et al., 2004). L’absence des protéines Trm8p et Trm4p, 
responsables de ces deux modifications chimiques, résulte en un phénotype 
thermosensible. La délétion du gène MET22 dont le produit est une phosphatase impliquée 
dans la biosynthèse de la méthionine a pour conséquence la suppression de ce phénotype 
ainsi que la stabilisation de l’ARNt hypomodifié (Chernyakov et al., 2008). Or, des 
mutations de MET22 entrainent aussi des inhibitions de la maturation de l’ARNr 5.8S, de 
la maturation des snoRNAs et de la dégradation des espaceurs ribosomiques (Dichtl and 
Tollervey, 1997). Ces mécanismes sont catalysés par les exonucléases Rat1p et Xrn1p. 
L’absence de l’une ou l’autre de ces nucléases conduit à la stabilisation de l’ARNt. 
L’implication de Met22p dans la dégradation d’autres ARNt matures hypomodifiés a 
également été mise en évidence (Chernyakov et al., 2008). Ainsi, le RTD semble bien être 
un mécanisme général de dégradation des ARNt hypomodifiés chez S. cerevisiae.   
La participation de Xrn1p et Rat1p dans la dégradation de l’ARNt VAL (AAC) 
hypomodifié suggère que cette dégradation a lieu à la fois dans le noyau et le cytoplasme, 
Rat1p étant nucléaire et Xrn1p cytoplasmique. Puisque le substrat à la dégradation  est 
mature, l’ARNt VAL (AAC) doit être réimporté dans le noyau pour être dégradé par 
Rat1p. Un mécanisme de réimport dans le noyau a déjà été décrit en ce qui concerne les 
ARNt aminoacylés (Takano et al., 2005). D’autres possibilités à explorer sont  que l’ARN 
mature est localisé de manière aberrante dans le noyau et le cytoplasme en raison de son 
manque de modifications ou qu’une faible portion de Rat1p soit présente dans le 
cytoplasme.  
 
6. Les P-bodies : un carrefour cytoplasmique du métabolisme des ARN 
Les Processing-bodies (P-bodies) sont des corps cytoplasmiques (Figure 32) 
provenant de l’agrégation de mRNPs associées aux machineries de dégradation des ARNs 
Figure 32 : Processing-bodies chez S. cerevisiae 
Visualisation des P-bodies dans un contexte sauvage et dcp1Δ. La protéine Dcp2p est utilisée comme 
marqueur des P-bodies. Dans un contexte sauvage, les P-bodies sont petits et peu nombreux. Si lon bloque 
le décoiffage des ARNm via la délétion de DCP1, les ARNm ne sont plus dégradés et saccumulent dans les 
P-bodies qui deviennent ainsi plus gros.  





















Figure 33 : Modèle cinétique de la formation des P-bodies 
Avant de sassocier en P-bodies, les ARNm  sont réprimés traductionnellement. Un monomère est formé par 
le recrutement des facteurs de décoiffage et/ou dautres composants des P-bodies. Si les enzymes de 
dégradation de ARNm ne sont pas limitants, la dégradation est rapide et a lieu avant la formation dagrégats. 
En revanche, si les enzymes sont limitants, lARNm réprimé traductionnellement est assemblé dans les P-
bodies où il peut alors être dégradé ou relâché afin dêtre traduit à nouveau. 
Adapté de Franks et Lykke-Andersen, 2008 
 63 
cytoplasmiques et de répression de la traduction. Si la composition protéique des P-bodies 
n’est pas exhaustive, trois classes de facteurs semblent contenues dans ces foci 
cytoplasmiques. Tout d’abord, un cœur protéique semble constituer les P-bodies de la 
levure aux mammifères. Ce cœur contient le complexe de décoiffage des ARNm, 
Dcp1p:Dcp2p, les activateurs du décoiffage et répresseurs traductionnels, Pat1p, Lsm1-7p, 
Dhh1p/RCK/p54, Edc3p, Scd6p/RAP55 et l’exonucléase 5’-3’, Xrn1p. Le complexe 
Ccr4p/Pop2p/NOT permettant la déadénylation s’y accumule aussi chez les mammifères 
(Cougot et al., 2004) et chez certains mutants de levure générant de larges P-bodies 
(Muhlrad and Parker, 2005). L’ensemble de ces protéines constituent le cœur de la 
machinerie de dégradation et répression traductionnelle des ARNm. Le deuxième groupe 
contient les protéines organisme-spécifiques ou affectant différentes sous-classe d’ARNs. 
Par exemple, les P-bodies des métazoaires contiennent des protéines impliquées dans la 
fonction des microARN (Liu et al., 2005; Pillai et al., 2005). Enfin, certaines protéines sont 
seulement observées comme composants des P-bodies dans certains mutants ou dans 
certaines conditions de stress comme, par exemple, les protéines UPF impliquées dans le 
NMD. Ces protéines transitent donc rapidement à travers les P-bodies mais peuvent être 
stabilisées dans ces foci en fonction de l’efficacité du métabolisme des ARNs.  
Des P-bodies semi-purifiés traités par RNAse A disparaissent (Teixeira et al., 
2005). Ainsi, les ARNs sont requis pour l’assemblage des P-bodies. Les ARNm présents 
dans les P-bodies ne sont, en revanche, pas engagés en traduction. En effet, si l’on bloque 
l’élongation de la traduction, on observe une perte des P-bodies (Sheth et Parker, 2003). En 
accord avec cela, si l’on bloque l’initiation de la traduction, les P-bodies augmentent en 
taille (Teixeira et al., 2005).  
Les P-bodies ont deux fonctions prépondérantes dans le cas des ARNm. Tout 
d’abord, ils constituent un lieu de dégradation des ARNm. En effet, les protéines 
impliquées dans la dégradation des ARNm y sont concentrées. De plus, quand Xrn1p est 
absente, l’intermédiaire de dégradation est situé dans les P-bodies (Sheth et Parker, 2003). 
Enfin, si l’efficacité de la voie de dégradation est affectée, les P-bodies changent de taille 
(Sheth and Parker, 2003). Il a cependant été démontré que des ARNm présents dans les P-
bodies peuvent entrer de nouveau en traduction en quittant ces foci (Brengues et al., 2005). 
Ainsi, la seconde fonction des P-bodies serait d’être un lieu de stockage des ARNm. Qui 
plus est, de nombreux facteurs présents dans les P-bodies interviennent dans la répression 
de la traduction. Par exemple, la protéine Dhh1p et ses orthologues, ainsi que la protéine 
RAP55 (orthologue de Scd6p de S. cerevisiae) répriment la traduction d’ARNm 
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rapporteurs dans des extraits cellulaires (Coller and Parker, 2005; Tanaka et al., 2006). 
Ainsi, la localisation de mRNPs dans les P-bodies doit être le fruit d’un mécanisme de 
répression de la traduction permettant soit leur stockage, soit leur dégradation. 
Un modèle du cycle de vie d’un ARNm cytoplasmique découlant de l’ensemble de 
ces observations a ainsi été proposé (Figure 33). Un ARNm présent dans les polysomes 
peut subir plusieurs cycles de traduction. En réponse à des défauts d’initiation, élongation 
ou terminaison de la traduction, les ARNm interagissent avec la machinerie de répression 
traductionnelle et/ou de dégradation et peuvent alors s’assembler dans les P-bodies. Ils 
peuvent alors y être dégradés, y être stockés ou bien entrer de nouveau en traduction en 
quittant les P-bodies. Cependant, ce modèle laisse pour le moment en suspens une question 
essentielle : comment à partir de plusieurs mRNPs isolés recrutant les machineries de 
répression traductionnelle et/ou de dégradation peut-on obtenir ces agrégats que sont les P-
bodies ? 
Très récemment, il a été démontré que l’ARNr 18S présentant des défauts de 
traduction et subissant le NRD était dégradé dans les P-bodies (Cole et al., 2009). Ainsi, 
les ARNr ne semblent pas formellement exclus des P-bodies qui ne sont pas ainsi limités à 
leur rôle dans la régulation du cycle de vie des ARNm cytoplasmiques. Les P-bodies 
représentent ainsi probablement un lieu clé dans le métabolisme de l’ensemble des ARNs 
cytoplasmiques.  
 
Le Tableau 5 récapitule l’ensemble des mécanismes de contrôle-qualité nucléaire 
des ARNs développés dans cette partie. 
 
 
La dégradation des ARNs aberrants par des systèmes de contrôle-qualité est une 
étape clé de l’expression génique et qui a pour but de ne pas accumuler des espèces 
potentiellement délétères. La voie de dégradation principale des ARNs aberrants dans le 
noyau est la polyadénylation par TRAMP des ARNs cibles, suivie de la dégradation 3’-5’ 
par l’exosome nucléaire. Comment un ARN aberrant est-il discriminé dans le noyau ? Une 
hypothèse est que des cofacteurs pourraient reconnaître des RNPs défectueuse en un 
mécanisme actif, permettant alors l’adressage du complexe TRAMP puis de l’exosome. 
Cependant, étant donné que la dégradation via la voie TRAMP-exosome semble 
relativement générique à l’ensemble des ARNs, une hypothèse plus « en vogue » est la 
compétition permanente entre les facteurs de maturation des ARNs et les facteurs 
ARN ciblé  Défaut de lARN Base de la spécificité Conséquence du contrôle-qualité  
ARNm Terminaison précoce de la traduction  
Recrutement des 
protéines UPF 
Nonsense-mediated decay (NMD), 
décoiffage puis dégradation 5-3 par 
lexonucléase Xrn1, déadénylation 
rapide puis dégradation 3-5 par 
lexosome cytoplasmique, clivage 
endonucléolytique 
ARNm Pas de codon stop 
Recrutement de Ski7 au 
niveau du site A du 
ribosome en pause 
Nonstop decay (NSD), recrutement de 
lexosome via Ski7 puis dégradation 
3-5 
ARNm 
Longue pause du 
ribosome en élongation 
de traduction 
Recrutement de Dom34 
et Hbs1 au niveau du 
site A du ribosome 
No-go decay (NGD), coupure 
endonucléolytique suivi de la dégradation 
exonucléolytique par Xrn1 et lexosome 
ARNr 18S ARNr 18S muté dans le centre de décodage 
Recrutement de Dom34 
et Hbs1 au niveau du 
site A du ribosome 
No-go decay (NGD), coupure 
endonucléolytique suivi de la dégradation 
exonucléolytique par Xrn1 et lexosome 
ARNr 25S 




facteurs de la sous-unité 
(pré-?) 60S 
Nonfunctional ARNr decay (NRD) de 
lARNr 25S, bases moléculaires 
inconnues  
ARNt 
Absence de certaines 
modifications sur des 
ARNt matures 
Inconnue Rapid tRNA decay (RTD), dégradation 5-3 par lexonucléase Xrn1 
Tableau 5 : Contrôle-qualité cytoplasmique des ARNs 
Adapté de Doma et Parker, 2007 
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nucléaires de dégradation. Une maturation défectueuse par des mutations en cis ou en trans  
favoriserait cinétiquement la dégradation par l’exosome nucléaire, et ce, de manière 
passive. En revanche, dans le cytoplasme, la dégradation d’ARNs aberrants semble 
dépendre de signaux moléculaires impliquant des cofacteurs différents selon les ARNs 
cibles. De plus, la plupart des mécanismes de contrôle-qualité cytoplasmique des ARNs 
dépendent d’un test fonctionnel par le ribosome. 
Un autre intérêt des mécanismes de contrôle-qualité des ARNs est la régulation 
globale de l’expression génique et pas seulement des ARNs aberrants. En effet, certains 
ARNm ne possédant pas de PTC sont ciblés par le NMD (He et al., 2003; Mendell et al., 
2004). De même, les quantités à l’équilibre des ARNm codant les histones sont fortement 
réduites par la dégradation nucléaire via la voie TRAMP-exosome (Reis and Campbell, 
2007). Ainsi, le niveau d’accumulation d’ARNs « normaux » peut-être régulé par les 
systèmes de contrôle-qualité.  
La biogenèse des ARNs depuis leur transcription jusqu’à leur incorporation dans 
des RNPs matures est un mécanisme au cours duquel de nombreuses erreurs sont générées. 
En effet, si l’on prend l’exemple du NSD, on dénote que près de 1% des ESTs d’une levure 
sauvage en phase exponentielle de croissance sont des ARNm polyadénylés dans la région 
codante. La dégradation des ARNm ne contenant pas de codon Stop étant 10 fois plus 
rapide que pour des ARNm normaux, cela signifie que près de 10% des réactions de 
polyadénylation n’ont pas lieu correctement. Ainsi, la maturation des ARNs semble 
produire un ensemble hétérogène de transcrits, ce qui représente un réservoir évolutif 
important. Seuls ceux qui échappent aux systèmes de contrôle-qualité peuvent 
s’accumuler. Si, dans certaines conditions, le système de contrôle-qualité est compromis, 
ou, que des mutations additionnelles des ARNs permettent d’échapper aux mécanismes de 
surveillance, les conséquences phénotypiques peuvent être révélées. Ainsi, les systèmes de 
contrôle-qualité des ARNs ne se limiteraient pas à la maintenance de la surveillance mais 




































I. Les petites sous-unités ribosomiques immatures peuvent 
initier la traduction chez S. cerevisiae  
 
A. Observations initiales : du pré-ARNr 20S sédimentant à 80S 
et plus ! 
 
L’observation à la base de ce travail est que, dans une souche tetO7-RIO1 (Open 
Biosystems), presque la moitié du pré-ARNr 20S sédimente dans les complexes de 80S 
ainsi que de plus gros complexes présentant les mêmes coefficients de sédimentation que 
les polysomes (voir Figure 2-C de notre publication). La déplétion de la protéine Rio1p 
augmente la quantité de pré-ARNr 20S co-sédimentant avec les complexes de 80S (voir 
Figure 2-D de la publication). Or, quand Rio1p est absente, le pré-ARNr 20S s’accumule 
dans le cytoplasme. Ainsi, le pré-ARNr 20S accumulé doit se trouver dans des complexes 
de 80S cytoplasmiques. Il est tentant de proposer l’hypothèse selon laquelle des sous-
unités 40S immatures pourraient initier la traduction, c'est-à-dire interagir avec l’ARNm 
afin de réaliser l’étape de « scanning » puis recruter la sous-unité mature 60S au niveau du 
codon d’initiation de la traduction. La déplétion de Rio1p correspondrait à l’exacerbation 
ce mécanisme puisque le pré-ARNr 20S s’accumule. Un tel mécanisme remettrait en cause 
le modèle proposé jusqu’alors comme quoi seules les sous-unités matures 40S peuvent 
initier la traduction (Udem and Warner, 1972). 
D’autres équipes ont également observé le même phénotype moléculaire. En effet, 
l’absence de la protéine non-ribosomique Fap7p ou de la protéine ribosomique rpS0, 
entraînant une accumulation de pré-ARNr 20S dans le cytoplasme, augmente la fraction de 
pré-ARNr 20S contenue dans des complexes de 80S (Ferreira-Cerca et al., 2005; Ford et 
al., 1999; Granneman et al., 2005). Des mutants de l’extremité C-terminale de rpS14p ou 
des allèles tronqués de RPS31/UBI3 présentent le même phénotype (Jakovljevic et al., 
2004; Lacombe et al., 2009). Ainsi, pour les quelques mutants accumulant du pré-ARNr 
20S cytoplasmique pour lesquels des gradients de sédimentation ont été réalisés, ce même 
phénotype moléculaire peut être observé.  
L’objectif initial de notre travail a donc été de tenter de démontrer que des sous-
unités 40S immatures peuvent compléter l’initiation de la traduction, en démontrant 
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notamment l’existence de complexes particule pré-40S /sous-unité ribosomique 
60S/ARNm.  
 
B. “Immature small ribosomal subunits can engage in 
translation initiation in S. cerevisiae” 




Immature small ribosomal subunits can engage in
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It is generally assumed that, in Saccharomyces cerevisiae,
immature 40S ribosomal subunits are not competent
for translation initiation. Here, we show by different
approaches that, in wild-type conditions, a portion of
pre-40S particles (pre-SSU) associate with translating ri-
bosomal complexes. When cytoplasmic 20S pre-rRNA pro-
cessing is impaired, as in Rio1p- or Nob1p-depleted cells, a
large part of pre-SSUs is associated with translating ribo-
somes complexes. Loading of pre-40S particles onto
mRNAs presumably uses the canonical pathway as trans-
lation-initiation factors interact with 20S pre-rRNA.
However, translation initiation is not required for 40S
ribosomal subunit maturation. We also provide evidence
suggesting that cytoplasmic 20S pre-rRNAs that associate
with translating complexes are turned over by the no
go decay (NGD) pathway, a process known to degrade
mRNAs on which ribosomes are stalled. We propose that
the cytoplasmic fate of 20S pre-rRNA is determined by the
balance between pre-SSU processing kinetics and sensing
of ribosome-like particles loaded onto mRNAs by the NGD
machinery, which acts as an ultimate ribosome quality
check point.
The EMBO Journal (2010) 29, 80–92. doi:10.1038/
emboj.2009.307; Published online 5 November 2009
Subject Categories: proteins
Keywords: no go decay; ribosome biogenesis; Rio1p; trans-
lation initiation; yeast
Introduction
Ribosomes, the universal protein synthesis machinery, are
ribonucleoprotein particles formed by two different subunits,
which, in eukaryotic cells, are synthesized through a complex
pathway taking place mostly in the nucleus and involving
numerous factors. This process has been extensively studied
in the yeast Saccharomyces cerevisiae and its general pattern
is conserved throughout eukaryotes (Fatica and Tollervey,
2002; Fromont-Racine et al, 2003; Zemp and Kutay, 2007;
Henras et al, 2008). Four different RNAs are found in eukar-
yotic ribosomes. Three of them, 5.8S and 25S rRNAs, which
belong to the large ribosomal subunit (60S LSU), and 18S
rRNA belonging to the small subunit (40S SSU), are produced
by cleavage, trimming and modification of a common pre-
cursor (35S pre-rRNA in S. cerevisiae) synthesized by RNA
polymerase I (Figure 1). The fourth rRNA, 5S rRNA, is
produced from a distinct transcript synthesized by RNA
polymerase III. Almost all ribosomal subunit maturation/
assembly steps take place in the nucleus. The three rRNAs
of the LSU are completely matured before its nuclear export,
as opposed to 20S pre-rRNA, the immediate precursor of 18S
rRNA, which is processed to 18S rRNA after pre-SSU export to
the cytoplasm in which ribosomes accomplish their business:
translation of the mRNAs into polypeptides. The SSU is a
major player in the translation-initiation process. Once the
cleavage at site D occurs, newly synthesized 40S ribosomal
subunits can initiate translation by recruiting the eIF2-GTP-
methionyl initiator tRNA ternary complex onto the SSU. This
process is facilitated by initiation factors eIF3, eIF1 and
eIF1A. The interaction between eIF3 and eIF4F, which
binds the mRNA cap allows the loading of the 40S ribosomal
subunit onto the mRNA. After a likely mRNA scanning by the
SSU in search of the start codon, eIF5 promotes hydrolysis of
GTP-eIF2 leaving the Met-tRNAi correctly positioned into the
peptidyl (P) site of the SSU. At last, the 60S ribosomal subunit
joins the 40S ribosomal subunit yielding an 80S ribosome
capable of performing translation elongation (Hershey and
Merrick, 2000; Hinnebusch, 2000; Pestova et al, 2001; Acker
and Lorsch, 2008).
In their seminal work, which established that 20S pre-
rRNA is processed to 18S rRNA in the cytoplasm, Udem and
Warner (1972) reported also that 20S pre-rRNA is absent from
polysomes. This suggests that either pre-SSU is not functional
in translation initiation, or somehow excluded from it, or that
processing takes place very early after pre-SSU export from
the nucleus, such that all subunits are matured before having
the opportunity to engage in an initiation event. However, in
more recent studies, 20S pre-rRNA co-sedimentation with
polysomes in sedimentation gradients analyses was observed
when 20S pre-rRNA amount was increased because of pro-
cessing impairment (Ford et al, 1999; Jakovljevic et al, 2004;
Ferreira-Cerca et al, 2005; Granneman et al, 2005; Lacombe
et al, 2009). This suggests that, at least in these particular
conditions, pre-SSUs can be recruited by the translation-
initiation machinery. To date, a handful of factors have
been implicated in cytoplasmic processing of 20S pre-rRNA.
They can be classified in two groups: (1) non-ribosomal
proteins and (2) proteins stably associated with the small
ribosomal subunit of translating ribosomes (i.e. rpS proteins).
Factors of the first class have been identified either geneti-
cally, such as Rio1p (Vanrobays et al, 2001), by their homol-
ogy with proteins involved in ribosome biogenesis, such as
Rio2p (Vanrobays et al, 2003) or Tsr1p (Gelperin et al, 2001),
through complex purification and analysis, such as Nob1p
(Gavin et al, 2002; Fatica et al, 2003; Schafer et al, 2003), or
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genome-wide microarray analysis of RNA metabolism, such
as Fap7p (Peng et al, 2003; Granneman et al, 2005). Besides
studies focused on specific proteins of the SSU such as rpS0
(Ford et al, 1999), rpS21 (Tabb-Massey et al, 2003), rpS14
(Jakovljevic et al, 2004) and rpS31/Ubi3p (Finley et al, 1989;
Lacombe et al, 2009) in which defects of cytoplasmic 20S pre-
rRNA processing were observed, a systematic analysis of the
function of the SSU ribosomal proteins in 40S ribosomal
subunit biogenesis has shown that lack of rpS20 blocks
cytoplasmic processing of 20S pre-rRNA (Ferreira-Cerca
et al, 2005). Such pre-SSU defective maturation conditions
commonly lead to an increase in 20S pre-rRNA amounts and
a reduced production of mature 18S rRNA, but the extent of
precursor accumulation is not equal to the 18S rRNA deficit
indicating that cytoplasmic 20S pre-rRNA is unstable.
In this report, we analysed the fate of cytoplasmic 20S
pre-rRNA. Our data strongly suggest that pre-40S subunits
containing 20S pre-rRNA can complete translation initiation.
We also took advantage of a hypomorphic viable allele of the
essential gene RIO1 to analyse the factors determining 20S
pre-rRNA stability. Finally, we suggest that the no go decay
(NGD) RNA degradation pathway acts as an ultimate ribo-
some quality control mechanism.
Results
In our earlier work, we showed that RIO1 invalidation leads
to a drastic impairment of 18S rRNA production because of a
cytoplasmic 20S pre-rRNA processing defect (Vanrobays et al,
2001). We report below our analysis of the fate of the
cytoplasmically accumulated 20S pre-rRNA, and bring new
insights into the dynamics of its processing and of ribosome
quality control.
Cells depleted of Rio1p or Nob1p accumulate
cytoplasmic 20S pre-rRNA in 80S fractions
We first used the TetO7–RIO1 strain in which expression of
RIO1 can be turned off using the tetracycline analogue
doxycycline. The molecular phenotype associated with RIO1
depletion is the same as the one already described for a
Gal–RIO1 strain (Vanrobays et al, 2001, 2003): (1) 20S pre-
rRNA strongly accumulates and 18S rRNA level drops
(Figure 2A), (2) in situ hybridization of an 18S rRNA-pre-
cursors specific probe (D-A2 fragment in Figure 1) leads to a
strong cytoplasmic signal suggesting that pre-40S particles
are exported and that cytoplasmic processing of 20S
pre-rRNA is impaired (Figure 2B).
To determine the distribution of 40S and 60S ribosomal
subunits into free subunits, 80S ribosomes and polysomes in
TetO7–RIO1 cells depleted or not depleted of Rio1p, extracts
from cells treated or not treated with doxycycline were
fractionated on sucrose sedimentation gradients, and gradi-
ent fractions analysed for their RNA content by northern
blotting (Figure 2C). Cycloheximide, an inhibitor of transla-
tion elongation, was added shortly before cell harvest and
during cell extract preparation to stabilize the polysomes
complexes. Mature 18S and 25S rRNAs from the control
cells were mainly distributed in the 80S and polysome-con-
taining fractions as expected for exponentially growing cells.
About half of 20S pre-rRNA was found in 40S fractions, but
the other half sedimented in 80S and polysome-containing
fractions (Figure 2C and F). In Rio1p-depleted cells, as
expected for a condition strongly affecting the SSU matura-
tion process, 40S and polysomes contents strongly drop, and
reciprocally, the amount of free 60S subunits strongly in-
creases, correlating with a shift of the 25S rRNA to 60S
fractions (Figure 2D). In this Rio1p-depleted condition,
in which few polysomes are still present, most of the 20S
pre-rRNA is found in the same fractions as 80S ribosomes
(Figure 2D and F). Note that the 18S/20S ratio is higher in
polysome fractions than in 80S fractions (Supplementary
Figure S1). Since depletion of Nob1p, the putative endonu-
clease involved in 20S pre-rRNA processing to 18S rRNA, also
leads to a strong accumulation of cytoplasmic 20S pre-rRNA
(Fatica et al, 2003, 2004), we tested whether a similar shift
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Figure 1 Simplified scheme of 40S ribosomal subunits production in S. cerevisiae. rDNA transcription by RNA polymerase I in the nucleolus
leads to 35S pre-rRNA. This transcript is processed sequentially at the A0, A1 and A2 sites yielding the 20S pre-rRNA. In a minor alternative
pathway, the 35S pre-rRNA is first cleaved at A3, yielding the 23S pre-rRNA, which is then processed at A0, A1 and A2 to yield the 20S precursor
(Gallagher et al, 2004). 20S pre-rRNA is exported to the cytoplasm, in which it undergoes endonucleolytic cleavage at site D, generating mature
18S rRNA contained in the 40S small subunit. Then, the small ribosomal subunit can initiate translation by binding and scanning mRNAs with
the help of translation-initiation factors. The names of the pre-ribosomal particles in which these pre-rRNA intermediates are embedded are
also indicated.
Pre-40S particles can initiate translation
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depletion. We used a Gal–HA–NOB1 strain in which NOB1
expression can be switched off by growing cells in glucose-
containing medium. As observed in Rio1p-depleted cells,
the 20S pre-rRNA, which accumulates in Nob1p-depleted
cells mainly co-sediments with 80S complexes (Figure 3A).
Altogether, these data suggest that, in Rio1p- and Nob1p-
depleted cells, pre-40S particles that accumulate are incorpo-
rated into 80S complexes that may be ribosome-like particles.
Moreover, even in exponentially growing cells, a fraction of
20S pre-rRNA sediments in 80S and polysome-containing
fractions suggesting that this process also exists in normal
cells, but is exacerbated when the last steps of 40S subunit
maturation are impaired.
Pre-40S particles can be contained in polysomes
In an exponentially growing TetO7–RIO1 strain expressing
Rio1p, about a quarter of 20S pre-rRNA sediments in poly-
some-containing fractions which suggests that pre-40S parti-
cles could be engaged in polysomes. This hypothesis was
tested by omitting addition of cycloheximide before cell
harvest and during cell extract preparation, thus allowing
















































































































Figure 2 Analysis of the sedimentation on a sucrose gradient of 20S pre-rRNA from a TetO7-RIO1 strain. Culture samples of a TetO7–RIO1
strain grown in YPD (DOX) or in doxycycline containing YPD for 16 h (þDOX) were collected. From these samples, (A) total RNAs were
extracted and separated in denaturing 1.2% agarose gel electrophoresis and transferred to nylon membranes. Specific RNAs were detected by
hybridization with antisense oligonucleotide probes. Quantifications of the (18Sþ 20S)/25S ratio in Rio1p-expressing cells and depleted cells
were performed by phosphoimager analysis and expressed in arbitrary units (AU)—DOX condition taken as a reference. (B) Pre-18S rRNA FISH
was performed with a probe complementary to the D-A2 segment of the ITS1. (C–E) Whole cell lysates were subjected to centrifugation
through a sucrose gradient under polysome stabilization (þCycloheximide) or polysomes run-off conditions (Cycloheximide). A254nm
profiles were recorded. The peaks of free 40S and 60S subunits, 80S ribosomes and polysomes are indicated. RNA content of each fraction
from the gradient was analysed by ethidium bromide staining and northern blot using a probe complementary to the D-A2 segment of the ITS1.
(F) Percentage of total 20S pre-rRNA in 40S (fractions 6, 7, 8), 60S (fractions 9, 10), 80S (fractions 11, 12, 13), polysome-containing fractions
(PCF, fractions 14, 15, 16, 17) in TetO7–RIO1 cells treated or not with doxycyline (DOX) or cycloheximide (CYCLO). Quantifications were
performed by phosphoimager analysis. Error bars correspond to the standard deviation from three independent experiments.
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process. Omission of cycloheximide leads to a decrease in the
amount of polysomes and to an increase in 80S run-off
ribosomes (Figure 2E). Under these conditions, the fraction
of 20S pre-rRNA contained in polysome fractions significantly
dropped suggesting that the 20S pre-rRNA sedimenting in
polysome fractions in Figure 2C is indeed associated with
polysomes (Figure 2E and F). 20S pre-rRNA is generated by
an early cleavage in the nucleolus (Figure 1). To confirm that
the 20S pre-rRNA found in polysome-containing fractions is
not nucleolar 20S pre-rRNA, we examined the distribution of
nucleolar markers across the sedimentation gradients; these
include 35S and 27S pre-rRNAs as well as Nop1p and Nhp2p,
two core proteins of C/D and H/ACA snoRNPs, respectively
(Supplementary Figure S2A). Omission of cycloheximide
does not modify the sedimentation pattern of these markers
suggesting that 20S pre-rRNA molecules that relocalize to 80S
fractions in ribosome run-off conditions correspond to cyto-
plasmic pre-40S particles. This was further confirmed by
fractionating a TetO7–RIO1 cellular extract into nuclear and
cytoplasmic fractions and analysing their pre-rRNAs content
(Supplementary Figure S2B). Assuming that 27S pre-rRNA
distribution reflects the spill over of nucleoplasmic material
into the cytoplasmic fraction (roughly 50% of 27S pre-rRNA
is recovered in the ‘cytoplasmic’ fraction), a small part of 20S
pre-rRNA found in the cytoplasmic fraction could in fact
originate from the nucleus. Since about 11% of total 20S
pre-rRNA is found in the nuclear fraction, this means that
actual nuclear 20S pre-rRNA amounts to 22% of total 20S
pre-rRNA. Thus, most 20S pre-rRNA (78% of cellular 20S
pre-rRNA) is indeed located in the cytoplasm. As half of total
20S pre-rRNA sediments in 80S and polysome fractions at the
very least, assuming that all nuclear 20S pre-rRNA sediments
in these fractions, still more than half of 20S molecules
sedimenting in 80S polysomes fractions should be cytoplas-
mic 20S pre-rRNA. Thus, pre-40S particles can be contained
in polysomes. Two models could explain the occurrence of
immature 40S ribosomal subunits in polysomes. First,
pre-40S particles could be engaged in translation initiation
and so be associated with mRNAs upstream of translating
ribosomes; second, pre-40S particles could have completed
translation initiation and so associate with 60S ribosomal
subunits and mRNAs upstream of translating ribosomes. The
fact that, in the absence of cycloheximide, the 20S pre-rRNA
contained in polysomes mainly relocalizes to 80S fractions
and not to 40S fractions strongly suggests that polysomal pre-
40S particles have completed translation initiation up to 60S
ribosomal subunit recruitment (Figure 2E and F).
These results suggest that pre-40S particles have the ability
to complete translation initiation before their final matura-
tion. If so, non-ribosomal factors required for cytoplasmic
pre-40S particle maturation should be found co-sedimenting
with polysomes. We assessed the sedimentation profile of
Nob1p, the putative endonuclease required for 20S pre-rRNA
processing (Fatica et al, 2003, 2004). We used a strain
expressing a TAP-tagged version of Nob1p in a TetO7–RIO1
genetic background. Under conditions in which polysomes
are freezed by addition of cycloheximide, Nob1p co-sediments
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Figure 3 Sucrose gradient sedimentation analysis of 20S pre-rRNA from a GAL–HA–NOB1 strain and of Nob1p from a TetO7–RIO1 NOB1–TAP
strain. (A) Cellular extracts from cultures of the GAL–HA–NOB1 strain grown for 16 h in either galactose (YPG)- or glucose (YPD)-containing
medium were subjected to sucrose gradient sedimentation analysis. RNA content of each fraction was analyzed as in Figure 2C–E.
Quantifications were performed by phosphoimager analysis. (B) Whole cell lysates derived from TetO7–RIO1 NOB1–TAP cells grown in
YPD were analyzed by sucrose gradient centrifugation under polysome-conserving conditions (þCycloheximide) or polysome run-off
conditions (Cycloheximide). Fractions from the gradient were analyzed by western blotting using anti-ProtA. Sedimentation profile of the
18S rRNA is used as an internal control of polysome run off.
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with polysome-containing fractions as already observed
(Fatica et al, 2003) (Figure 3B). This fraction is almost
completely lost in polysome run-off conditions. Thus, the
putative endonuclease Nob1p, which is specific to late
pre-40S particles can interact with polysomes.
Pre-40S particles associate with 60S subunits in mRNA
containing ribosome-like particles
Occurrence of 20S pre-rRNA in polysomes and persistence of
20S pre-rRNA sedimenting in ribosome fractions under run-
off conditions suggest that pre-40S particles themselves inter-
act with 60S ribosomal subunits. Moreover, in cells accumu-
lating cytoplasmic 20S pre-rRNA, pre-40S particles, which
sediment in 80S fractions, may form ribosome-like particles
containing a pre-40S particle and a 60S ribosomal subunit.
Thus, we tested whether immunoprecipitation (IP) of 60S
subunit ribosomal proteins (rpL) would result in co-IP of
some 20S pre-rRNA. TAP-tagged versions of rpL25 and
rpL24a were used as baits in a TetO7–RIO1 genetic back-
ground. As expected, rpL25–TAP and rpL24a–TAP sediment
in 60S, 80S and polysome-containing fractions suggesting
that these proteins are fully functional (Supplementary
Figure S3). The rpL25, an early ribosomal protein, associates
with pre-60S particles in the nucleus, whereas rpL24a is
proposed to join pre-60S particles in the cytoplasm
(Kruiswijk et al, 1978; van Beekvelt et al, 2000; Saveanu
et al, 2003). The rpL25–TAP and rpL24a–TAP were precipi-
tated from total cellular extracts using IgG sepharose, and co-
immunoprecipitated RNAs were extracted and analysed by
northern blotting (Figure 4A). As expected for ribosomal
proteins, we found that mature 25S and 18S rRNAs were
co-immunoprecipitated with rpL25–TAP and rpL24a–TAP.
Moreover the relatively abundant actin encoding ACT1
mRNA was immunoprecipitated as well, with an efficiency
above the background levels observed in the untagged strain
and similar to the IP efficiency of mature rRNAs suggesting
that ribosomes engaged in translation are immunoprecipi-
tated (Supplementary Figure S4). The near absence of tRNA
in the immunoprecipitate (data not shown), and IP efficien-
cies of U2, an snRNA involved in splicing, and of 23S rRNA, a
50 and 30 extended nuclear precursor of 18S (Figure 1), which
are clearly much lower with both baits, indicate that IPs of
mature rRNAs and ACT1 mRNAwere specific. We found that
20S pre-rRNA co-immunoprecipitates with both rpL–TAP
proteins with efficiencies similar to those of mature rRNAs
and ACT1 mRNA. Moreover, the amount of immunoprecipi-
tated 20S pre-rRNA increases when pre-40S particles accu-
mulate in the cytoplasm in Rio1p-depleted cells. Altogether,
these results suggest that in exponentially growing cells, part
of pre-40S particles interact with 60S subunits in ribosome-
like particles and that, under conditions leading to cytoplas-
mic 20S pre-rRNA accumulation, most pre-40S particles are
incorporated into ribosome-like particles.
As in the TetO7–RIO1 strain expressing Rio1p, about half of
20S pre-rRNA molecules are contained in ribosomes or poly-
somes, pre-40S particles should interact with mRNAs. Moreover,
in Rio1p-depleted conditions, pre-40S particles mainly accumu-
late in cytoplasmic 80S ribosome-like particles that may contain
mRNAs. To assess more directly a possible interaction between
mRNAs and pre-40S particles, we tested whether IP of
TAP-tagged Pab1p, the poly-A-binding protein interacting
with polyadenylated mRNAs, could co-immunoprecipitate
20S pre-rRNA. As shown in Figure 4A, 20S pre-rRNA is
co-immunoprecipitated with Pab1p–TAP just as mature
25S and 18S rRNAs and ACT1 mRNA are (Supplementary
Figure S4). On the contrary, U2 snRNA and 23S pre-rRNA
do not co-immunoprecipitate with Pab1p–TAP. These results
suggest that pre-40S particles and mRNAs can be contained
in the same complex. Association of pre-40S particles with
mRNAs was also investigated in late pre-40S particles IP
experiments (Figure 4B). As mentioned above, Nob1p is a
factor contained in late pre-40S subunits and the putative
endonuclease processing 20S pre-rRNA to 18S rRNA. Nob1p–
TAP was immunoprecipitated using IgG-sepharose beads,
and RNA pull down analysed for the presence of mRNAs.
Three relatively abundant mRNAs were studied: rpS14, Act1
and Pgk1. As Nob1p is a poorly abundant protein, contrarily
to Pab1p, enrichment for these mRNAs in the immuno-
precipitates was assayed through RT–PCR rather than using
northern blotting. Clear enrichment in mRNAs content is
observed in the IgG-sepharose beads immunoprecipitate
compared with the control corresponding to incubation
of the same extracts with sepharose beads. No U2 snRNA
enrichment is observed in these conditions, validating the
specificity of the interaction between Nob1p and mRNAs.
Moreover, 20S pre-rRNA is clearly enriched in the immuno-
precipitate, whereas 18S is not suggesting that Nob1p–TAP
immunoprecipitated mRNAs co-immunoprecipitate with 20S
pre-rRNA molecules.
In Rio1p-depleted cells, most 20S pre-rRNA accumulates in
80S ribosome-like particles, which may be composed of two
subpopulations similar to 80S ribosomes: free 80S ribosome-
like particles that do not contain mRNAs and 80S ribosome-
like particles that have completed translation initiation and so
are bound to mRNAs. It is assumed that free 80S ribosomes
are dissociated under high-salt conditions, whereas mRNA-
associated 80S ribosomes are not (Martin and Hartwell, 1970;
Decatur et al, 2007). To determine to what extent 80S ribo-
some-like particles are associated with mRNAs, cell extracts
from TetO7–RIO1 cells grown in the presence or in absence of
doxycycline were spun through high-salt sucrose gradients
and the sedimentation properties of 20S pre-rRNA analysed.
As shown in Figure 4C and D, 20S pre-rRNA sedimentation
pattern is quite similar in high-salt or in low-salt conditions.
Notably, the amount of pre-40S particles co-sedimenting with
polysomes is not modified in high-salt conditions, suggesting
that these particles indeed are associated to polysomes.
Furthermore, the same results are observed whether
cells are Rio1p depleted or not, indicating that in both
conditions most, if not all, 20S pre-rRNA molecules contained
in 80S ribosomes belong to mRNA-associated ribosome-like
particles.
These data indicate that in exponentially growing cells, a
fraction of pre-40S particles is contained in ribosome-like
particles that are associated with mRNAs. This fraction
becomes the major one when cytoplasmic pre-40S particles
accumulate.
Translation initiation factors Tif11p, Rpg1p and Prt1p
interact with 20S pre-rRNA
The results reported above suggest that pre-40S particles can
be associated with 60S ribosomal subunits and mRNA. Such
immature 40S ribosomal subunits would have completed
translation initiation, indicating that pre-40S particles are
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able to initiate translation. If pre-40S particles initiate transla-
tion through the same pathway as mature 40S subunits do,
they must interact with canonical translation-initiation fac-
tors. Thus, we assessed whether 20S pre-rRNA can be
co-immunoprecipitated with Rpg1p and Prt1p, two factors
belonging to the eIF3 complex, or Tif11p, the eIF1A ortholo-
gue. Rli1p, a putative ATPase implicated in translation initia-
tion and ribosome biogenesis, was used as a positive control,
as it interacts with eIF5 as well as with eIF2 and eIF3
subunits, and also with 20S pre-rRNA (Dong et al, 2004;
Kispal et al, 2005; Yarunin et al, 2005). Total cellular extracts
of strains expressing TAP-tagged version of Tif11p, Prt1p and
Rpg1p were used in IP assays (Figure 5A). In this set of
experiments, IPs were performed according to the method
used in the study describing the Rli1p interaction with 20S
pre-rRNA (Yarunin et al, 2005). Compared with the untagged
strain, 18S rRNA and 25S rRNA were enriched in the IP
material especially in Prt1p–TAP and Rpg1p–TAP IPs assays.
Moreover, and as expected, as these factors mainly co-sedi-
ment with 40S particles in sedimentation assays, 18S rRNA
enrichment was higher than that of 25S rRNA (Phan et al,
2001; Vala´sek et al, 2001a; Dong et al, 2004). Finally, clear
co-IP of 20S pre-rRNA with these TAP-tagged proteins is
observed, particulary in the case of Prt1–TAP and Rpg1p–
TAP IPs. Nuclear rRNA precursors such as 35S and 23S were
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Figure 4 Pre-40S particles can associate with 60S ribosomal subunits and mRNAs. (A) IP experiments were carried out using IgG-sepharose
and total cellular extracts from the parental strain lacking a tagged protein (TetO7–RIO1, lanes 1, 2, 3 and 4) or from strains expressing either
rpl25–TAP (TetO7–RIO1 RPL25–TAP, lanes 5, 6, 7, 8), rpl24a–TAP (TetO7–RIO1 RPL24a–TAP, lanes 9, 10, 11, 12) or Pab1–TAP (TetO7–RIO1
PAB1–TAP, lanes 13, 14, 15, 16) treated or not with doxycycline (DOX) for 16 h. RNAs were extracted from the pellets obtained after
precipitation (IP) or from an amount of cellular extract corresponding to 1/50 of that used for IP (T), and analyzed by northern blotting as
described in Figure 2A. (B) IP of Nob1–TAP performed with a TetO7–RIO1 NOB1–TAP cell extract using only sepharose beads (beads) or IgG
coupled to sepharose beads (IgG-beads). Co-immunoprecipitated RNAs were reverse transcribed and then rpS14, Pgk1 and Act1 mRNAs and
U2 snRNAwere PCR amplified (RTþ beads and RTþ IgG-beads). Genomic DNA contamination was evaluated by direct PCR amplification on
the material extracted from the pellet, the reverse transcription step being omitted (RT  beads and RT  IgG-beads). Co-IP of 20S pre-rRNA
was assayed by northern blotting. (C) Cell extracts of a TetO7–RIO1 strain treated or not with doxycycline for 16 h were prepared using high salt
containing buffer and subjected to high-salt sucrose gradient sedimentation. RNA content of each fraction was analyzed as in Figure 2C–E.
Quantifications were performed by phosphoimager analysis. (D) Percentage of total 20S pre-rRNA in 80S and polysome-containing fractions
(PCF) in TetO7–RIO1 cells treated or not with doxycyline (DOX) in a high-salt sedimentation assay. Percentages of 20S pre-rRNA in 80S and PCF
fractions from low-salt gradients were taken from Figure 2F.
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between these initiation factors and 20S pre-rRNA. Thus,
translation-initiation factors interact with pre-40S particles
suggesting that immature 40S ribosomal subunits, which
engage in translation initiation do so through the canonical
initiation pathway.
We also investigated whether depletion of initiation factors
may affect 20S pre-rRNA processing. Mature rRNA produc-
tion and 20S pre-rRNA processing were followed after
addition of doxycycline to the growth medium of strains
expressing Tet-regulated translation-initiation factors, namely
Tif11p, Prt1p and Rpg1p. As expected, depletion of these
factors led to a translation-initiation defect, itself resulting
in a decreased amount of polysomes and an increase in
80S ribosomes (Supplementary Figure S5): polysome-engaged
ribosomes terminate translation, disengage from mRNAs and
accumulate as vacant 80S couples. Clearly, depletion of these
factors did not affect either 20S pre-rRNA processing or
mature rRNAs synthesis (Figure 5B). Other authors have
already reported that depletion for translation-initiation fac-
tors does not significantly affect pre-rRNA processing (Senger
et al, 2001; Yarunin et al, 2005). However, this is not an
absolute rule, as depletion or inactivation of eIF3j/Hcr1, a
non-essential factor, leads to a delay in the maturation
process affecting 25S and 18S rRNAs synthesis, a small
reduction in SSU steady state level and ribosomal subunits
nuclear export defect (Vala´sek et al, 2001b; Yarunin et al,
2005). These results indicate that 20S pre-rRNA processing
can take place independently from translation initiation.
NGD is implicated in the degradation of ribosome-like
particles
As pre-40S particles can engage in translation initiation, a
fraction of Rio1p may interact with polysomes just as Nob1p
does. To determine the sedimentation pattern of Rio1p, we
constructed an RIO1–TAP strain. Strikingly, this RIO1–TAP
strain exhibits a clear growth defect compared with the
non-tagged isogenic strain (Figure 6A). This mutant pheno-
type is certainly due to the presence of the tag, which
somehow impairs Rio1p–TAP functionality. Interestingly, in
the RIO1–TAP strain, 18S rRNA production is reduced and
20S pre-rRNA levels are increased compared with its un-
tagged counterpart (Figure 6D). Moreover, in situ hybridiza-
tion of a probe complementary to the ITS1 produces a
cytoplasmic signal in the RIO1–TAP strain, whereas in the
RIO1 strain, a predominant nucleolar staining is observed
(Figure 6B). Thus, the growth defect of the RIO1–TAP strain
may be the consequence of a marked 20S pre-rRNA proces-
sing delay making that strain sick, but still viable. As shown
in Figure 6C, free 60S subunits accumulate in RIO1–TAP cells
in accordance with the observed 20S pre-rRNA processing
defect. As expected, a fraction of Rio1p–TAP sediments in
polysome-containing fractions and this localization is depen-
dent on the presence of cycloheximide. Thus, Rio1p–TAP
interacts with polysomes. As the 20S pre-rRNA accumulates
in the cytoplasm, the main part of 20S pre-rRNA is expected
to be found in 80S ribosome-like particles, which is indeed
the case, cycloheximide being present or not (Figure 6C).
Moreover, in this strain, the fraction of 20S pre-rRNA
contained in polysomes is cycloheximide dependent in the
same way as observed in the untagged strain. Altogether,
these data indicate that the RIO1–TAP strain behaves as a
viable mimic of Rio1p-depleted cells.
Strikingly, in RIO1–TAP cells, as in Rio1p-depleted cells,
the amount of 20S pre-rRNA accumulated does not corre-
spond to the 18S deficit relative to 25S rRNA (Figures 2A and
6D) showing that, although in these cells part of 20S pre-
rRNA is matured into 18S rRNA, a large part of it is unstable.
As most 20S pre-rRNA accumulates in 80S fractions when
cytoplasmic maturation of 40S ribosomal subunits is
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Figure 5 Initiation factors Tif11p, Rpg1p and Prt1p interact with 20S pre-rRNA, but are not required for 40S ribosomal subunit maturation.
(A) IP experiments were carried out using IgG-sepharose beads. Aliquots of precipitated RNAs (IP and lanes 2, 4, 6, 8 and 10) and 1/80 of the
corresponding amount of total RNAs from the input extract (T and lanes 1, 3, 5, 7 and 9) were submitted to denaturing 1.2% agarose gel
electrophoresis and transferred to nylon membranes. Northern blotting was performed as in Figure 1A. (B) Total RNAs were submitted to
northern blot analysis after separation by electrophoresis through a 1.2% agarose denaturing gel. Quantifications of 18S/25S were performed
by analysis of the ethidium bromide staining by Quantity One Analysis software (Bio-Rad). h: hours, DOX: doxycycline.
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translation elongation, or not fully processive for it.
Consequently, on a given mRNA molecule, translating ribo-
somes downstream from a ribosome-like particle will com-
plete their translation round, but the presence of this stalled
inactive or poorly active ribosome-like particle will prevent
mature ribosomes from initiating new translation runs.
Interestingly, the NGD is a mechanism in which ribosome
stalling on mRNA leads to the degradation of the mRNA
(Doma and Parker, 2006; Tollervey, 2006). The molecular
basis for this degradation remains elusive, although two
factors showing homology with translation termination
factors eRF1 and eRF3, Dom34p and Hbs1p, respectively,
involved in this process have been identified (Doma and
Parker, 2006). Assuming that ribosome-like particles do not
enter translation elongation or have a low processivity in it,
which may cause them to stall on the mRNA, we investigated
whether the NGD pathway influences the stability of 20S
pre-rRNA contained in those ribosome-like particles. Thus,
we assayed the effects of DOM34 or HBS1 invalidation on the























































































Figure 6 Inactivation of NGD restores cell growth and 20S pre-rRNA processing in RIO1 TAP mutants. (A) RIO1, RIO1–TAP, RIO1 dom34D,
RIO1 hbs1D, RIO1–TAP dom34D and RIO1–TAP hbs1D cells were spotted in 10-fold serial dilution steps onto YPD plates, which were incubated
at 301C for 2 days. (B) Pre-18S rRNA FISH was performed with a probe complementary to the D-A2 segment of the ITS1. (C) WCEs of RIO1–TAP
strain were analyzed by sucrose gradient sedimentation under polysome stabilizing conditions (þCycloheximide) or polysome run-off
conditions (Cycloheximide). A254nm profiles were recorded. Rio1p–TAP protein content in each fraction was determined by western blotting
and quantified using LAS-4000 and Multi gauge software (Fujifilm). RNA content in each fraction from the gradient was determined by
northern blotting using a probe complementary to the D-A2 segment of the ITS1. Standard deviations from three independent experiments are
indicated. (D) Total RNAs were extracted and separated by denaturing 1.2% agarose gel electrophoresis and transferred to nylon membranes.
Specific RNAs were detected by hybridization with antisense oligonucleotide probes. Quantifications of 18S/25S ratio and (18Sþ 20S)/25S
ratios were performed as in Figure 2A and expressed in arbitrary units (AU), RIO1 strain taken as a reference.
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accumulation in these cells. As shown in Figure 6A, NGD
inactivation suppresses at least partially the growth defect
associated with the RIO1–TAP allele. At the same time, 20S
pre-rRNA processing is restored to wild-type levels in RIO1–
TAP hbs1D cells or greatly improved in the case of RIO1–TAP
dom34D (Figure 6D). This suggests that in the RIO1–TAP
context, NGD inactivation allows more 20S pre-rRNA mole-
cules to be processed possibly because of an increase of the
amount of 20S pre-rRNA available to the poorly efficient
processing machinery of the RIO1–TAP strain, and thus to
an increased processing speed. In an NGD inactivation
context, Rio1p–TAP level is not modified (Supplementary
Figure S6), showing that restoration of the 20S pre-rRNA
processing is not attributable to a direct Rio1–TAP mRNA
stabilization, or an increase of the amount of Rio1p–TAP
in these NGD deficient conditions. However, we cannot
exclude that the observed phenotype could be an indirect
consequence of NGD inactivation leading to increased 20S
pre-rRNA processing efficiency.
Discussion
In the yeast S. cerevisiae, final maturation of the small
ribosomal subunit, which requires processing of the 30 end
of 20S pre-rRNA at site D, occurs in the cytoplasm (Fatica and
Tollervey, 2002; Fromont-Racine et al, 2003; Zemp and Kutay,
2007; Henras et al, 2008). From the seminal work of Udem
and Warner (1972) , it is assumed that pre-40S particles are
not competent for translation initiation, or at least do not
complete translation initiation, as in sedimentation gradients
analyses no 20S pre-rRNA was found in polysomes. Thus,
processing of 20S pre-rRNA has to take place before comple-
tion of translation initiation. It has to be mentioned that these
studies did not report the rRNA composition of the ribosome
fractions.
Immature small ribosomal subunits may complete
translation initiation
In this work, we show that part of 20S pre-rRNA is associated
with translating ribosomes and polysomes. We observed that
roughly half of 20S pre-rRNA sediments in ribosome and
polysome fractions. In ribosome run-off conditions, the
amount of polysomes drastically decreases and the 20S pre-
rRNA initially associated with the polysome fractions relo-
cates to ribosome fractions in the same way as mature 18S
and 25S rRNA do. Furthermore, the sedimentation pattern
of 20S pre-rRNA is not modified under conditions that
dissociate free 80S couples (Figure 4D) indicating that 20S
pre-rRNA is indeed associated to translating complexes.
Presence of pre-SSUs in translating complexes is further
supported by the co-IP of 20S pre-rRNA with ribosomal
proteins of the large subunit as well as with Pab1p.
Furthermore, we show that mRNAs are co-immunoprecipi-
tated with the late pre-SSU processing factor Nob1p.
Altogether, these data show that, even in exponentially
growing cells, part of the synthesized pre-SSUs complete
translation initiation. On depletion of pre-SSU processing
factors, namely Rio1p and Nob1p, immature SSUs accumu-
late in the cytoplasm, and again a large part of this material is
found in ribosome and polysome fractions (70% in Rio1p-
depleted cells, 85% in Nob1p-depleted cells). Altogether,
these data suggest that in these conditions, a large part of
immature SSU is associated with translating complexes.
Moreover, the fact that in polysome run-off conditions,
these immature SSUs still sediment with 80S complexes
indicate that these pre-40S particles are associated with 60S
ribosomal subunits. This strongly suggests that pre-40S
particles can complete translation initiation.
In wild-type conditions, at least half of pre-SSUs are
matured before completion of translation initiation. As men-
tioned above, in the pioneering work of the early days of
yeast ribosome processing studies (Udem and Warner, 1972),
all pre-SSUs were processed before completion of initiation,
as no 20S pre-rRNA was found in polysomes. This discre-
pancy can be attributed to (1) the methodology, as in these
studies freshly synthesized 20S pre-rRNAs were followed,
whereas we analysed all 20S pre-rRNAs (although the half-
life of this processing intermediate being quite short, most of
this pre-rRNA should correspond to recently synthesized
molecules); (2) growth conditions: spheroplasts incubated
in minimal medium versus cells grown in complete medium
and (3) differences in the genetic backgrounds of the strains
used in these works, which implies that our strains (BY 4741/
4742 background) possess a low efficiency 20S pre-rRNA
processing machinery. In similar experiments realized with
S288C wild-type strain, much less 20S pre-rRNA sediments in
the ribosome (6%) and polysome (7%) fractions (data not
shown). Such amounts would have been barely detectable
using Udem’s and Warner’s protocols.
Presence of 20S pre-rRNA in ribosome-polysome fractions
of sedimentation gradients is also observed on depletion of
rpS0 or Fap7p, or when C-terminal mutants of Rps14p or
truncated alleles of RPS31/UBI3 are expressed (Ford et al,
1999; Jakovljevic et al, 2004; Ferreira-Cerca et al, 2005;
Granneman et al, 2005; Lacombe et al, 2009). Under all
these conditions, a strong cytoplasmic accumulation of 20S
pre-rRNA is observed. Thus, association of immature SSUs to
translating complexes is not specific to the depletion of ‘late’
processing factors such as Rio1p and Nob1p. However, as
mentioned above and elsewhere (Ford et al, 1999), the higher
18S rRNA/20S pre-rRNA ratio observed in the polysomes
fractions compared with 80S fractions (Supplementary Figure
S1) suggests that ribosome-like particles are poorly efficient
in translation elongation, if at all.
The fact that pre-SSUs can engage in initiation of transla-
tion is further supported by our observations that (1) 20S
pre-rRNA co-immunoprecipitates with tagged translation-in-
itiation factors and (2) mRNAs co-immunoprecipitate with
Nob1p. Furthermore, Prt1p, Rpg1p, Tif35p and Nip1p
subunits of eIF3 translation-initiation factor, Rli1p, a substeo-
chiometric component of eIF3, as well as Sui3p, an eIF2
component, and Tif5p, the translation-initiation factor eIF5,
were identified in mass-spectrometry analysis of proteins,
which co-purify with Rio1p–TAP (data not shown). These
data suggest that pre-40S particles, which would engage in
translation initiation would do so through the canonical
mechanism. Although depletion of the translation-initiation
factors Tif11p, Prt1p or Rpg1p lead to an increase of free
ribosomes, it does not impair ribosomal subunit maturation,
and levels of 20S pre-rRNA are not affected under such
conditions, showing that pre-SSU processing can take place
normally in the absence of translation initiation.
To summarize, from our data we can conclude that (1)
pre-SSU processing does not require a functional translation-
Pre-40S particles can initiate translation
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initiation machinery, (2) immature 40S ribosomal subunits
can complete translation initiation, thus pre-SSU maturation
and translation initiation are functionally independent
processes.
NGD pathway acts as a ribosome quality check point
Association of rRNA precursors with polysomes has been
reported in the mold Dictyostelium discoideum (Mangiarotti
et al, 1997). In this organism, translation elongation is
required for complete rRNA maturation, suggesting that a
late quality control mechanism validates correct ribosome
assembly and/or efficient translation elongation.
As mentioned above, in cells defective for late pre-SSU
maturation, 20S pre-rRNA accumulates in the cytoplasm.
Although 20S pre-rRNA originates from the same transcripts
as 25S rRNA, the amount of accumulated 20S pre-rRNA is
much lower than what would be expected from the deficit in
18S rRNA, as shown by the large excess of 25S rRNA over
(20Sþ 18S) RNAs observed in these cells (Ford et al, 1999;
Jakovljevic et al, 2004; Ferreira-Cerca et al, 2005; Granneman
et al, 2005; Lacombe et al, 2009). This implies that under
these conditions, most 20S pre-rRNA is degraded by an
unknown mechanism. To date, the non-functional rRNA
decay (NRD) pathway is the only cytoplasmic rRNA degrada-
tion process identified in exponentially growing yeast cells
(LaRiviere et al, 2006). The molecular basis of this mechan-
ism, which eliminates 25S rRNA molecules defective in
peptide bond formation as well as 18S rRNAs impaired in
tRNA/mRNA base pairing is unknown. Besides this mechan-
ism eliminating translation defective ribosomes, the NGD
pathway acts on mRNAs on which translating ribosomes
are stalled (Doma and Parker, 2006). Whether this process
directs only the mRNAs to degradation or is also active
towards stalled ribosomes has not been addressed. The
RIO1–TAP allele behaves as a viable mimic of a 20S
pre-rRNA processing mutant: it accumulates cytoplasmic
20S pre-rRNA, the majority of which is associated with
ribosomes polysomes (Figure 6B and C). Our data show
that NGD pathway inactivation effectively suppresses the
growth defect of the RIO1–TAP strain, and at the same time
partially (RIO1–TAP dom34D strain) or completely (RIO1–TAP
hbs1D strain) restores 20S pre-rRNA processing and 18S rRNA
synthesis. Thus, the poorly active Rio1p produced by the
leaky RIO1–TAP allele leads to slow processing of 20S pre-
rRNA, the amount of 18S rRNA produced still permitting cell
growth, although at slow pace. Depletion of NGD compo-
nents by extending 20S pre-rRNA half-life and diverting part
of 20S pre-rRNA to the processing pathway allows an
increased production of mature 18S rRNA and correlatively
improves cell fitness. This suggests that the half-life of
translating ribosome-associated 20S pre-rRNA is determined
by a balance between processing to 18S rRNA and degrada-
tion triggered by its detection as stalled ‘ribosome’ by the
NGD pathway. In NGD deficient cells, not only is 18S synth-
esis restored, but also 20S accumulation is decreased,
suggesting that 20S pre-rRNA processing kinetics is improved
in these conditions. This improvement could be simply
attributable to the increased amount of 20S substrate avail-
able for the processing machinery, or an indirect effect of
NGD inactivation on the intrinsic activity of processing
factors. As NGD acts onto stalled translation elongation
complexes, these results show that (1) ribosome-polysome-
associated pre-SSUs can be processed to mature ribosomal
subunits, (2) pre-SSUs are poorly, or not at all, able to
participate in translation elongation, (3) NRD and NGD path-
ways could be one and the same mechanism, or at least share
some molecular components that similarly to the unknown
mechanism at work in D. discoideum acts as an ultimate
ribosome quality check point (Figure 7).
In HeLa cells, just as in S. cerevisiae, the last step of SSU
maturation occurs in the cytoplasm by cleavage of the 18S-E
pre-rRNA, the 18S rRNA direct precursor. This cleavage
involves RioK2, the human orthologue of Rio2p (Vanrobays
et al, 2003; Rouquette et al, 2005). Interestingly, when RioK2
is depleted through RNA interference, 18S-E pre-rRNA can be
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Figure 7 Cytoplasmic fate of 20S pre-rRNA. Once exported from the nucleus, pre-40S particles can be matured before translation initiation, but
are also competent for translation initiation using the same translation-initiation machinery as mature 40S ribosomal subunits. After
completing translation initiation, pre-40S particles are either processed to mature 40S ribosomal subunits or sensed as stalled ribosomal-
like particles and degraded through the NGD pathway.
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Rio1p- or Nob1p-depleted yeast cells (Rouquette et al, 2005).
Thus, it is very tempting to propose that the new pathway
described in our study has been conserved throughout
evolution.
While this work was under revision, Cole and collabora-
tors (Cole et al, 2009) reported that translation inactive
mutant 18S rRNAs elimination by the NRD pathway
(LaRivie`re et al, 2006) involves factors acting in the NGD
pathway. Thus, as suggested above, NRD and NGD share
molecular components.
Materials and methods
Yeast strains and microbiological methods
For strains used and details of construction, see Supplementary
Table S1. S. cerevisiae strains were grown either in YP medium
(1% yeast extract, 1% peptone) supplemented with 2% galactose or
2% glucose as the carbon source, or in YNB medium (0.17% yeast
nitrogen base, 0.5% (NH4)2SO4) supplemented with 2% galactose
or 2% glucose and the required amino acids and bases. When
required, G418 and Doxycycline were added at 0.2mg/ml and
30 mg/ml final concentrations, respectively.
Total RNA extractions and northern hybridizations
RNA extractions were performed by vortexing cells with glass beads
in the presence of Trizol (Invitrogen). Electrophoreses of glyoxy-
lated RNAs through agarose gels were performed as reported
(Sambrook and Russell, 2001). Pre-rRNA precursors, mature rRNAs,
actin mRNA and U2 snRNA analyses by northern hybridization
were carried out by use of 32P-labelled oligodeoxynucleotide
probes. Sequences of antisense oligonucleotides used to detect
these RNAs have been reported earlier (Henras et al, 1998; Lebaron
et al, 2005). Blots were hybridized with 50 end-labelled oligonucleo-
tide probes using Rapid Hyb Buffer (GE Healthcare).
Fluorescence in situ hybridization and immunofluorescence
microscopy
Pre-rRNAs were localized by FISH as described (Gleizes et al, 2001)
with the following oligonucleotidic probe: TT*GCACAGAAATCTC
T*CACCGTTTGGAAT*AGC AAGAAAGAAACT*TACAAGCT*T (ITS1
probe), in which T* represents amino-modified deoxythymidine
conjugated to Cy3. DNA was counterstained with Hoechst 33258.
Images were captured with a CoolSnap colour CCD camera
(Photometrics) mounted on a DMRB microscope (Leica) and
processed with Metamorph software version 6 (Universal Imaging).
Polysome analysis and sucrose gradient fractionation
For polysome analysis, yeast cells grown in 500ml YPD to
OD600¼ 0.6–0.9 and treated with 100mg/ml cycloheximide for
10min were harvested by centrifugation, washed in 10ml ice-cold
buffer K (20mM Tris–HCl at pH 7.5, 50mM KCl, 10mM MgCl2) or
buffer K 800 (20mM Tris–HCl at pH 7.5, 800mM KCl, 10mM
MgCl2) containing 100mg/ml cycloheximide. The cell pellet was
recovered in a onefold-packed cell volume of buffer K or buffer K
800 containing the same concentration of cycloheximide plus 0.1
unit/ml RNasin (Promega), protease inhibitors (Roche) and 1mM
DTT. For the polysome run-off experiments, cycloheximide was
omitted. Whole cell extracts (WCE) were prepared by homogenizing
the washed cells by vortexing with glass beads. Lysates were
cleared briefly at 9300 g for 5min followed by a 10min 9300 g
centrifugation (Eppendorf 5415D) to give the final WCEs. Between
20 and 30 A260 units of WCEs were layered on 4.5–45% sucrose
gradient prepared in buffer K or buffer K 800 and centrifuged for
2.5 h at 39 000 r.p.m. in a Beckman SW41 rotor. Positions of
ribosomal species in the gradient were determined by A254 scanning
with the ISCO UA-6 gradient fraction collector. Fractions of 500ml
were collected. A total of 150 ml of each fraction were precipitated
with trichloroacetic acid, and protein content analysed by electro-
phoresis in 4–20 or 8% pre-cast polyacrylamide-sodium dodecyl
sulphate gels (Invitrogen) and western blotting. TAP-tagged
proteins and Nop1p were detected as described (Dez et al, 2002).
Nhp2p was detected as described (Henras et al, 2001). For RNA
analysis, 200ml of 4M guanidinium isothiocyanate solution, 2ml of
glycogen solution, 150ml of a 100mM NaAc (pH 5), 10mM Tris–HCl
(pH 8.0), 1mM EDTA solution, 225 ml of phenol and 225ml of
chloroform were added to 150ml of every fraction. The samples
were thoroughly mixed, incubated 5min at 651C and centrifuged
5min at 16 000 g at 41C. A total of 350 ml of the aqueous phase were
then precipitated with ethanol.
rpL25p–TAP, rpL24ap–TAP, Pab1p–TAP and Nob1p–TAP IPs
To preserve polysomes, IP conditions were adapted from an
already described method (Inada et al, 2002). Yeast cells, grown
to OD600¼ 0.6–0.9 in 500ml YPD and treated with 100 mg/ml
cycloheximide for 10min, were harvested by centrifugation, washed
in 10ml lysis buffer (20mM HEPES at pH 7.4, 2mM Mg(OAc)2,
100mM KOAc, 100mg/ml cycloheximide, 0.5mM DTT) and resus-
pended in a onefold-packed cell volume of lysis buffer containing
0.1 unit/ml RNasin (Promega) and protease inhibitors (Roche). WCE
were prepared as described above. A total of 25 A260 units of
extracts were mixed with an equal volume of 2X-binding buffer
(100mM Tris–HCl at pH 7.5, 24mM Mg(OAc)2, 1mM DTT, 0.1 unit/
ml RNasin (Promega) and protease inhibitors (Roche)) and 50 ml
(bead volume) of Sepharose 6 Fast Flow (GE Healthcare) or IgG-
Sepharose 6 Fast Flow (GE Healthcare). IP was performed at 41C for
2 h on a shaking table. Beads were then washed five times with
0.8ml of IXA-100 buffer (50mM Tris–HCl at pH 7.5, 100mM KCl,
12mM Mg(OAc)2, 1mM DTT). RNAs associated with beads were
extracted as reported earlier (Lebaron et al, 2005). For Nob1–TAP
IP, extracted RNAs were reverse transcribed using the Superscript II
reverse transcriptase (Invitrogen) and random primers. rpS14,
Act1, Pgk1 and U2 cDNAs were then amplified by PCR using
TAQ polymerase (New England Biolabs) and specific oligos (see
Supplementary Table S2).
IPs of translation-initiation factors
Cell extracts were prepared as reported above except that buffers
used were replaced by the A200 buffer (20mM Tris–HCl (pH 8.0),
5mM MgAc, 0.2% Triton X-100, 150mM NaCl, 1mM dithiothreitol
(DTT), 0.1U/ml of RNasin (Promega) and protease inhibitors
(Roche)). IPs and RNA extractions were performed as already
described (Dez et al, 2004; Lebaron et al, 2005; Yarunin et al, 2005).
Supplementary data
Supplementary data are available at The EMBO Journal Online
(http://www.embojournal.org).
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C. Résultats complémentaires, discussion et perspectives 
Contrairement au modèle qui existait jusqu’alors, nors résultats suggèrent très 
fortement que les sous-unités 40S immatures peuvent terminer l’initiation de la traduction. 
Cependant, si la coupure endonucléolytique du pré-ARNr 20S est trop lente ou bloquée, les 
particules pré-40S sont dégradées. Cette dégradation implique les facteurs d’un mécanisme 
de contrôle-qualité cytoplasmique des ARNm, le No-Go Decay.  
Quelques résultats complémentaires sont exposés dans cette section, ainsi que des 
éléments supplémentaires de discussion. Des perspectives les plus pertinentes possibles (!) 
sont également présentées afin de poursuivre et préciser ce travail. 
 
1. Influence de Rio1p sur la sédimentation de Nob1p, Rio2p et Tsr1p  
Nous avons également testé l’influence de l’absence de Rio1p sur le taux 
d’accumulation à l’équilibre des protéines non-ribosomiques Nob1p, Rio2p et Tsr1p, 
toutes trois impliquées dans l’étape de maturation cytoplasmique du pré-ARNr 20S (voir 
chapitre III). Pour cela, les protéines Tsr1p, Nob1p ou Rio2p ont été étiquetées TAP dans 
un fond génétique tetO7-RIO1 permettant la déplétion de Rio1p en présence de 
doxycycline. Les étiquettes n’ont pas d’effet sur la croissance cellulaire, les souches 
étiquetées présentant le même temps de génération que la souche mère (données non 
présentées). Les résultats de l’absence de Rio1p sur le niveau d’accumulation des protéines 
Nob1p, Rio2p et Tsr1p sont présentés dans la Figure 34-A. Prp43p et Act1p sont utilisés 
comme témoins de dépôt. L’anticorps dirigé contre Rio1p permet de s’assurer de la 
déplétion effective de cette protéine en présence de doxycyline. Ainsi, aucun changement 
de niveau d’accumulation des protéines Nob1p, Rio2p et Tsr1p n’est observé en absence 
de Rio1p.  
L’influence de Rio1p sur la sédimentation de Nob1p, Rio2p et Tsr1p a alors été 
testée (Figure 34-B). En présence de Rio1p, les trois protéines non-ribosomiques 
présentent des profils de sédimentation proches de ceux déjà publiés. En effet, Nob1p et 
Tsr1p co-sédimentent très majoritairement avec complexes de 40S, mais, une fraction co-
sédimente également avec les complexes de 80S et polysomes (Schafer et al., 2003). 
Rio2p, quant à elle, co-sédimente majoritairement à 40S mais une fraction est également 
présente dans les complexes de faible coefficient de sédimentation (Vanrobays et al., 
2003). L’absence de Rio1p ne change que très marginalement les profils de sédimentation 
Figure 34 : Rôle de Rio1p dans la dynamique de la particule pré-40S 
A- Influence de Rio1p sur la quantité à léquilibre des protéines non-ribosomiques Nob1p, Rio2p et 
Tsr1p 
B- Influence de Rio1p sur les propriétés de sédimentation des protéines non-ribosomiques Nob1p, 
Rio2p et Tsr1p 
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des protéines Nob1p et Tsr1p. En effet, lors de la déplétion de Rio1p, Nob1p et Tsr1p co-
sédimentent moins avec les polysomes. Dans notre publication, nous démontrons que 
Nob1p est présente dans les polysomes. Or, quand Rio1p est absente, la synthèse de la 
petite sous-unité étant défectueuse, la quantité de polysomes diminue au cours du temps. 
Ainsi, ce léger déplacement de Nob1p n’est certainement que le reflet d’une baisse de la 
quantité de polysomes. L’appartenance de Tsr1p aux polysomes n’a pas été testée. Il est 
donc difficile de conclure pour cette protéine. En revanche, en ce qui concerne Rio2p, on 
observe un déplacement net de la fraction co-sédimentant avec les complexes de 40S vers 
les complexes 80S. Etant donné qu’en absence de Rio1p, des ribosomes contenant des 
particules pré-40S s’accumulent dans les complexes de 80S, l’hypothèse la plus évidente 
est que Rio2p appartiendrait à ces ribosomes aberrants. Il semble donc que Rio1p est 
nécessaire au recyclage de Rio2p de la particule pré-40S, qui, si non maturée, s’incorpore 
alors dans des ribosomes avec Rio2p. Etant donné l’homologie entre Rio1p et Rio2p, il est 
tentant de proposer que Rio1p pourrait remplacer Rio2p au sein de la particule pré-40S. 
Ceci expliquerait pourquoi, bien que présentant de l’homologie, ces deux protéines kinase 
n’ont pas la même fonction puisque toutes les deux sont essentielles. Elles interviendraient 
à deux moments disctincts de la maturation de la particule pré-40S. Un tel modèle reste 
cependant à tester : des tentatives de co-immunoprécipitation des deux protéines pourraient 
permettre de savoir si elles appartiennent à un même complexe.  
De manière intéressante, la déplétion de Fap7p, une autre protéine non-ribosomique 
impliquée dans la maturation du pré-ARNr 20S, entraine également un déplacement du 
profil de sédimentation de Rio2p vers les complexes de 80S (voir chapitre III). Fap7p est 
une potentielle NTPase. Il est tentant de proposer un modèle selon lequel Fap7p, de par son 
activité NTPase, permettrait le décrochage de Rio2p qui pourrait alors etre remplacée par 
Rio1p afin de poursuivre la maturation de la particule pré-40S. Ce modèle hautement 
spéculatif reste cependant à être testé à travers l’étude des liaisons fonctionnelles et 
physiques entre ces trois protéines.  
 
2. Liaisons physiques et fonctionnelles entre Rio1p et les facteurs d’initiation 
de la traduction 
La caractérisation des interactants de la protéine Rio1p a été réalisée par 
purification d’affinité en tandem suivie d’une analyse par spectrométrie de masse. La 
souche rio1-TAP est une souche présentant un défaut de croissance ainsi qu’une 
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accumulation cytoplasmique de pré-ARNr 20S (Figures 6-A et 6-B de notre publication). 
Les protéines co-précipitées avec Rio1-TAP ont été déposées sur gel SDS-page, puis, après 
migration, les protéines ont été colorées au bleu de Coomassie (Figure 35-A). Une 
purification contrôle a également été faite à partir d’extraits d’une souche de même fond 
génétique mais non étiquetée. Les pistes du gel SDS-page ont ensuite été entièrement 
découpées puis analysées en spectrométrie de masse par A. Stella de l’équipe de B. 
Monsarrat (IPBS, Toulouse). Les protéines co-immunoprécipitant spécifiquement avec 
Rio1 TAP, c'est-à-dire absentes de la piste Souche non étiquetée, et présentant un 
pourcentage de recouvrement supérieur à 20%, sont listées dans la Figure 35-B. 
Contrairement à ce à quoi nous pouvions nous attendre, très peu de protéines impliquées 
dans la biogenèse de la petite sous-unité sont présentes (à l’exception de Dim2p). Certaines 
protéines impliquées dans la maturation de l’ARNr 18S présentent des pourcentages de 
recouvrement inférieurs à 10% : Tsr1p, Nob1p et Dim1p. Rio2p n’est pas retrouvée 
comme partenaire Rio1-TAP.  
De manière intéressante, le complexe d’initiation de la traduction eIF3 est 
largement représenté dans les protéines co-immunoprécipitant avec Rio1-TAP. En effet, 
sur les six  protéines contenues dans le complexe eIF3 chez S. cerevisiae, quatre sont 
présentes, plus un composant sous-stoechiométrique de ce complexe, Rli1p. eIF5 et une 
sous-unité d’eIF2, impliqués également dans l’initiation de la traduction, sont co-
immunoprécipitées. Notre interprétation des résultats est que le délai de maturation du pré-
ARNr 20S provoqué par la protéine Rio1-TAP favorise cinétiquement l’initiation de la 
traduction par les particules pré-40S et donc la cohabitation entre Rio1-TAP et les facteurs 
d’initiation de la traduction au sein d’un même complexe. Ces interactions sont donc très 
certainement préférentielles en raison du caractère mutant de l’allèle rio1-TAP. De plus, 
chez Caenorhadbitis briggsae, il existe une protéine présentant la fusion d’un domaine 
RIO avec un domaine spécifique du N-terminal de la protéine Rli1 (Figure 36). Or, au 
cours de l’évolution, on retrouve parfois des fusions de domaines entre protéines 
présentant des liens fonctionnels, vraisemblablement dans ce cas, un lien entre maturation 
du précurseur de l’ARNr 18S et l’initiation de la traduction. 
Trois des cinq protéines constituant le complexe de septine chez S. cerevisiae co-
immunoprécipitent également avec Rio1-TAP. Ce complexe se localise principalement au 
niveau du bourgeon et a un rôle crucial dans le positionnement du fuseau mitotique, la 
croissance polarisée et la cytokinèse (Weirich et al., 2008). Or, la déplétion de Rio1p a 
pour effet une accumulation des cellules en G1 et en fin de mitose (Angermayr et al., 
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Figure 35 : Interactants de la protéine Rio1-TAP 
A- Etude des interactants de la protéine Rio1-TAP par purification daffinité en tandem 
Les extraits cellulaires dune souche non-étiquetée et dune souche Rio1-TAP ont subi une purification 
daffinité en tandem. Après extraction des protéines co-immunoprécipitées, celles-ci ont été déposées sur gel 
SDS-page, puis, après migration, colorées au bleu de Coomassie. Lensemble des pistes a ensuite été 
découpé puis analysé par spectrométrie de masse 
B- Liste des interactants spécifiques de Rio1 TAP définie par spectrométrie de masse 
Seules les protéines spécifiques de la piste Rio1-TAP et présentant un pourcentage de recouvrement supérieur 
à 20% figurent dans ce tableau.  
Figure 36 :Fusion dun domaine du facteur dinitiation de la traduction Rli1 et du 
domaine RIO chez C. briggsae 
Extrait de la banque de données Pfam. 
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2002). Si l’accumulation des cellules en G1 est relativement fréquente lors de la déplétion 
d’un facteur impliqué dans la maturation de l’ARNr (Dez and Tollervey, 2004) et pourrait 
correspondre à un effet indirect, une accumulation dans une autre phase du cycle est plus 
rare. Ainsi, le défaut de sortie de mitose pourrait correspondre à une cytokinèse peu 
efficace. Il serait donc intéressant dans un premier temps de confirmer par 
immunoprécipitation inverse l’interaction entre les protéines appartenant au complexe de 
septine et Rio1p. Si, une telle interaction était confirmée, il serait intéressant d’analyser 
l’effet de l’absence de Rio1p sur la localisation de ces protéines. De manière intéressante, 
une autre protéine impliquée dans la maturation de la grande sous-unité, Nop15p, est 
également impliquée dans la cytokinèse (Oeffinger and Tollervey, 2003). Si Nop15p n’est 
pas retrouvée comme partenaire de Rio1-TAP par spectrométrie de masse, il serait 
néanmoins intéressant de tester d’éventuels liens fonctionnels entre ces deux protéines.  
 
3. Des sous-unités immatures dans un ribosome : Une signification 
fonctionnelle ? Actifs en élongation de la traduction ? 
Nous avons caractérisé des interactions physiques entre particule pré-40S/ sous-
unité 60S/ ARNm. Ces dernières années, la purification des particules pré-ribosomiques 
suivie de leur reconstruction en 3D par cryomiscroscopie a permis d’améliorer la 
compréhension de leur architecture globale. Ainsi, depuis quelques temps, nous disposons 
de la structure de particules pré-60S (Nissan et al., 2004; Ulbrich et al., 2009) et de la 
particules pré-40S avant l’export (Schafer et al., 2006).  Il serait intéressant de confirmer 
notre modèle de cette façon, afin d’obtenir la structure des ribosomes aberrants contenant 
du pré-ARNr 20S. Pour cela, une collaboration avec Célia Plisson-Chastang de l’équipe de 
P-E Gleizes (LBME, Toulouse) a été mise en place. 
L’incorporation de particules pré-ribosomiques au sein de ribosomes n’est pas 
exclusive à la particule pré-40S chez S. cerevisiae. En effet,  récemment, il a été démontré 
que l’ATPase Rix7p est impliquée dans le décrochage de la protéine Nsa1p (Kressler et al., 
2008). Ces deux protéines interagissent avec la particule pré-60S. Un allèle thermosensible 
de RIX7 empêche le décrochage de Nsa1p qui est alors incorporée dans des ribosomes 
matures. Pour la première fois, cette publication fait état d’une protéine non-ribosomique 
de la particule pré-60S présente dans des ribosomes. Cependant, si l’on sait que dans un tel 
mutant Nsa1p est présente dans les polysomes, la fonctionnalité d’un tel ribosome aberrant 
n’est pas connue. 
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La signification de ces ribosomes aberrants n’est pas claire. Sont-ils le reflet d’un 
système de maturation plus ou moins efficace selon les souches ou/et interviennent–ils 
dans la régulation de l’expression génique ? Quelques données semblent appuyer la 
première proposition. En phase exponentielle de croissance, la quantité de pré-ARNr 20S 
présente dans les ribosomes et polysomes n’est pas équivalente dans tous les fonds 
génétiques. En effet, si près de la moitié du pré-ARNr 20S co-sédimente avec les 
complexes de 80S et les polysomes dans les souches TetO7-RIO1 et GAL::HA-nob1 
(toutes deux dans un fond génétique d’origine BY4741), seulement 22% et 13% de pré-
ARNr co-sédimente avec les ribosomes dans les souches BY4741 et S288C respectivement 
(Figure 37). De manière intéressante, la surexpression de Nob1p en condition permissive 
dans une souche GAL::HA-nob1 résulte en un léger défaut de maturation du pré-ARNr 20S 
(Fatica et al., 2003). Il est donc tentant de dire que la quantité de pré-ARNr 20S constituant 
des ribosomes aberrants dépend surtout de l’efficacité de maturation de l’ARNr. Dès que le 
système est moins efficace, le pré-ARNr 20S est intégré dans les ribosomes et est dégradé. 
Ceci pourrait être une bonne façon d’ajuster la quantité de pré-ARNr 20S en fonction de la 
disponibilité de la machinerie de maturation de l’ARNr.  
Il serait également intéressant de savoir si les ribosomes aberrants contenant du pré-
ARNr 20S initient plus spécifiquement avec certains ARNm. Une expérience permettant 
de répondre à cette question serait d’immunoprécipiter les ribosomes aberrants en 
interaction avec les ARNm via la protéine Nob1p puis d’analyser l’enrichissement de 
l’ensemble en ARNm spécifiques en fonction de leur réprésentativité dans la cellule par 
une hybridation sur microarray. En effet, on peut envisager un modèle selon lequel la 
stabilité d’un ARNm pourrait dépendre de sa facilité à initier la traduction par un ribosome 
aberrant. L’ARNm serait alors dégradé de manière concommitante au ribosome aberrant 
par le NGD. 
Une question importante reste en suspens suite à notre étude. Les ribosomes 
aberrants sont-ils actifs en élongation de la traduction? L’enrichissement en pré-ARNr 20S 
est plus important dans les complexes de 80S que dans les polysomes (Supplementary 
Figure 1). Si le ribosome aberrant était aussi processif qu’un ribosome normal, nous 
n’aurions pas d’enrichissement en pré-ARNr 20S dans les complexes de 80S. Ainsi, notre 
hypothèse est que les ribosomes « normaux » terminent la traduction, laissant un complexe 
de 80S contenant le ribosome aberrant et l’ARNm. Les ribosomes aberrants contenant du 
pré-ARNr 20S sont donc inactifs en élongation ou peu processifs. Comment discriminer 
entre ces deux possibilités ? Des essais de traduction in vitro avec des ribosomes aberrants 
40S 60S 80S Polysomes 
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Figure 37 : Profil de sédimentation du pré-ARNr 20S dans différents fonds génétiques 
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purifiés à l’aide de Nob1p pourraient etre envisagés. Malheureusement, la contamination, 
même faible, en ARNr matures (voir Figure 4B de notre publication) constitue un sérieux 
frein à ce genre d’approches. Il y a de fortes chances pour qu’une activité de traduction soit 
détectée. Une technique permettant d’observer la position du ribosome au nucléotide près a 
récemment été décrite (Ingolia et al., 2009). Elle est constituée de trois étapes : la 
récupération d’ARNm protégés par le ribosome, la conversion de cet ARNm en ADN, 
puis, l’analyse quantitative par deep sequencing. Ainsi, une telle technique appliquée à des 
ribosomes aberrants purifiés permettrait d’avoir une répartition quantitative de ces 
ribosomes sur l’ARNm. Nous pourrions ainsi savoir si ces ribosomes sont bloqués 
majoritairement à l’AUG ou peuvent participer à l’élongation de la traduction.  
 
4. Le No-Go Decay comme ultime étape de contrôle-qualité de la petite sous-
unité ribosomique 
Alors que notre publication était en révision, l’équipe de M. Moore a publié une 
étude indiquant que le NRD subi par la sous-unité 40S mutée dans son site de décodage 
fait intervenir les acteurs moléculaires du NGD (Cole et al., 2009 et voir chapitre IV)(Cole 
et al., 2009). Etant donné que la sous-unité 40S non mature complétant l’initiation de la 
traduction est ciblée vers la dégradation par les facteurs Dom34p et Hbs1p, les facteurs 
constituant le signal de la dégradation via la NGD, il est tentant de proposer que le NGD 
constituerait l’ultime mécanisme de contrôle-qualité permettant de dégrader les petites 
sous-unités ribosomiques non/peu fonctionnelles. Les travaux de l’équipe de M. Moore 
vont cependant plus loin dans la description moléculaire du mécanisme du NRD. Par 
analogie, il serait intéressant de refaire le même type d’expériences afin de savoir si le 
NRD/NGD du 18S fonctionne moléculairement de la même façon que le NGD des 
ribosomes aberrants contenant du pré-ARNr 20S. Par exemple, il serait intéressant de 
savoir si le pré-ARNr 20S est également ciblé vers P-bodies ou si des intermédiaires de 
dégradation peuvent être détectés dans un fond génétique xrn1Δ (voir chapitre IV). De 
manière intéressante, il est à noter qu’un intermédiaire de dégradation nommé 17S peut 
être détecté lors de fortes accumulations cytoplasmique de pré-ARNr 20S menant à son 
incorporation dans des complexes de 80S (Granneman et al., 2005; Jakovljevic et al., 
2004). Ce fragment de 17S correspond à l’extrémité 5’ du 18S s’étendant jusqu’à environ 
150nt de l’extrémité 3’ du 18S. Ainsi, si une coupure endonucléolytique a lieu, un 
fragment d’environ 350nt de l’extremité 3’ du 17S à l’extrémité 3’ du 20S devrait être 
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observable, au moins dans un contexte xrn1Δ bloquant la dégradation 5’-3’ cytoplasmique. 
Une telle hypothèse reste cependant à être validée expérimentalement.  
Une particularité des ribosomes contenant du pré-ARNr 20S et des ribosomes 
subissant le NRD est qu’ils s’accumulent plus dans des complexes 80S que dans les 
polysomes (voir Supplementary Figure 1 de notre publication et LaRiviere et al., 2006). 
Ainsi, notre hypothèse est que les ribosomes « normaux » terminent la traduction laissant 
alors un complexe seulement constitué du ribosome aberrant et de l’ARNm et sédimentant 
ainsi à 80S. Pour qu’une telle hypothèse soit vraie, il faut que le mécanisme de dégradation 
de l’ARNm soit moins rapide que la traduction de cet ARNm par les ribosomes 
« normaux ». Or, si nous raisonnons en termes cinétiques, la faible efficacité du NGD est 
tout à fait compatible avec notre hypothèse. En effet, le temps de demie-vie de l’ARNm 
Pgk1 subissant le NGD est d’environ 8min (contre 1min pour ce meme ARNm subissant le 
NMD et moins de 2min pour un ARNm subissant le NSD) (Passos et al., 2009). La 
protéine Pgk1p est composée de 416 acides aminés et la vitesse de traduction chez la 
levure est d’environ 10 acides aminés/seconde : environ 40 secondes seulement sont 
nécessaires pour terminer la traduction d’un tel ARNm. Ces 40 secondes sont nettement 
inférieures à la vitesse d’action du NGD. Les ribosomes « normaux » devraient donc être 
capables de terminer la traduction de cet ARNm avant que cet ARNm soit dégradé. Ainsi, 




















 Depuis une dizaine d’années, l’analyse du fonctionnement des ribosomes a connu 
un véritable essor. Les nombreuses analyses par cristallographie des ribosomes à haute 
résolution et par cryomicroscopie obtenues depuis les années 2000 ont permis de compléter 
les données de structure à basse et moyenne résolution acquises auparavant. Ces analyses 
ont permis de démontrer que la structure du ribosome est très globalement conservée au 
cours de l’évolution. Sa conformation dépend principalement de la structure tertiaire des 
ARNr le constituant, les protéines ribosomiques jouant probablement un rôle dans la 
rigidification de cette structure. Ainsi, les zones fonctionnelles du ribosome sont 
principalement composées d’ARNr, notamment en ce qui concerne le Centre Peptidyl-
Transférase. La résolution de la structure du ribosome a également permis de confirmer 
que la synthèse de la liaison peptidique est uniquement dépendante de l’ARNr de la grande 
sous-unité faisant du ribosome un ribozyme. Si les études des structures des ribosomes 
procaryotes ou d’archées en initiation, élongation et terminaison n’ont eu cesse 
d’augmenter, il est encore difficile de préciser la réelle dynamique du ribosome. En effet, 
les techniques utilisées jusqu’alors permettaient seulement l’étude d’une population 
hétérogène de molécules. Les techniques d’études in vitro du ribosome à l’échelle de la 
molécule unique permettent dorénavant d’éviter cet effet de « moyenne », dévoilant ainsi 
certains aspects mécanistiques du fonctionnement du ribosome (Blanchard, 2009).  
 De même, depuis environ dix ans, nos connaissances concernant la composition et 
l’ordre d’assemblage des particules pré-ribosomiques se sont considérablement accrues 
grâce à l’analyse systématique des facteurs associés à une protéine non-ribosomique appât 
(Gavin et al., 2002 ; Saveanu et al., 2001). Ainsi, chez S. cerevisiae, ce ne sont pas moins 
de 200 facteurs, pour la grande majorité essentiels, qui sont impliqués dans la maturation 
de l’ARNr. Cependant, si l’étape de maturation à laquelle ils participent est connue, leur 
fonction moléculaire reste obscure. Ont-ils une fonction catalytique et/ou participent-ils à 
l’architecture globale des particules pré-ribosomiques facilitant ainsi l’assemblage? Une 
avancée importante dans ce domaine passera certainement par l’étude de la maturation in 
vitro de l’ARNr à partir de particules pré-ribosomiques purifiées. De telles études ont déjà 
été initiées par l’équipe de E. Hurt (Schafer et al., 2006 ; Ulbrich et al., 2009). Ces 
expériences couplées à l’analyse par cryo-microscopie définissant l’architecture globale 
des particules pré-ribosomiques ainsi que la place des protéines non-ribosomiques en leur 
sein devraient permettre de reconstituer la séquence d’assemblage des sous-unités 
ribosomique en cours de maturation.  
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  Le schéma de maturation des ARNr présente de nombreuses voies alternatives 
(Henras et al., 2008). Ces voies alternatives reflètent probablement une certaine 
compétition cinétique entre ces diverses voies de maturation. Si le schéma de maturation 
de l’ARNr ne semble donc pas linéaire, nous pouvons imaginer que, étant donné le nombre 
important de facteurs impliqués dans la maturation de l’ARNr ribosomique, par souci 
d’économie d’énergie, certains mécanismes doivent contrôler le bon déroulement d’étapes-
clés de l’assemblage. Un seul point de surveillance de la maturation de l’ARNr était connu 
jusqu’à peu : si une particule pré-60S ne s’assemble pas correctement dans le noyau, elle 
est rapidement dégradée dans une partie du nucléole nommée No-body (Dez et al., 2006).  
Notre travail a permis de préciser l’existence d’une nouvelle voie alternative en ce 
qui concerne la maturation de la petite sous-unité ainsi qu’une étape de contrôle-qualité qui 
lui est associée. En effet, contrairement au modèle proposé jusqu’alors, une fraction des 
particules pré-40S peut initier la traduction (cette fraction dépend du fond génétique de la 
souche). Cependant, si la particule pré-40S alors associée à une sous-unité 60S n’est pas 
maturée assez rapidement, le pré-ARNr 20S est dégradé via le No-Go Decay qui constitue 
ainsi l’ultime point de contrôle de la maturation de la petite sous-unité ribosomique. Il nous 
reste néanmoins à préciser si ce mécanisme est équivalent au mécanisme de dégradation du 
18S NRD à l’échelle moléculaire (voir chapitre IV et Cole et al., 2009).   
S’il est dorénavant établi que l’endonucléase permettant la coupure du pré-ARNr 
20S au site D est la protéine Nob1, le rôle des autres protéines non-ribosomiques 
composant la particule pré-40S est encore nébuleux. Une piste d’intérêt reste très 
certainement l’étude de l’implication de l’activité protéine kinase des protéines RIO dans 
la dynamique de la particule pré-40S et/ou de l’activation de la coupure du précurseur de 
l’ARNr 18S. Une étude très récente dans les cellules HeLa a permis de démontrer que 
l’activité protéine kinase de Rio2 est impliquée dans la recyclage de certains facteurs non-
ribosomiques ainsi que dans la maturation du pré-ARNr 18S-E (Zemp et al., 2009). Les 
protéines kinase sont souvent impliquées dans la modulation de processus cellulaires. Il 
serait intéressant tout d’abord de savoir si la maturation du précurseur de l’ARNr 18S est 
une étape qui peut être régulée, en fonction, par exemple, des conditions de croissance. Si 
cette hypothèse se révèle vraie, une étude de la corrélation entre l’activité protéine kinase 
des protéines RIO et les conditions de croissance pourrait être entreprise. Un modèle 
élégant a été proposé avec la troisième protéine kinase impliquée dans la maturation de 
l’ARNr, Hrr25p (Schafer et al., 2006). La phosphorylation des protéines non-ribosomiques 
Ltv1p et Enp1p ainsi que de la protéine rpS3p par Hrr25 p dans le noyau permettrait leur 
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décrochage de la particule pré-40S et ainsi l’export de cette dernière. La détermination des 
substrats des protéines RIO reste donc probablement  une étape importante dans la 
compréhension de l’ultime étape de maturation de la particule pré-40S. 
Une problématique qui reste encore à être largement explorée est l’intégration de la 
maturation de l’ARNr avec d’autres processus cellulaires, notamment avec le contrôle de 
la croissance et du cycle cellulaires. La déplétion de nombreux facteurs non-ribosomiques 
résulte en une augmentation du pourcentage de cellules en phase G1 (Dez et al., 2004, 
Bernstein et al., 2007). Le modèle proposé est que le passage en phase S ne dépendrait ni 
du nombre de ribosomes, ni de la capacité de synthèse protéique totale de la cellule, mais 
plutôt, de l’efficacité de la maturation de l’ARNr. Si un tel modèle reste controversé, les 
phénotypes observés pouvant être indirects, certaines données complémentaires laissent à 
penser qu’il existe néanmoins un lien entre maturation de l’ARNr et cycle cellulaire. Tout 
d’abord, l’absence de protéines non-ribosomiques ne résulte pas forcément en un arrêt en 
G1, mais peut toucher d’autres phases du cycle comme la phase M pour les protéines 
Rio1p et Nop15p (Dez et al., 2004 ; Angermayr et al., 2002 ; Oeffinger et al., 2003). De 
plus, certaines protéines impliquées dans la maturation de la grande sous-unité 
ribosomique ont été retrouvées associées au complexe d’initiation de la réplication de 
l’ADN (Du and Stillman, 2002). Il est assez tentant de proposer que l’utilisation de mêmes 
facteurs entre ces deux processus faciliterait un dialogue entre ces différentes fonctions 
cellulaires et permettrait alors d’ajuster la maturation de l’ARNr à l’état de croissance des 
cellules.  
La compréhension de la biogenèse des ribosomes à l’échelle moléculaire reste 
encore un challenge à l’heure actuelle, et, de par sa place centrale dans le métabolisme 










































Abovich, N., Gritz, L., Tung, L., and Rosbash, M. (1985). Effect of RP51 gene dosage 
alterations on ribosome synthesis in Saccharomyces cerevisiae. Mol Cell Biol 5, 3429-
3435. 
 
Alexandrov, A., Chernyakov, I., Gu, W., Hiley, S.L., Hughes, T.R., Grayhack, E.J., and 
Phizicky, E.M. (2006). Rapid tRNA decay can result from lack of nonessential 
modifications. Mol Cell 21, 87-96. 
 
Allmang, C., Kufel, J., Chanfreau, G., Mitchell, P., Petfalski, E., and Tollervey, D. (1999). 
Functions of the exosome in rRNA, snoRNA and snRNA synthesis. Embo J 18, 5399-
5410. 
 
Allmang, C., Mitchell, P., Petfalski, E., and Tollervey, D. (2000). Degradation of 
ribosomal RNA precursors by the exosome. Nucleic Acids Res 28, 1684-1691. 
 
Amaral, P.P., Dinger, M.E., Mercer, T.R., and Mattick, J.S. (2008). The eukaryotic 
genome as an RNA machine. Science 319, 1787-1789. 
 
Amrani, N., Ganesan, R., Kervestin, S., Mangus, D.A., Ghosh, S., and Jacobson, A. 
(2004). A faux 3'-UTR promotes aberrant termination and triggers nonsense-mediated 
mRNA decay. Nature 432, 112-118. 
 
Anaya, P., Evans, S.C., Dai, C., Lozano, G., and May, G.S. (1998). Isolation of the 
Aspergillus nidulans sudD gene and its human homologue. Gene 211, 323-329. 
 
Andersen, J.S., Lam, Y.W., Leung, A.K., Ong, S.E., Lyon, C.E., Lamond, A.I., and Mann, 
M. (2005). Nucleolar proteome dynamics. Nature 433, 77-83. 
 
Andersen, J.S., Lyon, C.E., Fox, A.H., Leung, A.K., Lam, Y.W., Steen, H., Mann, M., and 
Lamond, A.I. (2002). Directed proteomic analysis of the human nucleolus. Curr Biol 12, 1-
11. 
 
Anderson, J.S., and Parker, R.P. (1998). The 3' to 5' degradation of yeast mRNAs is a 
general mechanism for mRNA turnover that requires the SKI2 DEVH box protein and 3' to 
5' exonucleases of the exosome complex. Embo J 17, 1497-1506. 
 
Angermayr, M., Hochleitner, E., Lottspeich, F., and Bandlow, W. (2007). Protein kinase 
CK2 activates the atypical Rio1p kinase and promotes its cell-cycle phase-dependent 
degradation in yeast. Febs J 274, 4654-4667. 
 
Angermayr, M., Roidl, A., and Bandlow, W. (2002). Yeast Rio1p is the founding member 
of a novel subfamily of protein serine kinases involved in the control of cell cycle 
progression. Mol Microbiol 44, 309-324. 
 
Arcus, V.L., Backbro, K., Roos, A., Daniel, E.L., and Baker, E.N. (2004). Distant 
structural homology leads to the functional characterization of an archaeal PIN domain as 
an exonuclease. J Biol Chem 279, 16471-16478. 
 
 82 
Badis, G., Saveanu, C., Fromont-Racine, M., and Jacquier, A. (2004). Targeted mRNA 
degradation by deadenylation-independent decapping. Mol Cell 15, 5-15. 
 
Ban, N., Nissen, P., Hansen, J., Moore, P.B., and Steitz, T.A. (2000). The complete atomic 
structure of the large ribosomal subunit at 2.4 A resolution. Science 289, 905-920. 
 
Berger, A.B., Decourty, L., Badis, G., Nehrbass, U., Jacquier, A., and Gadal, O. (2007). 
Hmo1 is required for TOR-dependent regulation of ribosomal protein gene transcription. 
Mol Cell Biol 27, 8015-8026. 
 
Bernstein, KA., Bleichert, F., Bean, JM., Cross, FR. and Baserga, SJ. (2007). Ribosome 
biogenesis is sensed at the Start cell cycle checkpoint. Mol Biol Cell. 18, 953-964 
 
Blanchard, SC. (2009). Single-molecule observations of ribosome function.Curr Opin 
Struct Biol. 19, 103-109 
 
Bouchoux, C., Hautbergue, G., Grenetier, S., Carles, C., Riva, M., and Goguel, V. (2004). 
CTD kinase I is involved in RNA polymerase I transcription. Nucleic Acids Res 32, 5851-
5860. 
 
Bousquet-Antonelli, C., Presutti, C., and Tollervey, D. (2000). Identification of a regulated 
pathway for nuclear pre-mRNA turnover. Cell 102, 765-775. 
 
Braglia, P., Percudani, R., and Dieci, G. (2005). Sequence context effects on oligo(dT) 
termination signal recognition by Saccharomyces cerevisiae RNA polymerase III. J Biol 
Chem 280, 19551-19562. 
 
Brand, R.C., Klootwijk, J., Van Steenbergen, T.J., De Kok, A.J., and Planta, R.J. (1977). 
Secondary methylation of yeast ribosomal precursor RNA. Eur J Biochem 75, 311-318. 
 
Brengues, M., Teixeira, D., and Parker, R. (2005). Movement of eukaryotic mRNAs 
between polysomes and cytoplasmic processing bodies. Science 310, 486-489. 
 
Buhler, M., Haas, W., Gygi, S.P., and Moazed, D. (2007). RNAi-dependent and -
independent RNA turnover mechanisms contribute to heterochromatic gene silencing. Cell 
129, 707-721. 
 
Buhler, M., Steiner, S., Mohn, F., Paillusson, A., and Muhlemann, O. (2006). EJC-
independent degradation of nonsense immunoglobulin-mu mRNA depends on 3' UTR 
length. Nat Struct Mol Biol 13, 462-464. 
 
Burkard, K.T., and Butler, J.S. (2000). A nuclear 3'-5' exonuclease involved in mRNA 
degradation interacts with Poly(A) polymerase and the hnRNA protein Npl3p. Mol Cell 
Biol 20, 604-616. 
 
Cao, D., and Parker, R. (2003). Computational modeling and experimental analysis of 
nonsense-mediated decay in yeast. Cell 113, 533-545. 
 
Carneiro, T., Carvalho, C., Braga, J., Rino, J., Milligan, L., Tollervey, D., and Carmo-
Fonseca, M. (2007). Depletion of the yeast nuclear exosome subunit Rrp6 results in 
 83 
accumulation of polyadenylated RNAs in a discrete domain within the nucleolus. Mol Cell 
Biol 27, 4157-4165. 
 
Chandramouli, P., Topf, M., Menetret, J.F., Eswar, N., Cannone, J.J., Gutell, R.R., Sali, A., 
and Akey, C.W. (2008). Structure of the mammalian 80S ribosome at 8.7 A resolution. 
Structure 16, 535-548. 
 
Chen, D., and Huang, S. (2001). Nucleolar components involved in ribosome biogenesis 
cycle between the nucleolus and nucleoplasm in interphase cells. J Cell Biol 153, 169-176. 
 
Chernyakov, I., Whipple, J.M., Kotelawala, L., Grayhack, E.J., and Phizicky, E.M. (2008). 
Degradation of several hypomodified mature tRNA species in Saccharomyces cerevisiae is 
mediated by Met22 and the 5'-3' exonucleases Rat1 and Xrn1. Genes Dev 22, 1369-1380. 
 
Claypool, J.A., French, S.L., Johzuka, K., Eliason, K., Vu, L., Dodd, J.A., Beyer, A.L., and 
Nomura, M. (2004). Tor pathway regulates Rrn3p-dependent recruitment of yeast RNA 
polymerase I to the promoter but does not participate in alteration of the number of active 
genes. Mol Biol Cell 15, 946-956. 
 
Cole, S.E., LaRiviere, F.J., Merrikh, C.N., and Moore, M.J. (2009). A convergence of 
rRNA and mRNA quality control pathways revealed by mechanistic analysis of 
nonfunctional rRNA decay. Mol Cell 34, 440-450. 
 
Coller, J., and Parker, R. (2004). Eukaryotic mRNA decapping. Annu Rev Biochem 73, 
861-890. 
 
Coller, J., and Parker, R. (2005). General translational repression by activators of mRNA 
decapping. Cell 122, 875-886. 
 
Conti, E., and Izaurralde, E. (2005). Nonsense-mediated mRNA decay: molecular insights 
and mechanistic variations across species. Curr Opin Cell Biol 17, 316-325. 
 
Cougot, N., Babajko, S., and Seraphin, B. (2004). Cytoplasmic foci are sites of mRNA 
decay in human cells. J Cell Biol 165, 31-40. 
 
Custodio, N., Carmo-Fonseca, M., Geraghty, F., Pereira, H.S., Grosveld, F., and Antoniou, 
M. (1999). Inefficient processing impairs release of RNA from the site of transcription. 
Embo J 18, 2855-2866. 
 
Davis, C.A., and Ares, M., Jr. (2006). Accumulation of unstable promoter-associated 
transcripts upon loss of the nuclear exosome subunit Rrp6p in Saccharomyces cerevisiae. 
Proc Natl Acad Sci U S A 103, 3262-3267. 
 
Davis, L., and Engebrecht, J. (1998). Yeast dom34 mutants are defective in multiple 
developmental pathways and exhibit decreased levels of polyribosomes. Genetics 149, 45-
56. 
 
Desterro, J.M., Keegan, L.P., Lafarga, M., Berciano, M.T., O'Connell, M., and Carmo-
Fonseca, M. (2003). Dynamic association of RNA-editing enzymes with the nucleolus. J 
Cell Sci 116, 1805-1818. 
 84 
 
Dez, C., Houseley, J., and Tollervey, D. (2006). Surveillance of nuclear-restricted pre-
ribosomes within a subnucleolar region of Saccharomyces cerevisiae. Embo J 25, 1534-
1546. 
 
Dez, C., and Tollervey, D. (2004). Ribosome synthesis meets the cell cycle. Curr Opin 
Microbiol 7, 631-637. 
 
Dichtl, B., and Tollervey, D. (1997). Pop3p is essential for the activity of the RNase MRP 
and RNase P ribonucleoproteins in vivo. Embo J 16, 417-429. 
 
Dieci, G., Fiorino, G., Castelnuovo, M., Teichmann, M., and Pagano, A. (2007). The 
expanding RNA polymerase III transcriptome. Trends Genet 23, 614-622. 
 
Doma, M.K., and Parker, R. (2006). Endonucleolytic cleavage of eukaryotic mRNAs with 
stalls in translation elongation. Nature 440, 561-564. 
 
Doma, M.K., and Parker, R. (2007). RNA quality control in eukaryotes. Cell 131, 660-668. 
Douet, J., and Tourmente, S. (2007). Transcription of the 5S rRNA heterochromatic genes 
is epigenetically controlled in Arabidopsis thaliana and Xenopus laevis. Heredity 99, 5-13. 
 
Du, YC and Stillman, B. (2002). Yph1p, an ORC-interacting protein: potential links 
between cell proliferation control, DNA replication, and ribosome biogenesis. Cell 109, 
835-848 
 
Dziembowski, A., Lorentzen, E., Conti, E., and Seraphin, B. (2007). A single subunit, 
Dis3, is essentially responsible for yeast exosome core activity. Nat Struct Mol Biol 14, 
15-22. 
 
Edwalds-Gilbert, G., Veraldi, K.L., and Milcarek, C. (1997). Alternative poly(A) site 
selection in complex transcription units: means to an end? Nucleic Acids Res 25, 2547-
2561. 
 
Egecioglu, D.E., Henras, A.K., and Chanfreau, G.F. (2006). Contributions of Trf4p- and 
Trf5p-dependent polyadenylation to the processing and degradative functions of the yeast 
nuclear exosome. Rna 12, 26-32. 
 
El Hage, A., Koper, M., Kufel, J., and Tollervey, D. (2008). Efficient termination of 
transcription by RNA polymerase I requires the 5' exonuclease Rat1 in yeast. Genes Dev 
22, 1069-1081. 
 
Fang, F., Hoskins, J., and Butler, J.S. (2004). 5-fluorouracil enhances exosome-dependent 
accumulation of polyadenylated rRNAs. Mol Cell Biol 24, 10766-10776. 
 
Fath, S., Kobor, M.S., Philippi, A., Greenblatt, J., and Tschochner, H. (2004). 
Dephosphorylation of RNA polymerase I by Fcp1p is required for efficient rRNA 
synthesis. J Biol Chem 279, 25251-25259. 
 
Fatica, A., Oeffinger, M., Dlakic, M., and Tollervey, D. (2003). Nob1p is required for 
cleavage of the 3' end of 18S rRNA. Mol Cell Biol 23, 1798-1807. 
 85 
 
Fatica, A., and Tollervey, D. (2002). Making ribosomes. Curr Opin Cell Biol 14, 313-318. 
Fatica, A., Tollervey, D., and Dlakic, M. (2004). PIN domain of Nob1p is required for D-
site cleavage in 20S pre-rRNA. Rna 10, 1698-1701. 
 
Ferbitz, L., Maier, T., Patzelt, H., Bukau, B., Deuerling, E., and Ban, N. (2004). Trigger 
factor in complex with the ribosome forms a molecular cradle for nascent proteins. Nature 
431, 590-596. 
 
Ferreira-Cerca, S., Poll, G., Gleizes, P.E., Tschochner, H., and Milkereit, P. (2005). Roles 
of eukaryotic ribosomal proteins in maturation and transport of pre-18S rRNA and 
ribosome function. Mol Cell 20, 263-275. 
 
Fewell, S.W., and Woolford, J.L., Jr. (1999). Ribosomal protein S14 of Saccharomyces 
cerevisiae regulates its expression by binding to RPS14B pre-mRNA and to 18S rRNA. 
Mol Cell Biol 19, 826-834. 
 
Fontana, F. (1781). Traité sur le venin de vipère, sur les poisons américains, sur le laurier 
cerise et sur quelques autres poisons végétaux.  
 
Ford, C.L., Randal-Whitis, L., and Ellis, S.R. (1999). Yeast proteins related to the 
p40/laminin receptor precursor are required for 20S ribosomal RNA processing and the 
maturation of 40S ribosomal subunits. Cancer Res 59, 704-710. 
 
Frank, J., Zhu, J., Penczek, P., Li, Y., Srivastava, S., Verschoor, A., Radermacher, M., 
Grassucci, R., Lata, R.K., and Agrawal, R.K. (1995). A model of protein synthesis based 
on cryo-electron microscopy of the E. coli ribosome. Nature 376, 441-444. 
 
Franks, TM., Lykke-Andersen, J. (2008). The control of mRNA decapping and P-body 
formation. Mol Cell. 32, 605-615 
 
French, S.L., Osheim, Y.N., Cioci, F., Nomura, M., and Beyer, A.L. (2003). In 
exponentially growing Saccharomyces cerevisiae cells, rRNA synthesis is determined by 
the summed RNA polymerase I loading rate rather than by the number of active genes. 
Mol Cell Biol 23, 1558-1568. 
 
French, S.L., Osheim, Y.N., Schneider, D.A., Sikes, M.L., Fernandez, C.F., Copela, L.A., 
Misra, V.A., Nomura, M., Wolin, S.L., and Beyer, A.L. (2008). Visual analysis of the 
yeast 5S rRNA gene transcriptome: regulation and role of La protein. Mol Cell Biol 28, 
4576-4587. 
 
Frischmeyer, P.A., van Hoof, A., O'Donnell, K., Guerrerio, A.L., Parker, R., and Dietz, 
H.C. (2002). An mRNA surveillance mechanism that eliminates transcripts lacking 
termination codons. Science 295, 2258-2261. 
 
Fujii, K., Kitabatake, M., Sakata, T., Miyata, A., and Ohno, M. (2009). A role for ubiquitin 
in the clearance of nonfunctional rRNAs. Genes Dev 23, 963-974. 
 
 86 
Galy, V., Gadal, O., Fromont-Racine, M., Romano, A., Jacquier, A., and Nehrbass, U. 
(2004). Nuclear retention of unspliced mRNAs in yeast is mediated by perinuclear Mlp1. 
Cell 116, 63-73. 
 
Ganot, P., Jady, B.E., Bortolin, M.L., Darzacq, X., and Kiss, T. (1999). Nucleolar factors 
direct the 2'-O-ribose methylation and pseudouridylation of U6 spliceosomal RNA. Mol 
Cell Biol 19, 6906-6917. 
 
Gatfield, D., and Izaurralde, E. (2004). Nonsense-mediated messenger RNA decay is 
initiated by endonucleolytic cleavage in Drosophila. Nature 429, 575-578. 
 
Gavin, A.C., Bosche, M., Krause, R., Grandi, P., Marzioch, M., Bauer, A., Schultz, J., 
Rick, J.M., Michon, A.M., Cruciat, C.M., et al. (2002). Functional organization of the 
yeast proteome by systematic analysis of protein complexes. Nature 415, 141-147. 
 
Geerlings, T.H., Faber, A.W., Bister, M.D., Vos, J.C., and Raue, H.A. (2003). Rio2p, an 
evolutionarily conserved, low abundant protein kinase essential for processing of 20 S Pre-
rRNA in Saccharomyces cerevisiae. J Biol Chem 278, 22537-22545. 
 
Gelperin, D., Horton, L., Beckman, J., Hensold, J., and Lemmon, S.K. (2001). Bms1p, a 
novel GTP-binding protein, and the related Tsr1p are required for distinct steps of 40S 
ribosome biogenesis in yeast. Rna 7, 1268-1283. 
 
Gerbi, S.A. (1996). Ribosomal RNA: Structure, function, evolution, processing and 
function in protein synthesis. New York. CRC Press 
 
Glavan, F., Behm-Ansmant, I., Izaurralde, E., and Conti, E. (2006). Structures of the PIN 
domains of SMG6 and SMG5 reveal a nuclease within the mRNA surveillance complex. 
Embo J 25, 5117-5125. 
 
Gonda, K., Fowler, J., Katoku-Kikyo, N., Haroldson, J., Wudel, J., and Kikyo, N. (2003). 
Reversible disassembly of somatic nucleoli by the germ cell proteins FRGY2a and 
FRGY2b. Nat Cell Biol 5, 205-210. 
 
Granick, D. (1975). Nucleolar necklaces in chick embryo fibroblast cells. II. Microscope 
observations of the effect of adenosine analogues on nucleolar necklace formation. J Cell 
Biol 65, 418-427. 
 
Granneman, S., Nandineni, M.R., and Baserga, S.J. (2005). The putative NTPase Fap7 
mediates cytoplasmic 20S pre-rRNA processing through a direct interaction with Rps14. 
Mol Cell Biol 25, 10352-10364. 
 
Harms, J., Schluenzen, F., Zarivach, R., Bashan, A., Gat, S., Agmon, I., Bartels, H., 
Franceschi, F., and Yonath, A. (2001). High resolution structure of the large ribosomal 
subunit from a mesophilic eubacterium. Cell 107, 679-688. 
 
Hartman, T., Stead, K., Koshland, D., and Guacci, V. (2000). Pds5p is an essential 
chromosomal protein required for both sister chromatid cohesion and condensation in 
Saccharomyces cerevisiae. J Cell Biol 151, 613-626. 
 
 87 
He, F., and Jacobson, A. (1995). Identification of a novel component of the nonsense-
mediated mRNA decay pathway by use of an interacting protein screen. Genes Dev 9, 437-
454. 
 
He, F., and Jacobson, A. (2001). Upf1p, Nmd2p, and Upf3p regulate the decapping and 
exonucleolytic degradation of both nonsense-containing mRNAs and wild-type mRNAs. 
Mol Cell Biol 21, 1515-1530. 
 
He, F., Li, X., Spatrick, P., Casillo, R., Dong, S., and Jacobson, A. (2003). Genome-wide 
analysis of mRNAs regulated by the nonsense-mediated and 5' to 3' mRNA decay 
pathways in yeast. Mol Cell 12, 1439-1452. 
 
Hellen, C.U., and Sarnow, P. (2001). Internal ribosome entry sites in eukaryotic mRNA 
molecules. Genes Dev 15, 1593-1612. 
 
Henras, A.K., Soudet, J., Gerus, M., Lebaron, S., Caizergues-Ferrer, M., Mougin, A., and 
Henry, Y. (2008). The post-transcriptional steps of eukaryotic ribosome biogenesis. Cell 
Mol Life Sci 65, 2334-2359. 
 
Hernandez, H., Dziembowski, A., Taverner, T., Seraphin, B., and Robinson, C.V. (2006). 
Subunit architecture of multimeric complexes isolated directly from cells. EMBO Rep 7, 
605-610. 
 
Herruer, M.H., Mager, W.H., Doorenbosch, T.M., Wessels, P.L., Wassenaar, T.M., and 
Planta, R.J. (1989). The extended promoter of the gene encoding ribosomal protein S33 in 
yeast consists of multiple protein binding elements. Nucleic Acids Res 17, 7427-7439. 
 
Herruer, M.H., Mager, W.H., Raue, H.A., Vreken, P., Wilms, E., and Planta, R.J. (1988). 
Mild temperature shock affects transcription of yeast ribosomal protein genes as well as 
the stability of their mRNAs. Nucleic Acids Res 16, 7917-7929. 
 
Hilleren, P., McCarthy, T., Rosbash, M., Parker, R., and Jensen, T.H. (2001). Quality 
control of mRNA 3'-end processing is linked to the nuclear exosome. Nature 413, 538-542. 
 
Hirano, T., Konoha, G., Toda, T., and Yanagida, M. (1989). Essential roles of the RNA 
polymerase I largest subunit and DNA topoisomerases in the formation of fission yeast 
nucleolus. J Cell Biol 108, 243-253. 
 
Hongay, C.F., Grisafi, P.L., Galitski, T., and Fink, G.R. (2006). Antisense transcription 
controls cell fate in Saccharomyces cerevisiae. Cell 127, 735-745. 
 
Houseley, J., Kotovic, K., El Hage, A., and Tollervey, D. (2007). Trf4 targets ncRNAs 
from telomeric and rDNA spacer regions and functions in rDNA copy number control. 
Embo J 26, 4996-5006. 
 
Huh, W.K., Falvo, J.V., Gerke, L.C., Carroll, A.S., Howson, R.W., Weissman, J.S., and 




Huntzinger, E., Kashima, I., Fauser, M., Sauliere, J., and Izaurralde, E. (2008). SMG6 is 
the catalytic endonuclease that cleaves mRNAs containing nonsense codons in metazoan. 
Rna 14, 2609-2617. 
 
Inada, T., and Aiba, H. (2005). Translation of aberrant mRNAs lacking a termination 
codon or with a shortened 3'-UTR is repressed after initiation in yeast. Embo J 24, 1584-
1595. 
 
Ingolia, N.T., Ghaemmaghami, S., Newman, J.R., and Weissman, J.S. (2009). Genome-
wide analysis in vivo of translation with nucleotide resolution using ribosome profiling. 
Science 324, 218-223. 
 
Isken, O., Maquat, L.E. (2007). Quality control of eukaryotic mRNA: safeguarding cells 
from abnormal mRNA function. Genes Dev. 21, 1833-56 
 
Jacobson, M.R., Cao, L.G., Taneja, K., Singer, R.H., Wang, Y.L., and Pederson, T. (1997). 
Nuclear domains of the RNA subunit of RNase P. J Cell Sci 110 ( Pt 7), 829-837. 
 
Jakovljevic, J., de Mayolo, P.A., Miles, T.D., Nguyen, T.M., Leger-Silvestre, I., Gas, N., 
and Woolford, J.L., Jr. (2004). The carboxy-terminal extension of yeast ribosomal protein 
S14 is necessary for maturation of 43S preribosomes. Mol Cell 14, 331-342. 
 
Jang, S.K., Krausslich, H.G., Nicklin, M.J., Duke, G.M., Palmenberg, A.C., and Wimmer, 
E. (1988). A segment of the 5' nontranslated region of encephalomyocarditis virus RNA 
directs internal entry of ribosomes during in vitro translation. J Virol 62, 2636-2643. 
 
Jansa, P., and Grummt, I. (1999). Mechanism of transcription termination: PTRF interacts 
with the largest subunit of RNA polymerase I and dissociates paused transcription 
complexes from yeast and mouse. Mol Gen Genet 262, 508-514. 
 
Jorgensen, P., Rupes, I., Sharom, J.R., Schneper, L., Broach, J.R., and Tyers, M. (2004). A 
dynamic transcriptional network communicates growth potential to ribosome synthesis and 
critical cell size. Genes Dev 18, 2491-2505. 
 
Kadaba, S., Krueger, A., Trice, T., Krecic, A.M., Hinnebusch, A.G., and Anderson, J. 
(2004). Nuclear surveillance and degradation of hypomodified initiator tRNAMet in S. 
cerevisiae. Genes Dev 18, 1227-1240. 
 
Kadaba, S., Wang, X., and Anderson, J.T. (2006). Nuclear RNA surveillance in 
Saccharomyces cerevisiae: Trf4p-dependent polyadenylation of nascent hypomethylated 
tRNA and an aberrant form of 5S rRNA. Rna 12, 508-521. 
 
Kapp, L.D., and Lorsch, J.R. (2004). The molecular mechanics of eukaryotic translation. 
Annu Rev Biochem 73, 657-704. 
 
Karpen, G.H., Schaefer, J.E., and Laird, C.D. (1988). A Drosophila rRNA gene located in 
euchromatin is active in transcription and nucleolus formation. Genes Dev 2, 1745-1763. 
 
Kashima, I., Yamashita, A., Izumi, N., Kataoka, N., Morishita, R., Hoshino, S., Ohno, M., 
Dreyfuss, G., and Ohno, S. (2006). Binding of a novel SMG-1-Upf1-eRF1-eRF3 complex 
 89 
(SURF) to the exon junction complex triggers Upf1 phosphorylation and nonsense-
mediated mRNA decay. Genes Dev 20, 355-367. 
 
Khurts, S., Masutomi, K., Delgermaa, L., Arai, K., Oishi, N., Mizuno, H., Hayashi, N., 
Hahn, W.C., and Murakami, S. (2004). Nucleolin interacts with telomerase. J Biol Chem 
279, 51508-51515. 
 
Kim, Y.K., Furic, L., Desgroseillers, L., and Maquat, L.E. (2005). Mammalian Staufen1 
recruits Upf1 to specific mRNA 3'UTRs so as to elicit mRNA decay. Cell 120, 195-208. 
 
Kimmelman, A.C., Hezel, A.F., Aguirre, A.J., Zheng, H., Paik, J.H., Ying, H., Chu, G.C., 
Zhang, J.X., Sahin, E., Yeo, G., et al. (2008). Genomic alterations link Rho family of 
GTPases to the highly invasive phenotype of pancreas cancer. Proc Natl Acad Sci U S A 
105, 19372-19377. 
 
Kobayashi, T., Heck, D.J., Nomura, M., Horiuchi, T. (1998). Expansion and contraction of 
ribosomal DNA repeats in Saccharomyces cerevisiae: requirement of replication fork 
blocking (Fob1) protein and the role of RNA polymerase I. Genes Dev. 12(24), 3821-3830 
 
Kobayashi, T., Horiuchi, T., Tongaonkar, P., Vu, L., Nomura, M. (2004). SIR2 regulates 
recombination between different rDNA repeats, but not recombination within individual 
rRNA genes in yeast. Cell 117, 441-453 
 
Kobayashi, T., Ganley, A.R.(2005). Recombination regulation by transcription-induced 
cohesin dissociation in rDNA repeats. Science 309, 1581-1584 
 
Kobayashi, T. (2006). Strategies to maintain the stability of the ribosomal RNA gene 
repeats--collaboration of recombination, cohesion, and condensation. Genes Genet Syst 
81(3), 155-161 
 
Korostelev, A., Trakhanov, S., Laurberg, M., and Noller, H.F. (2006). Crystal structure of 
a 70S ribosome-tRNA complex reveals functional interactions and rearrangements. Cell 
126, 1065-1077. 
 
Kressler, D., Roser, D., Pertschy, B., and Hurt, E. (2008). The AAA ATPase Rix7 powers 
progression of ribosome biogenesis by stripping Nsa1 from pre-60S particles. J Cell Biol 
181, 935-944. 
 
Kruger, K., Grabowski, P.J., Zaug, A.J., Sands, J., Gottschling, D.E., and Cech, T.R. 
(1982). Self-splicing RNA: autoexcision and autocyclization of the ribosomal RNA 
intervening sequence of Tetrahymena. Cell 31, 147-157. 
 
Kuai, L., Fang, F., Butler, J.S., and Sherman, F. (2004). Polyadenylation of rRNA in 
Saccharomyces cerevisiae. Proc Natl Acad Sci U S A 101, 8581-8586. 
 
Kufel, J., Dichtl, B., and Tollervey, D. (1999). Yeast Rnt1p is required for cleavage of the 
pre-ribosomal RNA in the 3' ETS but not the 5' ETS. Rna 5, 909-917. 
 
 90 
Kulkens, T., Riggs, D.L., Heck, J.D., Planta, R.J., and Nomura, M. (1991). The yeast RNA 
polymerase I promoter: ribosomal DNA sequences involved in transcription initiation and 
complex formation in vitro. Nucleic Acids Res 19, 5363-5370. 
 
Kwapisz, M., Beckouet, F., and Thuriaux, P. (2008). Early evolution of eukaryotic DNA-
dependent RNA polymerases. Trends Genet 24, 211-215. 
 
LaCava, J., Houseley, J., Saveanu, C., Petfalski, E., Thompson, E., Jacquier, A., and 
Tollervey, D. (2005). RNA degradation by the exosome is promoted by a nuclear 
polyadenylation complex. Cell 121, 713-724. 
 
Lacombe, T., Garcia-Gomez, J.J., de la Cruz, J., Roser, D., Hurt, E., Linder, P., and 
Kressler, D. (2009). Linear ubiquitin fusion to Rps31 and its subsequent cleavage are 
required for the efficient production and functional integrity of 40S ribosomal subunits. 
Mol Microbiol 72, 69-84. 
 
Laferte, A., Favry, E., Sentenac, A., Riva, M., Carles, C., and Chedin, S. (2006). The 
transcriptional activity of RNA polymerase I is a key determinant for the level of all 
ribosome components. Genes Dev 20, 2030-2040. 
 
Lafontaine, D., Delcour, J., Glasser, A.L., Desgres, J., and Vandenhaute, J. (1994). The 
DIM1 gene responsible for the conserved m6(2)Am6(2)A dimethylation in the 3'-terminal 
loop of 18 S rRNA is essential in yeast. J Mol Biol 241, 492-497. 
 
Lafontaine, D., Vandenhaute, J., and Tollervey, D. (1995). The 18S rRNA dimethylase 
Dim1p is required for pre-ribosomal RNA processing in yeast. Genes Dev 9, 2470-2481. 
 
Lafontaine, D.L., Preiss, T., and Tollervey, D. (1998). Yeast 18S rRNA dimethylase 
Dim1p: a quality control mechanism in ribosome synthesis? Mol Cell Biol 18, 2360-2370. 
 
Lalo, D., Steffan, J.S., Dodd, J.A., and Nomura, M. (1996). RRN11 encodes the third 
subunit of the complex containing Rrn6p and Rrn7p that is essential for the initiation of 
rDNA transcription by yeast RNA polymerase I. J Biol Chem 271, 21062-21067. 
 
Lam, Y.W., Lamond, A.I., Mann, M., and Andersen, J.S. (2007). Analysis of nucleolar 
protein dynamics reveals the nuclear degradation of ribosomal proteins. Curr Biol 17, 749-
760. 
 
Lamanna, A.C., and Karbstein, K. (2009). Nob1 binds the single-stranded cleavage site D 
at the 3'-end of 18S rRNA with its PIN domain. Proc Natl Acad Sci U S A 106, 14259-
14264. 
 
LaRiviere, F.J., Cole, S.E., Ferullo, D.J., and Moore, M.J. (2006). A late-acting quality 
control process for mature eukaryotic rRNAs. Mol Cell 24, 619-626. 
 
Laronde-Leblanc, N., Guszczynski, T., Copeland, T., and Wlodawer, A. (2005). Structure 
and activity of the atypical serine kinase Rio1. Febs J 272, 3698-3713. 
 
LaRonde-LeBlanc, N., and Wlodawer, A. (2004). Crystal structure of A. fulgidus Rio2 
defines a new family of serine protein kinases. Structure 12, 1585-1594. 
 91 
 
Lascaris, R.F., Mager, W.H., and Planta, R.J. (1999). DNA-binding requirements of the 
yeast protein Rap1p as selected in silico from ribosomal protein gene promoter sequences. 
Bioinformatics 15, 267-277. 
 
Lata, K.R., Agrawal, R.K., Penczek, P., Grassucci, R., Zhu, J., and Frank, J. (1996). Three-
dimensional reconstruction of the Escherichia coli 30 S ribosomal subunit in ice. J Mol 
Biol 262, 43-52. 
 
Le Hir, H., Gatfield, D., Izaurralde, E., and Moore, M.J. (2001). The exon-exon junction 
complex provides a binding platform for factors involved in mRNA export and nonsense-
mediated mRNA decay. Embo J 20, 4987-4997. 
 
Lebaron, S., Froment, C., Fromont-Racine, M., Rain, J.C., Monsarrat, B., Caizergues-
Ferrer, M., and Henry, Y. (2005). The splicing ATPase prp43p is a component of multiple 
preribosomal particles. Mol Cell Biol 25, 9269-9282. 
 
Lebreton, A., and Seraphin, B. (2008). Exosome-mediated quality control: substrate 
recruitment and molecular activity. Biochim Biophys Acta 1779, 558-565. 
 
Lebreton, A., Tomecki, R., Dziembowski, A., and Seraphin, B. (2008). Endonucleolytic 
RNA cleavage by a eukaryotic exosome. Nature 456, 993-996. 
 
Lee, H.H., Kim, Y.S., Kim, K.H., Heo, I., Kim, S.K., Kim, O., Kim, H.K., Yoon, J.Y., 
Kim, H.S., Kim do, J., et al. (2007). Structural and functional insights into Dom34, a key 
component of no-go mRNA decay. Mol Cell 27, 938-950. 
 
Leger-Silvestre, I., Milkereit, P., Ferreira-Cerca, S., Saveanu, C., Rousselle, J.C., 
Choesmel, V., Guinefoleau, C., Gas, N., and Gleizes, P.E. (2004). The ribosomal protein 
Rps15p is required for nuclear exit of the 40S subunit precursors in yeast. Embo J 23, 
2336-2347. 
 
Leger-Silvestre, I., Trumtel, S., Noaillac-Depeyre, J., and Gas, N. (1999). Functional 
compartmentalization of the nucleus in the budding yeast Saccharomyces cerevisiae. 
Chromosoma 108, 103-113. 
 
Legrain, P., and Rosbash, M. (1989). Some cis- and trans-acting mutants for splicing target 
pre-mRNA to the cytoplasm. Cell 57, 573-583. 
 
Lejeune, F., Li, X., and Maquat, L.E. (2003). Nonsense-mediated mRNA decay in 
mammalian cells involves decapping, deadenylating, and exonucleolytic activities. Mol 
Cell 12, 675-687. 
 
Li, H., Tsang, C.K., Watkins, M., Bertram, P.G., and Zheng, X.F. (2006). Nutrient 
regulates Tor1 nuclear localization and association with rDNA promoter. Nature 442, 
1058-1061. 
 
Libri, D., Dower, K., Boulay, J., Thomsen, R., Rosbash, M., and Jensen, T.H. (2002). 
Interactions between mRNA export commitment, 3'-end quality control, and nuclear 
degradation. Mol Cell Biol 22, 8254-8266. 
 92 
 
Liljas, A. (2006). Deepening ribosomal insights. ACS Chem Biol 1, 567-569. 
 
Liu, J., Rivas, F.V., Wohlschlegel, J., Yates, J.R., 3rd, Parker, R., and Hannon, G.J. (2005). 
A role for the P-body component GW182 in microRNA function. Nat Cell Biol 7, 1261-
1266. 
 
Liu, Q., Greimann, J.C., and Lima, C.D. (2006). Reconstitution, activities, and structure of 
the eukaryotic RNA exosome. Cell 127, 1223-1237. 
 
Luo, W., Johnson, A.W., and Bentley, D.L. (2006). The role of Rat1 in coupling mRNA 3'-
end processing to transcription termination: implications for a unified allosteric-torpedo 
model. Genes Dev 20, 954-965. 
 
Lykke-Andersen, J. (2002). Identification of a human decapping complex associated with 
hUpf proteins in nonsense-mediated decay. Mol Cell Biol 22, 8114-8121. 
 
Lykke-Andersen, J., Shu, M.D., and Steitz, J.A. (2001). Communication of the position of 
exon-exon junctions to the mRNA surveillance machinery by the protein RNPS1. Science 
293, 1836-1839. 
 
Lykke-Andersen, S., Brodersen DE., Jensen, TH. (2009). Origins and activities of the 
eukaryotic exosome. J Cell Sci. 122, 1487-1494 
 
 
Manning, G., Whyte, D.B., Martinez, R., Hunter, T., and Sudarsanam, S. (2002). The 
protein kinase complement of the human genome. Science 298, 1912-1934. 
 
Marshall, R.A., Aitken, C.E., Dorywalska, M., and Puglisi, J.D. (2008). Translation at the 
single-molecule level. Annu Rev Biochem 77, 177-203. 
 
Martens, J.A., Laprade, L., and Winston, F. (2004). Intergenic transcription is required to 
repress the Saccharomyces cerevisiae SER3 gene. Nature 429, 571-574. 
 
Martens, J.A., Wu, P.Y., and Winston, F. (2005). Regulation of an intergenic transcript 
controls adjacent gene transcription in Saccharomyces cerevisiae. Genes Dev 19, 2695-
2704. 
 
Martin, D.E., Soulard, A., and Hall, M.N. (2004). TOR regulates ribosomal protein gene 
expression via PKA and the Forkhead transcription factor FHL1. Cell 119, 969-979. 
 
Mathews, M.B., Sonenberg, N., and Hershey J.W.B. (2000). Translational control of gene 
expression. Cold Spring Harbor, NY, Cold Spring Harbor Laboratory Press 
 
Mayer, C., Zhao, J., Yuan, X., and Grummt, I. (2004). mTOR-dependent activation of the 
transcription factor TIF-IA links rRNA synthesis to nutrient availability. Genes Dev 18, 
423-434. 
 
McClintock, B. (1934). The relation of a particular chromosomal element to the 
development of the nucleoli in Zea Mays. Z. Zelf. 21, 294-328 
 93 
 
Mendell, J.T., ap Rhys, C.M., and Dietz, H.C. (2002). Separable roles for rent1/hUpf1 in 
altered splicing and decay of nonsense transcripts. Science 298, 419-422. 
 
Mendell, J.T., Sharifi, N.A., Meyers, J.L., Martinez-Murillo, F., and Dietz, H.C. (2004). 
Nonsense surveillance regulates expression of diverse classes of mammalian transcripts 
and mutes genomic noise. Nat Genet 36, 1073-1078. 
 
Milkereit, P., and Tschochner, H. (1998). A specialized form of RNA polymerase I, 
essential for initiation and growth-dependent regulation of rRNA synthesis, is disrupted 
during transcription. Embo J 17, 3692-3703. 
 
Mitchell, P., and Tollervey, D. (2003). An NMD pathway in yeast involving accelerated 
deadenylation and exosome-mediated 3'-->5' degradation. Mol Cell 11, 1405-1413. 
 
Mizuta, K., and Warner, J.R. (1994). Continued functioning of the secretory pathway is 
essential for ribosome synthesis. Mol Cell Biol 14, 2493-2502. 
 
Moss, T., Langlois, F., Gagnon-Kugler, T., and Stefanovsky, V. (2007). A housekeeper 
with power of attorney: the rRNA genes in ribosome biogenesis. Cell Mol Life Sci 64, 29-
49. 
 
Muhlrad, D., and Parker, R. (1999). Recognition of yeast mRNAs as "nonsense 
containing" leads to both inhibition of mRNA translation and mRNA degradation: 
implications for the control of mRNA decapping. Mol Biol Cell 10, 3971-3978. 
 
Muhlrad, D., and Parker, R. (2005). The yeast EDC1 mRNA undergoes deadenylation-
independent decapping stimulated by Not2p, Not4p, and Not5p. Embo J 24, 1033-1045. 
 
Musters, W., Knol, J., Maas, P., Dekker, A.F., van Heerikhuizen, H., and Planta, R.J. 
(1989). Linker scanning of the yeast RNA polymerase I promoter. Nucleic Acids Res 17, 
9661-9678. 
 
Nagy, E., and Maquat, L.E. (1998). A rule for termination-codon position within intron-
containing genes: when nonsense affects RNA abundance. Trends Biochem Sci 23, 198-
199. 
 
Neil, H., Malabat, C., d'Aubenton-Carafa, Y., Xu, Z., Steinmetz, L.M., and Jacquier, A. 
(2009). Widespread bidirectional promoters are the major source of cryptic transcripts in 
yeast. Nature 457, 1038-1042. 
 
Nierras, C.R., and Warner, J.R. (1999). Protein kinase C enables the regulatory circuit that 
connects membrane synthesis to ribosome synthesis in Saccharomyces cerevisiae. J Biol 
Chem 274, 13235-13241. 
 
Nissan, T.A., Galani, K., Maco, B., Tollervey, D., Aebi, U., and Hurt, E. (2004). A pre-
ribosome with a tadpole-like structure functions in ATP-dependent maturation of 60S 
subunits. Mol Cell 15, 295-301. 
 
 94 
Nissen, P., Hansen, J., Ban, N., Moore, P.B, Steitz, T.A. (2000). The structural basis of 
ribosome activity in peptide bond synthesis. Science 289, 920-930 
 
Noller, H.F., Hoffarth, V., and Zimniak, L. (1992). Unusual resistance of peptidyl 
transferase to protein extraction procedures. Science 256, 1416-1419. 
 
O'Brien, C.A., and Wolin, S.L. (1994). A possible role for the 60-kD Ro autoantigen in a 
discard pathway for defective 5S rRNA precursors. Genes Dev 8, 2891-2903. 
 
Oakes, M., Aris, J.P., Brockenbrough, J.S., Wai, H., Vu, L., and Nomura, M. (1998). 
Mutational analysis of the structure and localization of the nucleolus in the yeast 
Saccharomyces cerevisiae. J Cell Biol 143, 23-34. 
 
Oakes, M., Nogi, Y., Clark, M.W., and Nomura, M. (1993). Structural alterations of the 
nucleolus in mutants of Saccharomyces cerevisiae defective in RNA polymerase I. Mol 
Cell Biol 13, 2441-2455. 
 
Oakes, M., Siddiqi, I., Vu, L., Aris, J., and Nomura, M. (1999). Transcription factor UAF, 
expansion and contraction of ribosomal DNA (rDNA) repeats, and RNA polymerase 
switch in transcription of yeast rDNA. Mol Cell Biol 19, 8559-8569. 
 
Oeffinger, M. and Tollervey, D. (2003). Yeast Nop15p is an RNA-binding protein required 
for pre-rRNA processing and cytokinesis.EMBO J. 15, 6573-6583 
 
Ogle, J.M., Brodersen, D.E, Clemons, W.M., Tarry, M.J., Carter, A.P., Ramakrishnan, V. 
(2001). Recognition of cognate transfer RNA by the 30S ribosomal subunit. Science 292, 
897-902. 
 
Onouchi, H., Nagami, Y., Haraguchi, Y., Nakamoto, M., Nishimura, Y., Sakurai, R., 
Nagao, N., Kawasaki, D., Kadokura, Y., and Naito, S. (2005). Nascent peptide-mediated 
translation elongation arrest coupled with mRNA degradation in the CGS1 gene of 
Arabidopsis. Genes Dev 19, 1799-1810. 
 
Ougland, R., Zhang, C.M., Liiv, A., Johansen, R.F., Seeberg, E., Hou, Y.M., Remme, J., 
and Falnes, P.O. (2004). AlkB restores the biological function of mRNA and tRNA 
inactivated by chemical methylation. Mol Cell 16, 107-116. 
 
Palade, G.E. (1955). A small particulate component of the cytoplasm. J Biophys Biochem 
Cytol 1, 59-68. 
 
Pan, X., Ye, P., Yuan, D.S., Wang, X., Bader, J.S., and Boeke, J.D. (2006). A DNA 
integrity network in the yeast Saccharomyces cerevisiae. Cell 124, 1069-1081. 
 
Parker, R., and Sheth, U. (2007). P bodies and the control of mRNA translation and 
degradation. Mol Cell 25, 635-646. 
 
Passos, D.O., Doma, M.K., Shoemaker, C.J., Muhlrad, D., Green, R., Weissman, J., 
Hollien, J., and Parker, R. (2009). Analysis of Dom34 and its function in no-go decay. Mol 
Biol Cell 20, 3025-3032. 
 
 95 
Pendle, A.F., Clark, G.P., Boon, R., Lewandowska, D., Lam, Y.W., Andersen, J., Mann, 
M., Lamond, A.I., Brown, J.W., and Shaw, P.J. (2005). Proteomic analysis of the 
Arabidopsis nucleolus suggests novel nucleolar functions. Mol Biol Cell 16, 260-269. 
 
Perry, R.P. (1962). The Cellular Sites Of Synthesis Of Ribosomal And 4s Rna. Proc Natl 
Acad Sci U S A 48, 2179-2186. 
 
Peske, F., Rodnina, M.V., and Wintermeyer, W. (2005). Sequence of steps in ribosome 
recycling as defined by kinetic analysis. Mol Cell 18, 403-412. 
 
Petes, T.D. (1979). Yeast ribosomal DNA genes are located on chromosome XII. Proc Natl 
Acad Sci U S A 76, 410-414 
  
Petry, S., Weixlbaumer, A., and Ramakrishnan, V. (2008). The termination of translation. 
Curr Opin Struct Biol 18, 70-77. 
 
Pillai, R.S., Bhattacharyya, S.N., Artus, C.G., Zoller, T., Cougot, N., Basyuk, E., Bertrand, 
E., and Filipowicz, W. (2005). Inhibition of translational initiation by Let-7 MicroRNA in 
human cells. Science 309, 1573-1576. 
 
Pisarev, A.V., Hellen, C.U., and Pestova, T.V. (2007). Recycling of eukaryotic 
posttermination ribosomal complexes. Cell 131, 286-299. 
 
Planta, R.J., and Mager, W.H. (1998). The list of cytoplasmic ribosomal proteins of 
Saccharomyces cerevisiae. Yeast 14, 471-477. 
 
Poldermans, B., Roza, L., and Van Knippenberg, P.H. (1979). Studies on the function of 
two adjacent N6,N6-dimethyladenosines near the 3' end of 16 S ribosomal RNA of 
Escherichia coli. III. Purification and properties of the methylating enzyme and methylase-
30 S interactions. J Biol Chem 254, 9094-9100. 
 
Politz, J.C., Lewandowski, L.B., and Pederson, T. (2002). Signal recognition particle RNA 
localization within the nucleolus differs from the classical sites of ribosome synthesis. J 
Cell Biol 159, 411-418. 
 
Politz, J.C., Zhang, F., and Pederson, T. (2006). MicroRNA-206 colocalizes with 
ribosome-rich regions in both the nucleolus and cytoplasm of rat myogenic cells. Proc Natl 
Acad Sci U S A 103, 18957-18962. 
 
Pontes, O., Li, C.F., Nunes, P.C., Haag, J., Ream, T., Vitins, A., Jacobsen, S.E., and 
Pikaard, C.S. (2006). The Arabidopsis chromatin-modifying nuclear siRNA pathway 
involves a nucleolar RNA processing center. Cell 126, 79-92. 
 
Powers, T., and Walter, P. (1999). Regulation of ribosome biogenesis by the rapamycin-
sensitive TOR-signaling pathway in Saccharomyces cerevisiae. Mol Biol Cell 10, 987-
1000. 
 




Reeder, R.H., Guevara, P., and Roan, J.G. (1999). Saccharomyces cerevisiae RNA 
polymerase I terminates transcription at the Reb1 terminator in vivo. Mol Cell Biol 19, 
7369-7376. 
 
Reis, C.C., and Campbell, J.L. (2007). Contribution of Trf4/5 and the nuclear exosome to 
genome stability through regulation of histone mRNA levels in Saccharomyces cerevisiae. 
Genetics 175, 993-1010. 
 
Ritossa, F.M., and Spiegelman, S. (1965). Localization Of Dna Complementary To 
Ribosomal Rna In The Nucleolus Organizer Region Of Drosophila Melanogaster. Proc 
Natl Acad Sci U S A 53, 737-745. 
 
Rodland, K.D., and Russell, P.J. (1982). Regulation of ribosomal RNA cistron number in a 
strain of Neurospora crassa with a duplication of the nucleolus organizer region. Biochim 
Biophys Acta 697, 162-169. 
 
Roesch, A., Vogt, T., Stolz, W., Dugas, M., Landthaler, M., and Becker, B. (2003). 
Discrimination between gene expression patterns in the invasive margin and the tumour 
core of malignant melanomas. Melanoma Res 13, 503-509. 
 
Rodnina, M.V., Beringer, M., Wintermeyer, W. (2006). Mechanism of peptide bond 
formation on the ribosome. Q Rev Biophys. 39(3), 203-225 
 
Rohde, J., Heitman, J., and Cardenas, M.E. (2001). The TOR kinases link nutrient sensing 
to cell growth. J Biol Chem 276, 9583-9586. 
 
Rotenberg, M.O., and Woolford, J.L., Jr. (1986). Tripartite upstream promoter element 
essential for expression of Saccharomyces cerevisiae ribosomal protein genes. Mol Cell 
Biol 6, 674-687. 
 
Rougemaille, M., Gudipati, R.K., Olesen, J.R., Thomsen, R., Seraphin, B., Libri, D., and 
Jensen, T.H. (2007). Dissecting mechanisms of nuclear mRNA surveillance in THO/sub2 
complex mutants. Embo J 26, 2317-2326. 
 
Rouquette, J., Choesmel, V., and Gleizes, P.E. (2005). Nuclear export and cytoplasmic 
processing of precursors to the 40S ribosomal subunits in mammalian cells. Embo J 24, 
2862-2872. 
 
Rudra, D., Mallick, J., Zhao, Y., and Warner, J.R. (2007). Potential interface between 
ribosomal protein production and pre-rRNA processing. Mol Cell Biol 27, 4815-4824. 
 
Russell, J., and Zomerdijk, J.C. (2005). RNA-polymerase-I-directed rDNA transcription, 
life and works. Trends Biochem Sci 30, 87-96. 
 
Santama, N., Ogg, S.C., Malekkou, A., Zographos, S.E., Weis, K., and Lamond, A.I. 
(2005). Characterization of hCINAP, a novel coilin-interacting protein encoded by a 
transcript from the transcription factor TAFIID32 locus. J Biol Chem 280, 36429-36441. 
 
Schaeffer, D., Tsanova, B., Barbas, A., Reis, F.P., Dastidar, E.G., Sanchez-Rotunno, M., 
Arraiano, C.M., and van Hoof, A. (2009). The exosome contains domains with specific 
 97 
endoribonuclease, exoribonuclease and cytoplasmic mRNA decay activities. Nat Struct 
Mol Biol 16, 56-62. 
 
Schafer, T., Maco, B., Petfalski, E., Tollervey, D., Bottcher, B., Aebi, U., and Hurt, E. 
(2006). Hrr25-dependent phosphorylation state regulates organization of the pre-40S 
subunit. Nature 441, 651-655. 
 
Schafer, T., Strauss, D., Petfalski, E., Tollervey, D., and Hurt, E. (2003). The path from 
nucleolar 90S to cytoplasmic 40S pre-ribosomes. Embo J 22, 1370-1380. 
 
Scherl, A., Coute, Y., Deon, C., Calle, A., Kindbeiter, K., Sanchez, J.C., Greco, A., 
Hochstrasser, D., and Diaz, J.J. (2002). Functional proteomic analysis of human nucleolus. 
Mol Biol Cell 13, 4100-4109. 
 
Schilders, G., van Dijk, E., and Pruijn, G.J. (2007). C1D and hMtr4p associate with the 
human exosome subunit PM/Scl-100 and are involved in pre-rRNA processing. Nucleic 
Acids Res 35, 2564-2572. 
 
Schluenzen, F., Tocilj, A., Zarivach, R., Harms, J., Gluehmann, M., Janell, D., Bashan, A., 
Bartels, H., Agmon, I., Franceschi, F., et al. (2000). Structure of functionally activated 
small ribosomal subunit at 3.3 angstroms resolution. Cell 102, 615-623. 
 
Schneider, C., Anderson, J.T., and Tollervey, D. (2007). The exosome subunit Rrp44 plays 
a direct role in RNA substrate recognition. Mol Cell 27, 324-331. 
 
Schmid, M., Jensen, TH. (2008). The exosome: a multipurpose RNA-decay machine. 
Trends Biochem Sci. 33, 501-510 
 
Schneider, C., Leung, E., Brown, J., and Tollervey, D. (2009). The N-terminal PIN domain 
of the exosome subunit Rrp44 harbors endonuclease activity and tethers Rrp44 to the yeast 
core exosome. Nucleic Acids Res 37, 1127-1140. 
 
Schneider, D.A., French, S.L., Osheim, Y.N., Bailey, A.O., Vu, L., Dodd, J., Yates, J.R., 
Beyer, A.L., and Nomura, M. (2006). RNA polymerase II elongation factors Spt4p and 
Spt5p play roles in transcription elongation by RNA polymerase I and rRNA processing. 
Proc Natl Acad Sci U S A 103, 12707-12712. 
 
Schramm, L., and Hernandez, N. (2002). Recruitment of RNA polymerase III to its target 
promoters. Genes Dev 16, 2593-2620. 
 
Schuwirth, B.S., Borovinskaya, M.A., Hau, C.W., Zhang, W., Vila-Sanjurjo, A., Holton, 
J.M., and Cate, J.H. (2005). Structures of the bacterial ribosome at 3.5 A resolution. 
Science 310, 827-834. 
 
Schwindinger, W.F., and Warner, J.R. (1987). Transcriptional elements of the yeast 
ribosomal protein gene CYH2. J Biol Chem 262, 5690-5695. 
 
Selmer, M., Dunham, C.M., Murphy, F.V.t., Weixlbaumer, A., Petry, S., Kelley, A.C., 
Weir, J.R., and Ramakrishnan, V. (2006). Structure of the 70S ribosome complexed with 
mRNA and tRNA. Science 313, 1935-1942. 
 98 
 
Serin, G., Gersappe, A., Black, J.D., Aronoff, R., and Maquat, L.E. (2001). Identification 
and characterization of human orthologues to Saccharomyces cerevisiae Upf2 protein and 
Upf3 protein (Caenorhabditis elegans SMG-4). Mol Cell Biol 21, 209-223. 
 
Shan, J., Wang, P., Zhou, J., Wu, D., Shi, H., and Huo, K. (2009). RIOK3 interacts with 
caspase-10 and negatively regulates the NF-kappaB signaling pathway. Mol Cell Biochem. 
 
Sheth, U., and Parker, R. (2003). Decapping and decay of messenger RNA occur in 
cytoplasmic processing bodies. Science 300, 805-808. 
 
Shou, W., Seol, J.H., Shevchenko, A., Baskerville, C., Moazed, D., Chen, Z.W., Jang, J., 
Shevchenko, A., Charbonneau, H., and Deshaies, R.J. (1999). Exit from mitosis is 
triggered by Tem1-dependent release of the protein phosphatase Cdc14 from nucleolar 
RENT complex. Cell 97, 233-244. 
 
Silva, A.L., Ribeiro, P., Inacio, A., Liebhaber, S.A., and Romao, L. (2008). Proximity of 
the poly(A)-binding protein to a premature termination codon inhibits mammalian 
nonsense-mediated mRNA decay. Rna 14, 563-576. 
 
Simon, S.M., and Blobel, G. (1991). A protein-conducting channel in the endoplasmic 
reticulum. Cell 65, 371-380. 
 
Sinclair, D.A., and Guarente, L. (1997). Extrachromosomal rDNA circles--a cause of aging 
in yeast. Cell 91, 1033-1042. 
 
Sirri, V., Urcuqui-Inchima, S., Roussel, P., and Hernandez-Verdun, D. (2008). Nucleolus: 
the fascinating nuclear body. Histochem Cell Biol 129, 13-31. 
 
Skruzny, M., Schneider, C., Racz, A., Weng, J., Tollervey, D., and Hurt, E. (2009). An 
endoribonuclease functionally linked to perinuclear mRNP quality control associates with 
the nuclear pore complexes. PLoS Biol 7, e8. 
 
Sparks, K.A., and Dieckmann, C.L. (1998). Regulation of poly(A) site choice of several 
yeast mRNAs. Nucleic Acids Res 26, 4676-4687. 
 
Stanek, D., and Neugebauer, K.M. (2006). The Cajal body: a meeting place for 
spliceosomal snRNPs in the nuclear maze. Chromosoma 115, 343-354. 
 
Steffan, J.S., Keys, D.A., Dodd, J.A., and Nomura, M. (1996). The role of TBP in rDNA 
transcription by RNA polymerase I in Saccharomyces cerevisiae: TBP is required for 
upstream activation factor-dependent recruitment of core factor. Genes Dev 10, 2551-
2563. 
 
Stevens, A., Hsu, C.L., Isham, K.R., and Larimer, F.W. (1991). Fragments of the internal 
transcribed spacer 1 of pre-rRNA accumulate in Saccharomyces cerevisiae lacking 5'----3' 
exoribonuclease 1. J Bacteriol 173, 7024-7028. 
 
Tabb-Massey, A., Caffrey, J.M., Logsden, P., Taylor, S., Trent, J.O., and Ellis, S.R. 
(2003). Ribosomal proteins Rps0 and Rps21 of Saccharomyces cerevisiae have 
 99 
overlapping functions in the maturation of the 3' end of 18S rRNA. Nucleic Acids Res 31, 
6798-6805. 
 
Takano, A., Endo, T., and Yoshihisa, T. (2005). tRNA actively shuttles between the 
nucleus and cytosol in yeast. Science 309, 140-142. 
 
Tanaka, K.J., Ogawa, K., Takagi, M., Imamoto, N., Matsumoto, K., and Tsujimoto, M. 
(2006). RAP55, a cytoplasmic mRNP component, represses translation in Xenopus 
oocytes. J Biol Chem 281, 40096-40106. 
 
Teixeira, D., Sheth, U., Valencia-Sanchez, M.A., Brengues, M., and Parker, R. (2005). 
Processing bodies require RNA for assembly and contain nontranslating mRNAs. Rna 11, 
371-382. 
 
Thiry, M., and Lafontaine, D.L. (2005). Birth of a nucleolus: the evolution of nucleolar 
compartments. Trends Cell Biol 15, 194-199. 
 
Thompson, D.M., and Parker, R. (2007). Cytoplasmic decay of intergenic transcripts in 
Saccharomyces cerevisiae. Mol Cell Biol 27, 92-101. 
 
Thompson, M., Haeusler, R.A., Good, P.D., and Engelke, D.R. (2003). Nucleolar 
clustering of dispersed tRNA genes. Science 302, 1399-1401. 
 
Torchet, C., Bousquet-Antonelli, C., Milligan, L., Thompson, E., Kufel, J., and Tollervey, 
D. (2002). Processing of 3'-extended read-through transcripts by the exosome can generate 
functional mRNAs. Mol Cell 9, 1285-1296. 
 
Trumtel, S., Leger-Silvestre, I., Gleizes, P.E., Teulieres, F., and Gas, N. (2000). Assembly 
and functional organization of the nucleolus: ultrastructural analysis of Saccharomyces 
cerevisiae mutants. Mol Biol Cell 11, 2175-2189. 
 
Tsang, C.K., Zheng, X.F. (2007). TOR-in(g) the nucleus. Cell Cycle 6, 25-29 
 
Uchida, N., Hoshino, S., Imataka, H., Sonenberg, N., and Katada, T. (2002). A novel role 
of the mammalian GSPT/eRF3 associating with poly(A)-binding protein in Cap/Poly(A)-
dependent translation. J Biol Chem 277, 50286-50292. 
 
Udem, S.A., and Warner, J.R. (1972). Ribosomal RNA synthesis in Saccharomyces 
cerevisiae. J Mol Biol 65, 227-242. 
 
Ulbrich, C., Diepholz, M., Bassler, J., Kressler, D., Pertschy, B., Galani, K., Bottcher, B., 
and Hurt, E. (2009). Mechanochemical removal of ribosome biogenesis factors from 
nascent 60S ribosomal subunits. Cell 138, 911-922. 
 
Valle, M., Zavialov, A., Li, W., Stagg, S.M., Sengupta, J., Nielsen, R.C., Nissen, P., 
Harvey, S.C., Ehrenberg, M., and Frank, J. (2003). Incorporation of aminoacyl-tRNA into 
the ribosome as seen by cryo-electron microscopy. Nat Struct Biol 10, 899-906. 
 
 100 
van Buul, C.P., and van Knippenberg, P.H. (1985). Nucleotide sequence of the ksgA gene 
of Escherichia coli: comparison of methyltransferases effecting dimethylation of adenosine 
in ribosomal RNA. Gene 38, 65-72. 
 
van Dijk, E.L., Schilders, G., and Pruijn, G.J. (2007). Human cell growth requires a 
functional cytoplasmic exosome, which is involved in various mRNA decay pathways. 
Rna 13, 1027-1035. 
 
van Hoof, A. (2005). Conserved functions of yeast genes support the duplication, 
degeneration and complementation model for gene duplication. Genetics 171, 1455-1461. 
van Hoof, A., Frischmeyer, P.A., Dietz, H.C., and Parker, R. (2002). Exosome-mediated 
recognition and degradation of mRNAs lacking a termination codon. Science 295, 2262-
2264. 
 
van Hoof, A., Lennertz, P., and Parker, R. (2000). Three conserved members of the RNase 
D family have unique and overlapping functions in the processing of 5S, 5.8S, U4, U5, 
RNase MRP and RNase P RNAs in yeast. Embo J 19, 1357-1365. 
 
Vanacova, S., Wolf, J., Martin, G., Blank, D., Dettwiler, S., Friedlein, A., Langen, H., 
Keith, G., and Keller, W. (2005). A new yeast poly(A) polymerase complex involved in 
RNA quality control. PLoS Biol 3, e189. 
 
Vanrobays, E., Gelugne, J.P., Gleizes, P.E., and Caizergues-Ferrer, M. (2003). Late 
cytoplasmic maturation of the small ribosomal subunit requires RIO proteins in 
Saccharomyces cerevisiae. Mol Cell Biol 23, 2083-2095. 
 
Vanrobays, E., Gleizes, P.E., Bousquet-Antonelli, C., Noaillac-Depeyre, J., Caizergues-
Ferrer, M., and Gelugne, J.P. (2001). Processing of 20S pre-rRNA to 18S ribosomal RNA 
in yeast requires Rrp10p, an essential non-ribosomal cytoplasmic protein. Embo J 20, 
4204-4213. 
 
Vilardell, J., Chartrand, P., Singer, R.H., and Warner, J.R. (2000). The odyssey of a 
regulated transcript. Rna 6, 1773-1780. 
 
Venema, J., Tollervey, D. (1999). Ribosome synthesis in Saccharomyces cerevisiae. Annu 
Rev Genet. 33, 261-311 
 
Vinciguerra, P., Iglesias, N., Camblong, J., Zenklusen, D., and Stutz, F. (2005). Perinuclear 
Mlp proteins downregulate gene expression in response to a defect in mRNA export. Embo 
J 24, 813-823. 
 
Vitali, P., Basyuk, E., Le Meur, E., Bertrand, E., Muscatelli, F., Cavaille, J., and 
Huttenhofer, A. (2005). ADAR2-mediated editing of RNA substrates in the nucleolus is 
inhibited by C/D small nucleolar RNAs. J Cell Biol 169, 745-753. 
 
Warner, J.R. (1999). The economics of ribosome biosynthesis in yeast. Trends Biochem 
Sci 24, 437-440. 
 
Warner, J.R. (2001). Nascent ribosomes. Cell 107, 133-136. 
 
 101 
Warner, J.R., Mitra, G., Schwindinger, W.F., Studeny, M., and Fried, H.M. (1985). 
Saccharomyces cerevisiae coordinates accumulation of yeast ribosomal proteins by 
modulating mRNA splicing, translational initiation, and protein turnover. Mol Cell Biol 5, 
1512-1521. 
 
Wei, Y., Tsang, C.K., and Zheng, X.F. (2009). Mechanisms of regulation of RNA 
polymerase III-dependent transcription by TORC1. Embo J 28, 2220-2230. 
 
Weirich, CS., Erzberger, JP., and Barral, Y. (2008). The septin family of GTPases: 
architecture and dynamics. Nat Rev Mol Cell Biol. 9, 478-489  
 
Wells, S.E., Hillner, P.E., Vale, R.D., and Sachs, A.B. (1998). Circularization of mRNA by 
eukaryotic translation initiation factors. Mol Cell 2, 135-140. 
 
Wen , JD., Lancaster, L., Hodges, C., Zeri, AC., Yoshimura, SH., Noller, HF., Bustamante, 
C., Tinoco, I. (2008). Following translation by single ribosomes one codon at a time. 
Nature 452, 598-603 
 
Wimberly, B.T., Brodersen, D.E., Clemons, W.M., Jr., Morgan-Warren, R.J., Carter, A.P., 
Vonrhein, C., Hartsch, T., and Ramakrishnan, V. (2000). Structure of the 30S ribosomal 
subunit. Nature 407, 327-339. 
 
Wong, J.M., Kusdra, L., and Collins, K. (2002). Subnuclear shuttling of human telomerase 
induced by transformation and DNA damage. Nat Cell Biol 4, 731-736. 
 
Wsierska-Gadek, J., and Horky, M. (2003). How the nucleolar sequestration of p53 protein 
or its interplayers contributes to its (re)-activation. Ann N Y Acad Sci 1010, 266-272. 
 
Wyers, F., Rougemaille, M., Badis, G., Rousselle, J.C., Dufour, M.E., Boulay, J., 
Regnault, B., Devaux, F., Namane, A., Seraphin, B., et al. (2005). Cryptic pol II transcripts 
are degraded by a nuclear quality control pathway involving a new poly(A) polymerase. 
Cell 121, 725-737. 
 
Yamamoto, R.T., Nogi, Y., Dodd, J.A., and Nomura, M. (1996). RRN3 gene of 
Saccharomyces cerevisiae encodes an essential RNA polymerase I transcription factor 
which interacts with the polymerase independently of DNA template. Embo J 15, 3964-
3973. 
 
Yu, L., and Morse, R.H. (1999). Chromatin opening and transactivator potentiation by 
RAP1 in Saccharomyces cerevisiae. Mol Cell Biol 19, 5279-5288. 
 
Yusupov, M.M., Yusupova, G.Z., Baucom, A., Lieberman, K., Earnest, T.N., Cate, J.H., 
and Noller, H.F. (2001). Crystal structure of the ribosome at 5.5 A resolution. Science 292, 
883-896. 
 
Zaug, A.J., Grabowski, P.J., and Cech, T.R. (1983). Autocatalytic cyclization of an excised 
intervening sequence RNA is a cleavage-ligation reaction. Nature 301, 578-583. 
 
 102 
Zavialov, A.V., Hauryliuk, V.V., and Ehrenberg, M. (2005). Splitting of the 
posttermination ribosome into subunits by the concerted action of RRF and EF-G. Mol 
Cell 18, 675-686. 
 
Zemp, I., and Kutay, U. (2007). Nuclear export and cytoplasmic maturation of ribosomal 
subunits. FEBS Lett 581, 2783-2793. 
 
Zemp, I., Wild, T., O'Donohue, M.F., Wandrey, F., Widmann, B., Gleizes, P.E., and 
Kutay, U. (2009). Distinct cytoplasmic maturation steps of 40S ribosomal subunit 
precursors require hRio2. J Cell Biol 185, 1167-1180. 
 
Zhao, Y., McIntosh, K.B., Rudra, D., Schawalder, S., Shore, D., and Warner, J.R. (2006). 
Fine-structure analysis of ribosomal protein gene transcription. Mol Cell Biol 26, 4853-
4862. 
 
Zomerdijk, J.C., Kieft, R., Shiels, P.G., and Borst, P. (1991). Alpha-amanitin-resistant 
transcription units in trypanosomes: a comparison of promoter sequences for a VSG gene 





AUTEUR : Julien SOUDET 
 
TITRE : Etude de la maturation cytoplasmique de la petite sous-unité ribosomique chez 
Saccharomyces cerevisiae 
 
DIRECTEURS DE THESE: Dr. Annie MOUGIN et Dr. Jean-Paul GELUGNE  
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Ribosomes constitute one of the major actors of the mechanism of translation in any living cell. 
The synthesis of ribosomes is a complex process beginning in the nucleolus with the transcription of a 
pre-ribosomal RNA (rRNA) containing future mature rRNAs as well as sequences that are eliminated 
during ribosome biogenesis. In Saccharomyces  cerevisiae, no less than 200 factors are dynamically 
implicated in this process. We were more precisely interested in the cytoplasmic step of the small 
ribosomal subunit maturation consisting of an endonucleolytic cleavage of the 20S pre-rRNA contained 
in a pre-40S particle and leading to the mature 18S rRNA contained in the 40S ribosomal subunit. The 
mature small ribosomal subunit can then initiate translation by interacting with an mRNA and by 
recruiting the 60S ribosomal subunit to form a ribosome. At the beginning of my thesis, the model was 
that 40S ribosomal subunit maturation was a pre-requisite for translation initiation.  
Our initial experiments have led to the observation that a fraction of 20S pre-rRNA co-sediments 
with 80S complexes and polysomes. This 20S pre-rRNA fraction can be increased in mutants impaired in 
the cytoplasmic step of 40S ribosomal subunit maturation. These results suggest that pre-40S particles 
could interact with polysomes. By biochemical approaches, we confirmed the occurrence of ribosomes 
containing pre-40S particles and mRNAs. Moreover, the 20S pre-rRNA can interact with some 
translation initiation-factors. Thus, our data suggest that pre-40S particles can initiate translation.  
Interestingly, the 20S pre-rRNA that accumulates in the cytoplasm in certain mutants is rapidly degraded, 
suggesting the existence of a surveillance mechanism preventing the accumulation of that precursor. Pre-
40S-containing ribosomes being less processive in translation elongation than normal ribosomes, we 
speculated that the 20S pre-rRNA degradation could be dependent on the No-Go Decay mechanism. 
Indeed, No-Go Decay was initially described as a mechanism leading to the degradation of mRNAs on 
which ribosomes are stalled. No-Go Decay mutants restore the growth of a mutant that accumulates 20S 
pre-rRNA in the cytoplasm and the maturation of the 20S pre-rRNA. Thus, contrary to the pre-existing 
model, we propose a model in which a fraction of pre-40S particles can initiate translation before being 
detected as aberrant and being degraded by the No-Go Decay mechanism. No-Go Decay would function 
as an ultimate quality control mechanism of the 40S ribosomal subunit. 
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